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La membrane plasmique est un assemblage supramoléculaire qui délimite la cellule. C’est une 
structure fine, complexe et dynamique assurant des fonctions multiples et vitales pour la 
cellule. Sa rupture est un évènement physiologique pour les cellules soumises à des stress 
mécaniques fréquents et/ou importants, comme les cellules épithéliales, les cellules 
endothéliales ou les cellules musculaires. Dans des conditions physiopathologiques, la 
membrane plasmique peut également être endommagée par l’insertion de  toxines 
bactériennes formant des pores (PFTs, pour « pore forming toxins »). Le processus de 
réparation membranaire et la machinerie protéique associée sont encore mal connus. 
Connaître les partenaires protéiques et comprendre les mécanismes mis en jeu durant le 
processus de réparation de la membrane plasmique sont deux enjeux fondamentaux majeurs. 
En effet, il a été établi qu’une défaillance du processus de réparation membranaire pour les 
fibres musculaires est la cause principale de certaines dystrophies musculaires.  
La machinerie protéique de réparation comprend des protéines comme la dysferline, la 
cavéoline-3 et certaines Annexines (Anx). Les Anx appartiennent à une superfamille de 
protéines répandue chez la plupart des eucaryotes, qui ont la propriété commune de se lier aux 
membranes biologiques en présence de calcium (Ca2+). Certaines Anx, comme l’AnxA5, une 
fois liées aux membranes biologiques s’auto-assemblent spontanément en réseau-2D. 
Lors de ce travail de thèse, nous avons étudié le rôle de l’AnxA5 dans la réparation 
membranaire des trophoblastes placentaires et des cellules du muscle squelettique humain. 
Pour les deux types cellulaires, nous avons montré que l’AnxA5 est un acteur indispensable 
du processus de réparation membranaire dans le cas de ruptures mécaniques. En associant des 
approches de microscopie de fluorescence et de microscopie électronique à transmission 
(MET), nous avons mis en évidence que, dans ces cellules le mécanisme de réparation est 
principalement basé sur la formation d’un « patch » lipidique. Dans les cellules musculaires, 
les expériences de MET ont mis en évidence qu’un pool d’AnxA5 endogène se lie aux bords 
du site de rupture quelques secondes après la lésion du sarcolemme. Ceci suggère qu’après 
rupture de la membrane plasmique, l’augmentation locale de la concentration calcique 
intracellulaire provoque la liaison de l’AnxA5 spécifiquement aux bords de la région 
membranaire lésée où elle forme un réseau-2D. Le réseau-2D stabiliserait localement la 
membrane et préviendrait sa déchirure, induite par les forces de tensions exercées par le 
cytosquelette cortical.  
Nous avons également montré que l’AnxA5 ne semble pas impliquée dans la réparation de la 
membrane plasmique après insertion de PFTs. Ceci suggère que différents mécanismes de 
réparation existent et que leur mise en place dépend probablement du type ou de l’importance 
des dommages.  
Finalement nous avons étendu notre étude à des lignées cellulaires établies à partir de patients 
diagnostiqués comme souffrant de dystrophies des ceintures de type 2B (déficience en 
dysferline) et 1C (déficience en cavéoline-3), respectivement. Nous avons montré, pour ces 
lignées, que la déficience en dysferline ou cavéoline-3 provoque un défaut de réparation dans 
le cas des ruptures mécaniques de la membrane plasmique. Dans ces cellules musculaires 
pathologiques intactes ou endommagées, l’AnxA5 a le même comportement, ce qui suggère 
que l’action de l’AnxA5 est indépendante de ces protéines. A la différence des cellules 
déficientes en dysferline, nous avons observé que les cellules déficientes en cavéoline-3 sont 
capables de réparer efficacement des lésions créées par l’insertion de PFTs dans le 
sarcolemme. Ce résultat supporte l’hypothèse de l’existence de plusieurs mécanismes de 
réparation. 
En conclusion, ce travail montre que l’AnxA5 est un composant clé de la machinerie de 
réparation dans le cas des ruptures mécaniques.   
Mots-clés: Annexine-A5, Réparation membranaire, Muscle strié squelettique humain, 
Trophoblastes humains, Dystrophies musculaires, Toxines formant des pores, Microscopie 
confocale, Rupture mécanique par irradiation laser, Microscopie électronique à transmission. 
Abstract: 
Plasma membrane is the supramolecular assembly that delimits the cell. It is a thin, dynamic 
and complex structure, ensuring multiple and vital cell functions. Its disruption is a 
physiological event occurring in cells submitted to frequent mechanical stresses, such as 
endothelial cells, epithelial cells and muscle cells. It is also a physiological event for cells 
exposed to pore forming bacterial toxins (PFTs). Membrane repair mechanisms and 
associated protein machinery are still poorly understood. This knowledge is, however, 
essential for obvious physiopathological issues. Indeed, a defect of membrane repair in 
muscle cells leads to some muscular dystrophies. Membrane repair machinery includes 
proteins such as dysferlin, MG-53, caveolin-3 and some Annexins (Anx). Anx belong to a 
superfamily of proteins widely spread in most of eukaryotes, which share the property of 
binding to biological membranes in the presence of calcium (Ca2+).  
Here, we investigated the role of AnxA5 in cell membrane repair of human trophoblastic and 
skeletal muscle cells. We showed that AnxA5 is required for membrane repair of mechanical 
damages in the two cell types. By combining fluorescence and transmission electron 
microscopy approaches, we evidenced that membrane repair mechanism in these cells is 
based on the formation of a lipid “patch”. In human muscle cells, TEM experiments revealed 
that a pool of endogenous AnxA5 binds to the edges of the torn sarcolemma as soon as a few 
seconds after membrane disruption. Our results suggest the following mechanism: triggered 
by the local increase in Ca2+ concentration, AnxA5 molecules bind to PS exposed at the edges 
of the torn membrane, where they self-assemble into 2D arrays. The formation of 2D arrays 
strengthens the damaged sarcolemma, counteracts the tensions exerted by the cortical 
cytoskeleton and thus prevents the expansion of the tear. We showed also that a pool of 
endogenous AnxA5 binds to intracellular vesicles that obstruct the wounding site. It is likely 
these vesicles, once associated one to each other, ensure membrane resealing.  
Our results suggest that sarcolemma repair of damages caused by PFTs is independent of 
AnxA5. Therefore, different membrane repair mechanisms may exist, their occurrence 
probably depending on the type and/or the size of damages. 
Finally, we performed studies on muscle cells established from patients diagnosed with limb-
girdle muscular dystrophies type 2B (dysferlin-deficient) and 1C (caveolin-3-deficient), 
respectively. We found that dysferlin or caveolin-3 deficiency leads to a defect of membrane 
repair, in the case of mechanical damages. AnxA5 behaved similarly in these damaged cells 
and wild-type cells, suggesting that its function is independent of dysferlin or caveolin-3. 
Unlike dysferlin-deficient cells, damages created by PFTs are efficiently repaired in caveolin-
3-deficient cells. This result supports the hypothesis that different mechanisms occur in 
muscle cells, depending on the type of damage. In conclusion, this work indicates that AnxA5 
is a key component of the membrane repair machinery, in the case of mechanical disruptions. 
Our results enable to propose a detailed mode of action for AnxA5. 
Keywords: Annexin-A5, Cell membrane repair, Human skeletal muscle, Human trophoblasts, 
Muscular dystrophies, Pore forming toxins, Confocal microscopy, Plasma membrane rupture 
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Chapitre n°1 : Membrane plasmique, homéostasie calcique et 
réparation membranaire 
 
La membrane plasmique forme une barrière sélective qui régule l’homéostasie cellulaire, 
permettant le maintien des différences de composition entre le cytoplasme et le milieu 
extracellulaire. A l’interface entre les milieux intra- et extracellulaires, elle constitue une 
organelle soumise à de nombreuses contraintes liées à l’environnement extérieur et à l’activité 
métabolique cellulaire. Ces contraintes peuvent aboutir à sa rupture, phénomène qui peut être 
catastrophique pour la vie de la cellule, sans mécanisme de réparation rapide. 
Afin de faciliter la compréhension des principaux mécanismes de réparation membranaire, 
nous allons aborder brièvement comment est structurée la membrane plasmique, comment le 
calcium (Ca2+) est régulé dans une cellule et quelles peuvent être les causes principales de la 
rupture de la membrane plasmique in vivo. 
 
 
A. Membrane plasmique et homéostasie calcique : 
 
A1. Généralités sur la membrane plasmique 
 
En dépit de leurs différentes fonctions, toutes les membranes biologiques ont une structure 
générale commune. Elles sont composées majoritairement de lipides (environ 50% de la 
masse totale pour les cellules animales) et de protéines, associées par des interactions non-
covalentes (Boesze-Battaglia et Schimmel 1997). Les phospholipides, et particulièrement les 
glycérophospholipides, constituent le groupe le plus abondant dans les membranes 
biologiques. Ce sont des molécules amphiphiles qui possèdent une partie appelée « tête » 
polaire composée par un groupement phosphate et un résidu glycérol reliés à deux résidus 
d’acide gras qui constituent la partie appelée « queue » apolaire (Figure 1.1). Deux types 
d’acides gras entrent dans la composition des phospholipides membranaires : les acides gras 
saturés et les acides gras insaturés. Un acide gras est dit saturé lorsque la chaine 
hydrocarbonée qui le compose est dépourvue de doubles liaisons carbone-carbone, alors 
qu’un acide gras est dit insaturé si la chaine hydrocarbonée contient au moins une double 
liaison carbone-carbone en configuration « cis » (Figure 1.1). La présence de doubles liaisons 
a pour effet de courber les chaines hydrocarbonées des acides gras insaturés, modifiant ainsi 
la topologie des phospholipides membranaires et les propriétés physico-chimiques des 
membranes.  
Les phospholipides étant des molécules amphiphiles, ils s’assemblent sous forme de bicouche 
dans un environnement aqueux. En effet, les queues apolaires des phospholipides se 
regroupent d’une manière qui minimise leur surface d’interaction avec l’eau, et forment des 
structures stables en bicouche, dont l’épaisseur totale est de l’ordre de 5nm (Figure 1.2).  



















Figure 1.1 : Structure générale d’un phospholipide. Les glycérophospholipides constituant les membranes 
biologiques sont composés d’une chaine d’acide gras saturée et d’une chaine gras (poly)insaturée. Cette partie 
hydrophobe de la molécule est reliée à un groupement phosphate et un groupement X par le biais d’une molécule 
de glycérol. L’ensemble glycérol-phosphate-X constitue la partie, appelée « tête » polaire des phospholipides. La 
présence de doubles liaisons carbone-carbone en configuration « cis » provoque la courbure des chaines d’acides 
gras polyinsaturés ayant des conséquences importantes sur la topologie des glycérophospholipides et sur les 
propriétés physicochimiques des membranes. Figure adaptée de (« Thermodynamics 5: Lipid bilayers - 
Biological Physics - biologicalphysics.iop.org » 2015). 
 
 
Cette structure est stabilisée par l’établissement de liaisons hydrogènes entre les têtes polaires 
et les molécules d’eau. La formation d’une bicouche plane n’est pas stable puisque les queues 
hydrophobes aux bords de la structure sont encore en contact avec l’eau. En solution, les 
bicouches lipidiques se replient sous la forme de sphères, appelées liposomes. Ce 













Figure 1.2 : Représentation schématique de la structure d’une bicouche phospholipidique. En solution 
aqueuse, les phospholipides, qui sont des molécules amphiphiles, se regroupent d’une manière qui minimise la 
surface de contact entre les molécules d’eau environnantes et les queues apolaires des phospholipides. Cette 
disposition spatiale forme une bicouche avec les têtes polaires vers l’extérieur et les queues apolaires enfouies 
dans la structure ce qui augmente l’entropie des molécules d’eau environnantes et favorise la stabilité de la 
structure. Le regroupement de molécules non polaires en solution aqueuse est appelé effet hydrophobe. Figure 
adaptée du site https://level8chem.wordpress.com/liquid-crystals/ 




Une bicouche lipidique est une barrière semi-perméable. Elle est considérée comme 
totalement imperméable aux ions, aux petites molécules chargées, ainsi qu’aux grandes 
molécules polaires non chargées, comme le glucose (Figure 1.3). Elle est en revanche 
perméable aux petites molécules polaires non chargées, comme l’eau, aux petites molécules 
non polaires, comme l’O2, ou aux molécules liposolubles, comme les hormones stéroïdiennes.  
Par exemple, le sodium, diffuse à travers une bicouche à une vitesse de l’ordre de 10-12 cm/s. 
A cette vitesse il traverse une bicouche lipidique de 5nm en 139 heures. Une molécule d’eau 
traverse la même structure en 50ns, soit 10 milliards de fois plus vite (A. K. McNeil et al. 
2006; P. L. McNeil et al. 2000) (Raedler, Strey, et Sackmann 1995). 
 
 La perméabilité des bicouches lipidiques est en fait variable et dépend d’un ensemble de 
conditions : 
- La présence de chaines d’acides gras insaturés provoque un encombrement stérique 
latéral qui diminue la densité des phospholipides et augmente la perméabilité des 
bicouches lipidiques (Figure 1.4). 
- La présence d’autres lipides, comme le cholestérol, diminue la perméabilité en 
renforçant les interactions latérales entre les phospholipides. 
 - Certains paramètres physico-chimiques, comme la température ou la force ionique du 
milieu environnant, influencent grandement la perméabilité. Ainsi, la perméabilité d’une 
bicouche lipidique augmente avec la température. 
 
 
Figure 1.3 : Illustration de la perméabilité d’une 
bicouche lipidique. Une bicouche lipidique est une 
barrière semi-perméable. Les deux barrières formées 
par les têtes polaires s’opposent au passage des ions et 
des molécules chargées. Les gaz et les petites 
molécules comme l’eau peuvent traverser une 
bicouche lipidique. A gauche de la figure, l’échelle de 
perméabilité donne des ordres de grandeur de vitesse 
de diffusion à travers une bicouche lipidique en cm/s à 
37°C.  Les couleurs des flèches pour les ions et 
molécules correspondent au code couleur de l’échelle. 






Figure 1.4 : La présence de chaines d’acides gras cis-
insaturés diminue la densité des phospholipides 
membranaires ce qui augmente la perméabilité d’une 










Comme les phospholipides s’auto-associent par des interactions de faible énergie, ils peuvent 
diffuser passivement au sein de la bicouche. Deux types de mouvement dominent : la rotation 
des phospholipides sur eux-mêmes et leur diffusion latérale au sein d’un feuillet. La diffusion 
latérale, dont la vitesse est de l’ordre du µm/s, est essentielle aux fonctions assurées par les 
membranes biologiques (Edidin 2003). Les phospholipides diffusent dans chaque feuillet 
membranaire de façon indépendante (Figure 1.5). Par contre, en raison du coût énergétique 
associé au déplacement de la tête polaire à travers la région hydrophobe de la bicouche, 
l’échange passif de phospholipides entre les deux feuillets (ou flip-flop) est un phénomène 
très rare (moins d’une fois par mois pour une molécule) (Seifert 1997).   
 
 
Figure 1.5 : Mouvement des phospholipides au sein des feuillets 
d’une bicouche lipidique. Dans chaque feuillet d’une bicouche 
lipidique, les phospholipides diffusent latéralement (flèches) et 
indépendamment des mouvements dans l’autre feuillet 
(phospholipides marqués en vert ou phospholipides marqués en 
violet).  Le passage spontané d’un phospholipide d’un feuillet à 
l’autre dans une bicouche lipidique est un phénomène rare. Figure 








Dans les membranes biologiques des cellules mammaliennes, les quatre 
glycérophospholipides les plus représentés sont la phosphatidylcholine (PC), la 
phosphatidylethanolamine (PE), la phosphatidylsérine (PS) et le phosphatidylinositol (PI) 
(Figure 1.6). A pH physiologique, la PC, la PS et la PE sont ionisées, mais seule la PS a une 
charge nette négative. Deux autres lipides sont très représentés dans les membranes 
plasmiques de cellules eucaryotes : le cholestérol et les sphingomyélines (Figure 1.7). Ces 
lipides représentent environ 30 à 40% des lipides totaux composant les membranes 
plasmiques des cellules eucaryotes. Le cholestérol est un membre de la famille des stérols, qui 
est composé d’une petite queue hydrocarbonée apolaire, d’un cycle stéroïdien formant une 
structure en anneau rigide et d’un groupement hydroxyle polaire. Le cholestérol s’oriente dans 
les membranes plasmiques de manière à ce que le groupement hydroxyle soit proche des têtes 
polaires des phospholipides. Dans cette position, le cycle stéroïdien rigide interagit avec les 









Figure 1.6 : Structure des groupements polaires des quatre glycérophospholipides majeurs retrouvés dans 
les membranes des cellules mammaliennes. Les glycérophospholipides les plus représentés dans les 
membranes biologiques sont la PhosphatidylCholine (PC), la PhosphatidylEthanolamine (PE), le 
PhosphatidylInositol (PI) et la PhosphatidylSérine (PS). La PS et la PE sont qualifiés d’amino-phospholipides 
car leur tête polaire est dérivée de la sérine et l’éthanolamine, respectivement. Comme montré dans la figure, à 
pH physiologique le groupement X de la PS, PE et PC sont ionisés. Dans cette condition seule la PS possède une 
charge nette négative. Figure adaptée de (Plopper 2012). 
 
 
Cette diminution de la mobilité des phospholipides membranaires rigidifie les membranes 
plasmiques et diminue leur perméabilité aux petites molécules hydrophiles.  
Les sphingomyélines appartiennent à la famille des sphingolipides. Leur structure est très 
similaire aux glycérophospholipides. Elles sont composées par l’assemblage d’un résidu 
d’acide gras, d’une sphingosine et d’une tête polaire pouvant être de la choline ou de 
l’éthanolamine (Figure 1.7). Les sphingomyélines possèdent une partie hydrophobe plus 
saturée que la majorité des glycérophospholipides membranaires (Slotte et Ramstedt 2007) ce 
qui implique qu’elles ont une forme plus allongée. Dans les membranes plasmiques, elles 
s’associent préférentiellement avec le cholestérol.  
Au sein des membranes biologiques, il existe une asymétrie de composition phospholipidique 
entre les deux feuillets membranaires. La PS, la PE et le PI se trouvent essentiellement dans le 
feuillet interne de la membrane plasmique, alors que 80 à 85% des sphingomyélines se situent 
dans le feuillet externe (Verkleij et al. 1973). Cette asymétrie est essentielle à l’initiation et/ou 
déroulement de nombreux processus associés à la physiologie de la cellule. Par exemple, les 
Protéine Kinases C (PKC) activées se lient au feuillet interne de la membrane plasmique via 
les têtes polaires des PS. Les PI sont également le site de liaison de nombreuses kinases 
activées dans différentes voies de signalisation. Ils constituent aussi un substrat pour plusieurs 
enzymes, telles que les phospholipases C, qui les clivent en messagers intracellulaires 










Figure 1.7 : Structure du cholestérol et des sphingomyélines. Le cholestérol est un membre de la famille des 
stérols. Il s’insère dans les feuillets membranaires de manière à ce que son groupement hydroxyle polaire soit en 
contact avec les têtes polaires des molécules de phospholipides. Dans cette position le cycle stéroïdien rigide 
interagit avec les chaines hydrocarbonées des phospholipides et ralentit leur diffusion latérale. Sa présence 
diminue la perméabilité des bicouches lipidiques. Les sphingomyélines sont des membres de la famille des 
sphingolipides. Les lipides de cette famille partagent une structure commune appelée sphingosine (orange). Les 
sphingomyélines ont une structure générale semblable aux phospholipides avec une queue apolaire constituée 
d’une chaine d’acide gras (vert) et la chaine hydrocarbonée de la sphingosine ainsi qu’une tête polaire composée 
de la partie polaire de la sphingosine associée à un groupement R qui peut être la choline ou l’éthanolamine 
(encadré). Les sphingomyélines sont majoritairement présentes dans le feuillet externe de la membrane 
plasmique où elles représentent environ 30% des lipides. Les sphingomyélines ont une forme plus allongée que 
la plupart des phospholipides membranaires, cette différence de longueur génère des épaississements de la 
bicouche lipidique lorsqu’elles sont enrichies dans une région. Figures adaptées de : (Alberts et al. 2002) 
 
 
L’asymétrie lipidique à plusieurs origines qui dépendent du phospholipide et de la membrane 
qu’il compose (membrane d’un organite, membrane plasmique,..). Par exemple, la membrane 
plasmique est synthétisée et assemblée dans le réticulum endoplasmique où les PS et PE ont 
une répartition équilibrée entre les deux feuillets membranaires. Une fois intégrées à la 
surface de la cellule, les PS et PE du feuillet externe de la membrane plasmique néo-
synthétisée sont transloquées vers le feuillet interne de façon dépendante de l’ATP, par des 
protéines transporteurs de la sous famille P4 des ATPases de type P (Figure 1.8) (van Meer, 
Voelker, et Feigenson 2008). 
Dans certaines conditions, comme la stimulation par des signaux pro-apoptotiques, pro-
inflammatoires ou pro-coagulants, les cellules peuvent rompre activement l’asymétrie de 
répartition de la PS, en exposant les PS sur le feuillet externe de la membrane plasmique. 
Cette exposition permet l’initiation de nombreux processus, comme la reconnaissance des 
cellules apoptotiques ou nécrotiques par les macrophages ou lymphocytes, ou encore la 
coagulation sanguine (Henson, Bratton, et Fadok 2001). 
 





Figure 1.8 : Répartition asymétrique des phospholipides dans la 
membrane plasmique. L’asymétrie lipidique à plusieurs origines qui 
dépendent du phospholipide et de la membrane qu’il compose 
(membrane d’un organite, membrane plasmique,..). La membrane 
plasmique est synthétisée et assemblée dans le réticulum 
endoplasmique où les PS et PE ont une répartition équilibrée entre les 
deux feuillets membranaires. Une fois intégrées à la surface de la 
cellule, les PS et PE du feuillet externe de la membrane plasmique 
néo-synthétisée sont transloquées vers le feuillet interne de façon 
dépendante de l’ATP, par des protéines transporteurs de la sous famille 





Les protéines membranaires sont indispensables aux fonctions physiologiques associées aux 
membranes biologiques. Ces protéines sont associées aux membranes de plusieurs façons 
(Figure 1.9). 
Elles peuvent traverser totalement ou partiellement la bicouche (Figure 1.9, bleu). Elles 
peuvent aussi être associées aux bicouches lipidiques via des interactions non covalentes avec 

















Figure 1.9 : Représentation schématique des différents modes d’association des protéines membranaires 
avec les bicouches phospholipidiques. Les protéines membranaires représentent environ 50% de la masse de la 
membrane plasmique. Elles sont indispensables pour les échanges, entre la cellule et son environnement, sous 
forme de canaux, de pompes, de récepteurs, médiateurs de voies de signalisations. Leur association à la 
membrane plasmique se fait de différentes façons. Elles peuvent traverser totalement, une ou plusieurs fois, les 
bicouches par différentes structures secondaires (hélice-α, tonneau-β) ou traverser partiellement les bicouches 
lipidiques (protéines en bleues). Elles peuvent également s’associer aux bicouches lipidiques par des interactions 
non covalentes avec d’autres protéines membranaires (protéine en vert). Elles peuvent enfin être ancrées à un 
feuillet des bicouches par liaison covalente directement avec des lipides du feuillet ou indirectement via des 
oligosaccharides (protéine en rouge).Figure adaptée du site https://wikispaces.psu.edu 
 
 
feuillet membranaire par liaison covalente, soit directement avec un lipide ou indirectement 
avec un oligosaccharide (Figure 1.9, rouge).  




La mobilité des protéines membranaires est un phénomène extrêmement important dans le 
fonctionnement des membranes plasmiques. De nombreuses voies de signalisation sont 
initiées par le recrutement et la polymérisation de protéines membranaires.  
Malgré leur mobilité latérale rapide, les lipides et les protéines membranaires sont répartis de 
façon hétérogène, se ségrégant en domaines dynamiques (Brown et Rose 1992). Ces 
domaines membranaires, appelés microdomaines ou radeaux lipidiques, sont des plateformes 
de signalisation essentielles à l’adaptation des cellules eucaryotes à leur environnement. Ce 
sont de petites régions membranaires, de quelques dizaines de µm², dont la stabilité est due à 
l’enrichissement en sphingolipides et en cholestérol (Figure 1.10). La présence des 
sphingolipides, plus longs que la plupart des glycérophospholipides, provoque un 
épaississement de la membrane au niveau des microdomaines, qui permet un ancrage stable 
de protéines membranaires. Les radeaux lipidiques peuvent ainsi constituer des régions riches 












Figure 1.10 : Représentation schématique de la structure d’un radeau lipidique. Les radeaux lipidiques sont 
des zones de la bicouche lipidique enrichies en sphingolipides et en cholestérol. La présence de sphingolipides, 
qui sont plus allongés que les phospholipides, provoque un épaississement de la bicouche. L’interaction des 
sphingolipides avec le cholestérol limite leur diffusion ce qui crée des régions stables. Les microdomaines sont 
considérés comme des changements de phase de la membrane plasmique et sont des sites d’insertion 
préférentiels de protéines membranaires. Figure adaptée du site  http://www.microscopy-analysis.com 
 
 
Le modèle actuel de la membrane plasmique est un modèle revisité de la mosaïque fluide 
proposé par Singer et Nicholson (Singer et Nicolson 1972) (Figue 1.11). Dans ce modèle, la 
membrane plasmique est perçue comme un fluide bidimensionnel de phases hétérogènes. Une 
phase majoritaire contient des molécules dont la diffusion latérale est rapide, aléatoire et 
indépendante entre les deux feuillets membranaires. L’autre phase contient des régions 
dispersées, riches en sphingolipides, cholestérol et protéines. Dans cette phase, la diffusion 
latérale des composants est fortement diminuée, avec une dépendance entre les feuillets 
membranaires.  
Les glucides représentent 15% des composants de la membrane plasmique. Afin de se limiter 
aux informations essentielles à la compréhension de ce travail de thèse, leur structure et leurs 
fonctions ne sont pas abordées ici. 
 
 




Figure 1.11 : Modèle de la mosaïque 
fluide de Singer et Nicolson (1972). La 
membrane plasmique est perçue comme 
un fluide bidimensionnel de phases 
hétérogènes. Une phase majoritaire 
contient des molécules à diffusion latérale 
rapide et aléatoire, indépendante entre les 
2 feuillets de la membrane. Une phase 
éparse est composée de régions 
organisées, riches en sphingolipides, 
cholestérol et protéines, dans lesquelles la 
diffusion latérale des composants est 
fortement diminuée, avec une dépendance 
entre les feuillets membranaire. Figure 
adaptée de (Edidin 2003) 
 
 
A2. Homéostasie calcique 
 
La bicouche lipidique est une structure imperméable aux ions et aux molécules polaires, 
comme le glucose, mais relativement perméable aux gaz, à l’eau ainsi qu’aux petites 
molécules comme le glycérol. La nécessité qu’ont les cellules à échanger avec le milieu 
extracellulaire, tout en contrôlant les concentrations cytoplasmiques en solutés (Figure 1.12), 
requiert une régulation fine des processus d’import/export à travers la membrane plasmique. 
La répartition des solutés, de part et d’autre de la bicouche, à des concentrations très 
différentes génère de gradients électrochimiques dont la résultante est connue sous le terme de 
potentiel membranaire de repos. Les cellules consacrent beaucoup d’énergie à réguler ces 
gradients électrochimiques. Elles peuvent, de plus, créer des flux ioniques afin d’induire des 
changements de potentiel membranaire. Ces changements initient des processus comme la 
génération d’un potentiel d’action pour la communication nerveuse ou la contraction 
musculaire. A titre d’exemple, on estime que les neurones et les fibroblastes utilisent 25% de 
leur production d’ATP pour maintenir leur homéostasie (Lodish et al. 2000). Ces flux 
ioniques sont essentiellement générés par l’ouverture et la fermeture de canaux et/ou pompes 
protéiques sensibles à des agents chimiques ou à des changements de potentiel électrique de la 
membrane plasmique. Le transport d’un ion selon son gradient chimique est appelé transport 
passif et ne requiert pas de dépense énergétique alors que le transport d’un ion contre son 
gradient chimique, appelé transport actif, nécessite une dépense énergétique. La perte de 
l’intégrité structurale de la membrane plasmique conduit à un défaut du contrôle de ces flux et 
provoque la diffusion des ions dans le sens de leur gradient chimique, jusqu’à équilibre des 
concentrations (Figure 1.12). Les conséquences peuvent être catastrophiques pour la cellule, 
avec une entrée massive d’ions, comme le Ca2+ ou le sodium (Na+), mais aussi la fuite de 
métabolites cytoplasmiques chargés négativement, comme l’ATP (Figure 1.12, A-). 
 





Figure 1.12 : Concentration des principaux 
ions et molécules chargées de part et d’autre 
de la membrane plasmique pour les cellules 
animales. La membrane plasmique est une 
barrière semi-perméable. Les concentrations 
ioniques dans la cellule sont finement régulées 
par la présence de protéines membranaires 
formant des canaux et des pompes sélectives. Les 
différences de concentrations ioniques entre le 
milieu intracellulaire et le milieu extracellulaire 
associées aux différences de charges électriques 
créées un ensemble de gradients électriques et chimiques (flèches). L’ouverture de canaux, ou pompes, provoque 
le mouvement des ions, soit selon leur gradient chimique (flèches, transport passif), soit contre leur gradient 
nécessitant de l’énergie (transport actif). Ainsi, en cas de perte de l’intégrité de la membrane plasmique, le 
potassium (K+) et les molécules intracellulaires chargées négativement (A-) comme les molécules phosphatées 
(ATP, NADP, etc) ont tendance à sortir de la cellule alors que le chlore (Cl-), le sodium (Na+), le magnésium 
(Mg2+) et le calcium (Ca2+) entrent dans la cellule. Le gradient chimique du Ca2+ est très fort, par conséquent,  la 
perte de l’intégrité de la membrane plasmique est suivie de sa diffusion rapide dans le cytoplasme 
 
 
Le Ca2+ est un ion essentiel que ce soit à l’échelle de l’organisme ou de la cellule. Dans 
l’organisme, c’est le minéral le plus abondant dont 99% sont déposés autour de la trame 
protéique osseuse sous forme de cristaux d’hydroxyapatite (Vallet et Tack 2012). Il est 
essentiel à de grandes fonctions physiologiques comme la minéralisation osseuse, la 
contraction musculaire, la transmission de l’influx nerveux ou la coagulation sanguine. A 
l’échelle cellulaire, le Ca2+ est associé à une multitude de voies de signalisations. Il intervient 
également dans des fonctions comme la prolifération cellulaire, le trafic vésiculaire et la 
sécrétion, l’adhésion à la matrice extracellulaire ou la synthèse d’ATP (Berridge, Lipp, et 
Bootman 2000). Du fait de son implication dans un grand nombre de processus, la régulation 
de la concentration intracellulaire en Ca2+ est un phénomène très dynamique et complexe. 
Dans la cellule, la quantité totale de Ca2+ comprend le Ca2+ stocké dans des organites,  le Ca2+ 
lié à des protéines et le Ca2+ libre cytosolique. L’organite majeur pour le stockage du Ca2+  est 
le réticulum endoplasmique ou sarcoplasmique, dans le cas du tissu musculaire. De façon plus 
mineure les mitochondries, les saccules golgiennes, les endosomes/lysosomes et les 
peroxysomes peuvent aussi participer au stockage du Ca2+. Le Ca2+ peut être associé à des 
protéines engagées dans des voies de signalisation dépendantes du Ca2+ ou à des protéines 
jouant le rôle de tampon, comme la parvalbumine-β ou de la calbindine-D28K. En absence de 
stimulation, la concentration en Ca2+ libre cytosolique est maintenue aux alentours de 100 à 
200nM. Après stimulation, du Ca2+ extracellulaire peut être importé dans la cellule, par 
ouverture de canaux membranaires pour augmenter directement la concentration en Ca2+ 
nécessaire à l’activation des effecteurs. Certains seconds messagers peuvent aussi stimuler la 
libération de Ca2+ par le réticulum endoplasmique, selon un processus connu sous le nom de 
CICR (pour « Calcium-Induced Calcium Release ») (Figure 1.13, encadré rouge). Une partie 
du Ca2+ intracellulaire est alors piégé par des protéines tampons (Figure 1.13, croix 




violettes). Lorsque la stimulation est terminée, le Ca2+ libéré par les effecteurs est, d’une part, 
pompé par le réticulum endoplasmique ainsi que par les mitochondries et, d’autre part, 
exporté dans le milieu extracellulaire par des pompes et échangeurs (Figure 1.13, encadré 
bleu). Les protéines tampons peuvent également libérer du Ca2+ jusqu’au retour à la 
concentration de repos. L’homéostasie calcique à l’échelle cellulaire nécessite une 
coordination parfaite entre les mécanismes médiés par les signaux d’activation et les 
mécanismes médiés par les signaux de retour à l’état de repos. 
 
 
Figure 1.13 : Homéostasie calcique. Un stimulus peut provoquer l’entrée directe de Ca2+, par la membrane 
plasmique, ou la formation de seconds messagers. Les seconds messagers comme l’inositol-1,4,5-triphosphate 
(Ins(1,4,5)P3) activent des canaux calciques dans la membrane du réticulum endoplasmique (ER), provoquant la 
sortie de Ca2+ du réticulum vers le cytosol. L’équivalent du réticulum endoplasmique dans le muscle strié, le 
réticulum sarcoplasmique (SR), possède un canal calcique sensible au Ca2+, appelé récepteur à la ryanodine 
(RYR). Il s’ouvre lorsque la concentration calcique cytosolique est supérieure à la concentration de repos, afin 
de libérer les ions Ca2+ stockés dans le réticulum sarcoplasmique. Les ions Ca2+ libérés se lient à des effecteurs 
(protéines à activité dépendante du Ca2+) et les activent. L’excès de Ca2+ intracellulaire libre (petite sphères 
rouges) se lie à des protéines tampons (croix violettes) qui empêchent la concentration en Ca2+ d’augmenter au-
delà de son seuil de cytotoxicité. Lorsque les processus cellulaires préalablement activés se terminent (cas de 
retour au repos), le Ca2+ quitte les effecteurs et est éliminé par différentes pompes et échangeurs. L’échangeur 
Na+/Ca2+ (NCX) à la membrane plasmique expulse le Ca2+ des cellules contre une entrée de Na+. La pompe 
ATPase de la membrane plasmique (PMCA) expulse également le Ca2+ dans le milieu extracellulaire alors que la 
pompe ATPase de la membrane du réticulum sarco(endo)plasmique (SERCA) pompe le Ca2+ cytosolique vers la 
lumière du réticulum endoplasmique. Les mitochondries ont aussi une fonction active dans le retour à la 
concentration calcique de repos par l’import rapide de Ca2+ via un canal calcique puis une expulsion lente dans le 
cytosol par un échangeur NCX. Le Ca2+ lentement libéré dans le cytosol est alors expulsé de la cellule ou 
internalisé par le réticulum. Figure adaptée de (Berridge, Bootman, et Roderick 2003) 
 




Le Ca2+ libre intracellulaire est maintenu à une concentration environ 10 000 fois plus faible 
que dans le milieu extracellulaire. Le maintien d’une concentration Ca2+ faible dans le cytosol 
des cellules mammaliennes a deux raisons majeures. Tout d’abord, à forte concentration, le 
Ca2+ a tendance à précipiter le phosphate, qui est une molécule indispensable à la survie des 
cellules. La seconde raison provient de la cytotoxicité du Ca2+. A forte concentration, le Ca2+ 
intracellulaire peut entrainer une dérégulation de l’asymétrie phospholipidique membranaire, 
la perméabilisation des mitochondries, l’activation de protéases et d’endonucléases, 
l’ensemble de ces mécanismes aboutissant à la mort de la cellule par des processus 
nécrotiques ou apoptotiques (Dong et al. 2006). Dans les myocytes cardiaques, par exemple, 
l’élévation en Ca2+ cytosolique conduit à la nécrose du tissu cardiaque, en cas d’ischémie 
(Fleckenstein et al. 1974). Les concentrations intracellulaires critiques (limites inférieures et 
supérieures) en Ca2+ intracellulaire libre restent difficilement mesurables. Les cellules 
épithéliales de rein de lapin peuvent, par exemple, tolérer une concentration calcique de 
100µM sur une période de 3 heures (Weinberg, Davis, et Venkatachalam 1997). Au-delà, 
l’excès de Ca2+ est létal de façon irréversible. La tolérance au Ca2+ pourrait néanmoins 
dépendre du type cellulaire et du temps d’exposition.  
 
B. Réparation membranaire 
 
La membrane plasmique est une structure de 5nm d’épaisseur environ, dynamique et fluide, 
formée par un ensemble d’interactions non-covalentes. Directement exposée à 
l’environnement extracellulaire, elle est régulièrement confrontée à des contraintes 
mécaniques et chimiques pouvant aboutir à sa rupture. La rupture de la membrane est un 
phénomène physiologique dans de nombreux tissus en condition normale. Certaines 
pathologies peuvent augmenter significativement la fréquence des ruptures. Après avoir décrit 
les différentes observations qui ont mis en évidence ce phénomène, nous dresserons un état 
des lieux des connaissances sur les mécanismes de réparation de la membrane plasmique. 
 
B1. Mise en évidence de ruptures membranaires physiologiques 
 
La principale approche expérimentale qui a permis de mettre en évidence la présence de 
ruptures de la membrane plasmique en condition physiologique repose sur l’injection dans des 
animaux d’un marqueur, incapable de franchir la membrane plasmique (Figure 1.14). Après 
avoir imposé aux animaux une activité, les tissus d’intérêt sont analysés. La présence du 
marqueur dans le cytoplasme des cellules témoigne de l’existence de ruptures de la membrane 
plasmique.  
En inoculant par voie orale une solution de dextran couplé à la fluorescéine, McNeil et ses 
collaborateurs ont ainsi observé un marquage intracellulaire fort des cellules épithéliales du 
tube digestif chez des souris gavées avec une alimentation solide (P. L. McNeil et Ito 1989). 
Le Tableau 1 résume les principaux résultats obtenus chez les rongeurs durant la fin des 
années 1990. Parmi les cellules étudiées, celles qui semblent le plus touchées par les 
évènements de  




























Figure 1.14 : Représentation schématique de l’approche expérimentale utilisée pour la mise en évidence de 
ruptures mécaniques de la membrane plasmique en condition physiologique. (A) Dans un premier temps, 
les cellules d’intérêt sont mises en contact avec un marqueur coloré ou fluorescent, incapable de traverser la 
membrane plasmique. (B) Les animaux inoculés avec les sondes sont soumis à une activité sollicitant les tissus 
d’intérêt (activité physique, ingestion d’aliments solides, etc). Si ces activités génèrent des ruptures de la 
membrane plasmique des cellules, la sonde colorée/fluorescente entre dans les cellules et les marque. (C) 
L’animal est euthanasié et des sections du tissu d’intérêt sont réalisés puis observés en microscopie. 
 
 
ruptures de la membrane plasmique sont les fibres musculaires striées squelettiques et les 
cardiomyocytes. Ainsi pour des rats au repos, 4% des fibres musculaires de triceps sont 
marquées pour l’albumine sérique (Figure 1.15, rat témoin) , (P. L. McNeil et Khakee 1992). 
Lorsque les rats sont soumis à un exercice de course sur un plan incliné, nécessitant des 
contractions excentriques du tissu musculaire strié squelettique, la proportion de fibres 
musculaires positives à l’albumine immédiatement après exercice passe à 20% (Figure 1.15, 
rat ayant couru sur un plan incliné). 
Les contraintes mécaniques ne sont pas les seules causes de lésion de la membrane plasmique 
de cellules. La membrane plasmique est aussi une cible préférentielle en cas d’infection ou de 
réaction inflammatoire. Dans le monde du vivant, un large éventail d’organismes, allant des 
bactéries aux métazoaires en passant par les plantes, possède des molécules pouvant altérer la 
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Tableau 1 : Tableau récapitulatif des principales données expérimentales mettant en évidence des 
ruptures physiologiques de la membrane plasmique. Chez les rongeurs,  la membrane plasmique de plusieurs 
types cellulaires se rompt en condition physiologique. En condition de repos, la proportion de cellules touchées 
pour la plupart de ces tissus est inférieure à 10%. Cette proportion peut augmenter d’un facteur 3 à 5 en cas 
d’activité physique soutenue. Les cellules musculaires striées cardiaques, qui sont continuellement sollicitées, 
sont les plus touchées par des ruptures de la membrane plasmique. 
 
 
Les protéines formant des pores font partie de cette famille de molécules. Ces protéines sont 
le plus souvent produites sous forme monomérique et s’assemblent en complexes 
oligomériques qui s’insérent dans la membrane pour former des pores. Parmi ces protéines, 
les toxines bactériennes formant des pores (PFTs pour « pore-forming toxins ») sont les plus 
étudiées et décrites dans la littérature. A titre d’exemple, 115 des 325 toxines bactériennes, 
identifiées au début des années 2000, étaient des PTFs (Alouf 2001). Les bactéries produisent 
ces PFTs pour tuer d’autres bactéries. Par exemple, certaines souches d’E.coli produisent des 
colicines pour la colonisation d’une niche écologique (Cascales et al. 2007)). D’autres 
bactéries pathogènes produisent des PFTs pour faciliter leur expansion et survie dans leur  
hôte. La perméabilisation de la membrane plasmique peut permettre aux bactéries de détruire 
directement des cellules cibles par dérégulation de l’homéostasie ou, indirectement, par le 
passage d’effecteurs cytotoxiques à travers les pores. Elle leur permet également d’accéder au 
cytosol pour échapper aux cellules et molécules du système immunitaire de l’hôte. Les 
cellules du système immunitaire de nombreux organismes produisent également des protéines 
formant des pores pour éliminer des pathogènes, des cellules infectées ou encore des cellules 
présentant des molécules du soi altérées, comme les cellules apoptotiques ou cancéreuses. Les 
protéines formant des pores immunitaires les mieux décrites sont la perforine et le composant 
n°9 du système du complément. Ces protéines dans le cas de maladies auto-immunes, de 
maladies avec un état inflammatoire chronique ou autres pathologies impliquant un 
recrutement et une activité intensive des cellules du système immunitaire, peuvent affecter des 


















Figure 1.15 : Micrographies de coupes transversales de triceps de rat après marquage de l’albumine 
sérique (RSA) en immunohistochimie. Les rats témoins (A) ont été laissés dans leur cage sans aucune 
contrainte imposée durant les expériences tandis que les rats testés (B) ont couru sur un plan incliné durant 
l’expérience. Les rats témoins et testés ont été ensuite euthanasiés et des coupes transversales de leurs triceps ont 
été réalisées. Les coupes ont été marquées en immunohistochimie pour l’albumine. Les fibres musculaires 
contenant de l’albumine apparaissent marrons voire noires après révélation des complexes anticorps-albumine. 
Les images montrent une différence importante entre la proportion de cellules positives et l’intensité de leur 
marquage pour les rats ayant couru et les rats témoins. Figure adaptée de (P. L. McNeil et Khakee 1992) 
 
 
cellules du soi. Ainsi le système du complément a été décrit comme étant le principal 
contributeur des dommages tissulaires survenant après un épisode d’ischémie-reperfusion 
(Arumugam et al. 2002). En plus des contraintes mécaniques, les cellules d’un organisme 
doivent donc aussi faire face à la perforation «biologique» de leur membrane plasmique. 
 
B2. Les mécanismes de réparation de la membrane plasmique actuellement proposés 
 
En 1917, par une étude sur des oocytes d’oursin endommagés à l’aide d’une aiguille, Robert 
Chambers décrivait : « la guérison d’une cellule lésée suscite la formation d’un film qui 
prévient l’extension de la lésion, …en résumé la couche de surface est une structure sous 
forme de gel visqueux hautement extensible, contractile, capable d’une réparation constante » 
(Chambers 1917). Bien des années plus tard, Paul McNeil et ses collaborateurs ont aussi 
rapporté l’existence de mécanismes de réparation membranaire in vivo. Ils ont ainsi observé 
que 20% des fibres musculaires de rat sont touchées par des ruptures membranaires 
immédiatement après un exercice physique (P. L. McNeil et Khakee 1992) . Cette proportion  
chute d’un facteur 4 lorsque l’analyse est réalisée après 24h de repos, indiquant que les fibres 
musculaires lésées ont progressivement éliminé l’albumine intracellulaire accumulée pendant 
l’exercice physique, tout en rétablissant l’intégrité de leur membrane plasmique. Quel que soit 
le type de dommage membranaire, il a été montré que le Ca2+, à une concentration de l’ordre 
du mM, est indispensable pour initier le phénomène de réparation (« The Dynamics of Living 
A B 




Protoplasm - ScienceDirect » 2015) (« Explorations into the Nature of the Living Cell. : 
Academic Medicine » 2015) (B. P. Morgan et Campbell 1985). Plusieurs mécanismes de 
réparation sont aujourd’hui proposés. 
 
 B2.a. Réparation spontanée de la bicouche lipidique ou modèle du « self-sealing » 
 
Pour des ruptures de très petite taille (<1µm), les liposomes (Paul L. McNeil et Steinhardt 
2003) et les globules rouges (Hoffman 1992), cellules dépourvues d’organites, sont capables 
de réparer spontanément leur membrane plasmique selon un mécanisme passif Ca2+-
indépendant, appelé « self-sealing ». Dans ce modèle, la rupture de la membrane plasmique 
entraine l’exposition de la partie hydrophobe de la membrane plasmique à l’environnement 
aqueux (Figure 1.16b). L’interaction des domaines hydrophobes des phospholipides avec 
l’eau étant thermodynamiquement défavorable, une réorganisation de la bicouche lipidique au 
site de rupture s’opère de manière à minimiser ces interactions (Figure 1.16c). 
La réorientation des phospholipides entraine une instabilité de la bicouche lipidique, appelée 
tension de surface, qui favorise le rapprochement des extrémités membranaires réorganisées 
et par conséquent, le colmatage de la rupture. Dans les cellules nucléées, la présence d’un 
cytosquelette cortical associé aux protéines membranaires crée une tension sur la membrane 
plasmique (Diz-Muñoz, Fletcher, et Weiner 2013) s’opposant au « self-sealing » (Figure 
1.17). Il a également été observé que l’application d’une tension membranaire artificielle sur 
des liposomes à l’aide d’une micropipette compromet la réparation de ruptures 
submicrométriques (Zhelev et Needham 1993). 
 
 
Figure 1.16 : Modèle de réparation membranaire du self-sealing. 
Lorsque la membrane intacte (a) est endommagée avec une taille de 
lésion submicrométrique (b), les queues hydrophobes des phospholipides 
qui bordent le site de rupture sont exposées aux molécules d’eau. 
L’exposition des queues hydrophobes aux molécules d’eau est un coût 
énergétique, qui déstabilise la bicouche lipidique et provoque la 
réorganisation et réorientation des phospholipides au niveau du site de 
rupture de manière à limiter la surface de contact avec l’eau (c). Le 
désordre des phospholipides, au niveau du site de rupture, provoque le 
rapprochement spatial des têtes polaires de part et d’autre de la rupture. 
Ce rapprochement est suffisant pour induire la réparation spontanée de la 





Il est pourtant admis que les cellules sont capables de survivre à des ruptures de plus de 10µm 
(Paul L. McNeil et Kirchhausen 2005). Le modèle du « self-sealing » ne suffit donc pas pour 
expliquer comment la plupart des ruptures macroscopiques sont rapidement réparées in vivo. 
D’autres mécanismes actifs et Ca2+-dépendants ont depuis été décrits. 
 





Figure 1.17 : Schéma simplifié représentant les principales forces mises 
en jeu après rupture mécanique de la membrane. La membrane 
plasmique des cellules eucaryotes est bordée par un cytosquelette cortical 
contractile avec lequel elle est liée. Le cytosquelette par son remodelage 
dynamique, exerce sur la membrane plasmique une tension constante. 
Lorsque la membrane plasmique est rompue les forces de tensions du 
cytosquelette s’opposent à la réparation membranaire spontanée (sel-





 B2.b. Modèle de réduction de la tension membranaire de surface par exocytose  
 
Le Ca2+, à une concentration de l’ordre du mM, permet d’initier la réparation membranaire. 
Le Mg2+, également à une concentration de l’ordre du mM, agit comme un antagoniste du 
Ca2+ et inhibe les mécanismes de réparation (Steinhardt, Bi, et Alderton 1994). Cet effet 
antagoniste du Mg2+ pour un mécanisme dépendant du Ca2+ est similaire aux processus se 
mettant en place lors de la sécrétion synaptique (Hutter et Kostial 1954) ou lors des processus 
d’exocytose pour les cellules non sécrétoires. Il a également été observé que l’inhibition de 
protéines impliquées dans différentes étapes de l’exocytose comme la CaM-Kinase, la 
kinésine ou encore la synaptobrévine-2, diminue la capacité de réparation membranaire des 
cellules (Steinhardt, Bi, et Alderton 1994). Parallèlement, il a été montré que l’ajout de 
surfactant ou d’inhibiteur de la synthèse d’actine permet de restaurer la réparation 
membranaire même lorsque l’exocytose est bloquée (Togo et al. 1999). L’inhibition de la 
synthèse d’actine ou l’insertion du surfactant dans la membrane plasmique conduisent à une  
réduction de la tension de surface de la membrane plasmique. L’ensemble de ces données 
suggère que la réparation membranaire requiert un processus d’exocytose Ca2+-dépendant 
permettant une diminution de la tension de surface au niveau de la zone membranaire 
endommagée. 
Dans ce modèle actif, la rupture de la membrane plasmique conduit à une élévation de la 
concentration en Ca2+ intracellulaire (Figure 1.18a). Cette élévation de la concentration en 
Ca2+ initie le recrutement de vésicules à proximité de la zone de rupture et leur fusion à la 
membrane par un procesus similaire à l’exocytose (Figure 1.18b). Le remodelage du 
cytosquelette cortical pour l’accession des vésicules d’exocytose à la membrane plasmique, 
ainsi que l’apport de matériel membranaire diminue la tension de surface de la membrane 
plasmique permettant aux extrémités membranaires lésées de se rapprocher et de fusionner, 
comme dans le modèle du self-sealing (Figure 1.18c).  





Figure 1.18 : Modèle de réduction de la tension de surface par 
exocytose. Dans le modèle de la réduction de tension de surface par 
exocytose, la rupture de la membrane plasmique est suivie d’une 
entrée massive de Ca2+ dans la cellule lésée (a). L’augmentation de la 
concentration calcique intracellulaire active des mécanismes 
d’exocytose. La fusion de vésicules d’exocytose à la membrane 
plasmique (b) conduit à un remodelage du cytosquelette cortical pour 
l’accès des vésicules d’exocytose à la membrane plasmique. De plus 
il apporte du matériel lipidique supplémentaire après fusion (c). Ces 
deux phénomènes réduisent la tension membranaire et rapprochent 
les phospholipides bordant la rupture ce qui provoque leur fusion 













La mécanistique exacte de la réduction de la tension de surface reste à éclaircir. Elle pourrait 
faire intervenir le phosphatidylinositol 4,5-biphosphate (PIP2). Le PIP2 régule l’adhésion 
entre la membrane plasmique et le cytosquelette cortical (Raucher et Sheetz 2000). 
L’exocytose de vésicules sécrétoires pourrait modifier la concentration membranaire en PIP2 
à proximité de la rupture, déstabiliser localement l’interaction entre le cytosquelette d’actine 
et la membrane plasmique et permettre ainsi de faciliter la fermeture de la rupture.  
Les cellules eucaryotes, comme les oocytes d’oursin, peuvent survivre à l’ablation de 
fragments de membrane d’une taille considérable (400 à >1000µm²) et réparer les dommages 
membranaires en quelques secondes (Terasaki, Miyake, et McNeil 1997). La réparation 
membranaire implique, dans ce cas, un colmatage rapide de la zone endommagée. Le modèle 
de réduction de la tension de surface peut difficilement satisfaire à cette contrainte. Des 
modèles alternatifs ont été proposés. 
 
 B2.c. Modèle du « patch » lipidique 
 
Dans des oocytes d’oursin, il a été montré qu’un traceur fluorescent, injecté à l’aide d’une 
micropipette, reste séquestré dans une zone, riche en membrane, de 5µm de largeur autour de 
la pointe de la pipette (Terasaki, Miyake, et McNeil 1997). La même expérience réalisée en 
absence de Ca2+ a, de plus, montré que le traceur injecté diffuse dans toute la cellule. Pour des 
cellules endothéliales de la rétine de bœuf, il a été observé que l’ablation de morceaux de 
membrane est suivie en quelques secondes par la formation d’un réseau très dense de 




vésicules intracellulaires au niveau de la zone de rupture (Miyake et McNeil 1995). Ces 
observations, parmi d’autres, ont suggéré un modèle de réparation, nommé par Paul McNeil : 
modèle du « patch » lipidique. Dans ce modèle, la rupture de la membrane plasmique est 
suivie d’une entrée massive de Ca2+ extracellulaire (Figure 1.19a). L’augmentation de la 
concentration locale en Ca2+ libre initie le recrutement de vésicules intracellulaires (Figure 
1.19b) qui fusionnent pour former un agrégat ou « patch » lipidique (Figure 1.19c) à 
proximité de la membrane lésée. La fusion du patch vésiculaire avec la membrane plasmique 
permet de colmater la rupture (Figure 1.19d). 
 
 
Figure 1.19 : Modèle de réparation du « patch » lipidique. 
Dans le modèle du « patch » lipidique la rupture micrométrique 
de la membrane plasmique est suivie d’une entrée massive de 
Ca2+ dans la cellule lésée (a). L’augmentation locale de la 
concentration calcique intracellulaire initie le recrutement de 
vésicules intracellulaires (b) et leur fusion pour former un 
agrégat vésiculaire ou « patch » (c). Le patch fusionne au 
niveau de la zone de rupture et bouche la lésion ce qui empêche 
l’entrée de Ca2+ ou la fuite de métabolites comme l’ATP (d). 













La nature des vésicules intracellulaires participant à la formation du « patch » lipidique fait 
encore débat aujourd’hui. Pour les oocytes d’oursin, les auteurs ont mis en évidence que le 
« patch » se formait selon une fusion homotypique à partir d’organelles appelées Yolk 
granules (P. L. McNeil et al. 2000). C’est probablement le seul cas connu de fusion 
homotypique. Dans les cellules endothéliales de la rétine de bœuf, les vésicules 
intracellulaires fusionnant lors de la formation du « patch » serait d’origine endosomale-
lysosomale (Miyake et McNeil 1995). Une étude sur le champignon Neurospora crassa a 
montré l’implication d’organelles, appelées corps de Woronin, similaires aux peroxysomes 
dans la réparation membranaire (Jedd et Chua 2000). D’autres études sur des fibroblastes de 
rat (Reddy, Caler, et Andrews 2001) ou de souris modèle (Chakrabarti et al. 2003) ont mis en 
évidence l’intervention des lysosomes. 




Il est probable, dans des conditions de stress intense lié à une macrorupture de la membrane 
plasmique, que la formation du « patch » implique l’ensemble des vésicules intracellulaires, 
disponibles à proximité de la rupture, indépendamment de leur nature. 
Le modèle du patch n’invalide pas le modèle de la réduction de tension de surface mais 
permet de donner une explication alternative sur la manière dont les cellules survivent aux 
ruptures macroscopiques avec ablation de régions de plusieurs centaines voire milliers de 
µm². La membrane du patch pourrait servir seulement de barrière temporaire, qui serait 
ensuite progressivement éliminée pour que la membrane plasmique retrouve sa composition et 
sa structure originelle.  
La fusion du patch lipidique, au niveau du site de rupture, s’explique difficilement selon un 
mode classique de fusion par expansion radiale d’un seul pore de fusion. En effet, la fusion 
d’un agrégat lipidique, d’une taille aussi importante, à partir d’un point d’accrochage unique  
compromettrait la continuité de la membrane néo-formée autour du site de rupture. Un 
modèle théorique, appelé modèle du vertex-fusion, a été proposé pour résoudre ce problème.   
 
 B2.d. Modèle du vertex-fusion 
 
Le modèle classique de fusion entre deux vésicules repose sur la formation d’une zone de 
contact entre deux membranes (Figure 1.20). Au niveau de la zone contact, la création d’un 
pore unique provoque le mélange des contenus des deux vésicules ou bien la libération du 
contenu d’une vésicule dans le milieu extracellulaire dans le cas de la fusion d’une vésicule à 
la membrane plasmique. L’expansion radiale du pore entraine la fusion complète des 




Figure 1.20 : Modèle classique de fusion par expansion 
radiale d’un pore de fusion. Dans le modèle classique de 
fusion entre deux membranes lipidiques (représentées ici par 
deux vésicules), la mise en contact des membranes adjacentes 
provoque le mélange local des deux bicouches aboutissant à la 
formation d’un pore. L’expansion du pore permet la fusion 
complète des deux bicouches lipidiques et, dans le cas de 
deux vésicules, la formation d’une vésicule unique ayant une 
taille plus importante que les deux vésicules qui ont fusionnés 















En géométrie, le vertex est le point où se réunissent deux segments de lignes, il correspond, 
par exemple, aux sommets d’un polygone. Le modèle du vertex-fusion a été développé à 
partir d’études sur la fusion de vacuoles chez l’organisme Saccharomyces cerevisiae (L. 
Wang et al. 2002). Chez cette levure, la fusion des vacuoles impose le contact entre trois 
domaines distincts (Figure 1.21). Un premier domaine correspond aux régions membranaires 
à l’opposé des régions de contact (Figure 1.21, O). Un second domaine correspond à la zone 
de contact entre les vésicules apposées (Figure 1.21, B). La dernière région correspond aux 
zones qui sont à la fois à proximité de la région de contact et à proximité de la région hors de 
contact et constituent les vertices ou vertex (Figure 1.21, V). 
 
 
Figure 1.21 : Schéma illustrant les différentes 
régions membranaires créées par le contact 
entre plusieurs vésicules. Dans le modèle de 
fusion de plusieurs vésicules avec formation de 
vertices, le contact entre vésicules implique la 
formation de 3 domaines distincts. Un premier 
domaine correspond aux régions membranaires à 
l’opposé de la région de contact (O). Un second 
domaine correspond à la zone de contact entre les 
vésicules, il est composé des deux membranes 
apposées (B). La dernière région correspond aux 
zones qui sont à la fois à proximité de la région de 
contact et à proximité de la région hors de contact 
(V). Les régions vertex ou vertices sont des zones 
privilégiées de fusion, car enrichies en protéines 
fusogéniques. Figure adaptée de (Fratti et al. 
2004) et (L. Wang et al. 2003). 
 
 
Les régions vertex sont enrichies en protéines de fusion et en phospholipides spécifiques 
(diacylglycérol, phosphoinositides et ergostérol) favorisant la fusion membranaire (L. Wang 
et al. 2002) (Fratti et al. 2004). Il n’est pas encore clair si le processus de vertex-fusion se 
réalise à partir de la formation continue de multiples pores, jusqu’à obtention d’une zone de 
fusion continue, ou par propagation latérale progressive de vertex pré-existants, selon un 
mode de type « fermeture éclair » (Figure 1.22). Dans tous les cas, la fusion par les vertices 
entraine l’élimination d’une partie de de la zone de contact membranaire.  
Dans le modèle du vertex-fusion, le « patch » lipidique, formé par l’élévation de la  
concentration en Ca2+ intracellulaire (Figure 1.23, a et b), se lie à la zone endommagée via un 
ensemble de vertices (Figure 1.23c). La fusion des vertices forme une région continue autour 
de la zone de rupture (Figure 1.23d).  
 




Figure 1.22 : Schéma illustrant les hypothèses de fusion 
entre vésicules selon le modèle du vertex. La fusion de 
vésicules selon le modèle du vertex pourrait se faire de deux 
manières : soit par formation de pores multiples au niveau des 
vertices, jusqu’à l’obtention d’une zone de fusion continue 
(pores multiples), soit par propagation latérale, comme dans un 
système de fermeture éclair. Dans les deux cas, la fusion par les 
vertices entraine l’élimination de membrane correspondant à la 








La zone membranaire endommagée est éliminée, provocant l’apparition d’un domaine 
concave à la surface de la cellule (Figure 1.23e). La diffusion latérale des lipides et protéines, 
provenant de régions éloignées de la zone endommagée, au sein de la membrane plasmique 
néo-formée permet de restaurer la membrane plasmique (Figure 1.23f). Le modèle du vertex-
fusion reste, néanmoins, un modèle très hypothétique. Aucun homologue des protéines de 






















Figure 1.23 : Réparation membranaire selon le modèle du vertex-fusion.  Dans le modèle du vertex-fusion, 
la rupture de la membrane plasmique est suivie d’une entrée massive de Ca2+ extracellulaire (a). L’élévation 
locale de la concentration en Ca2+ libre intracellulaire initie le recrutement de vésicules au site de rupture et leur 
fusion pour former un « patch » lipidique (b). La liaison du « patch » au niveau du site de rupture se réalise au 
niveau des vertices (c). La fusion des vertices forme une région continue autour de la zone de rupture (d). Cette 
région est éliminée de la cellule et provoque l’apparition d’un domaine concave à la surface de la cellule (e). La 
diffusion latérale des lipides et protéines au sein de la membrane plasmique néo-formée restaure une membrane 
plasmique de structure et composition homogène (Figure 1.21f). Figure adaptée de (Paul L. McNeil et 
Kirchhausen 2005) 




 B2.e. Modèles de réparation pour les membranes endommagées par des PFTs 
 
La réponse des cellules à l’exposition de PFTs est variable. Elle dépend de la quantité et de la 
nature des toxines, ainsi que du temps d’exposition (Bischofberger, Iacovache, et 
Gisou van der Goot 2012). Il a ainsi été observé que plusieurs heures sont requises pour 
qu’une cellule répare la perforation de sa membrane par la toxine α de Staphylococcus aureus, 
qui forme des pores d’environ 2nm de diamètre environ (Husmann et al. 2009), alors que les 
perforations engendrées par la streptolysine-O (SLO) d’un diamètre d’environ 40nm, sont 
réparés en moins de 20 minutes (Potez et al. 2011). Cette différence s’explique par le fait que 
les pores de 2nm créés par la toxine α de Staphylococcus aureus sont imperméables aux ions 
Ca2+ (Walev et al. 1993). Cet exemple démontre une nouvelle fois le rôle crucial joué par le 
Ca2+ dans les mécanismes de réparation membranaire, quel que soit le type de dommage. Il 
démontre également que des mécanismes indépendants de la présence de Ca2+ existent. Des 
mécanismes de réparation membranaire, indépendants du Ca2+, ont d’ailleurs également été 
décrits chez le nématode C.elegans infecté par les toxines Cry5B de Bacillus thuringiensis ou 
VCC de Vibrio cholerae (Los et al. 2011). 
 
  B2.e1-Modèle du bourgeonnement membranaire : 
 
Les cellules nucléées tumorales d’ascites murines (Goldberg et Green 1959) comme les 
polymorphonucléaires neutrophiles humains (B. P. Morgan, Dankert, et Esser 1987) sont 
capables de maintenir l’intégrité de leur membrane plasmique même après une exposition 
prolongée au complément. Pour les polymorphonucléaires neutrophiles, il a été observé que 
l’activation de la cascade du complément par des protéases conduit à l’émission de vésicules 
en quelques minutes (B. P. Morgan 1989). Ils ont estimé que 65% des complexes étaient 
éliminés par bourgeonnement, avec une perte de seulement 2% de la surface membranaire 
totale des cellules.  
Ce phénomène d’élimination des pores membranaires par émissions de vésicules a aussi été 
observé pour des fibroblastes et kératinocytes humains (Walev et al. 1995) ainsi que de 
cellules embryonnaires rénales (E. B. Babiychuk et al. 2009), endommagés par la SLO. Le 
mécanisme de réparation associé, repose sur la formation d’un bourgeon membranaire, 
provoquée par l’entrée de Ca2+ extracellulaire dans la cellule perméabilisée (Figure 1.24). Il 
implique des protéines dépendantes du Ca2+ comme les Anx (E. B. Babiychuk et al. 2009) et 
les protéines adaptatrices du complexe ESCRT, comme ALG-2, ou d’autres protéines du 
complexe ESCRT indépendantes du Ca2+ (Scheffer et al. 2014). Ces protéines  participent à la 
fermeture du bourgeon, qui contient les pores, et facilite son élimination par libération dans le 
milieu extracellulaire (Figure 1.24c).  
Les mécanismes à l’origine de la formation des bourgeons membranaires restent mal connus. 
Ils pourraient faire intervenir les sphingomyélinases neutres (SMN) qui hydrolysent le pool de 
sphingomyélines insérées dans le feuillet interne de la membrane plasmique. L’hydrolyse par 
les SMN de la tête polaire des sphingomyélines conduit à la formation de céramides. Les 
céramides sont une classe de sphingolipides composés d’une base structurale sphingosine à 




laquelle est attaché un acide gras à longue chaine (C16-C24) sur son groupement amine. Les 
céramides ont deux origines : une voie de synthèse anabolique dite de novo qui a lieu dans le 
réticulum endoplasmique et une voie de synthèse catabolique dans laquelle ils sont produits 
par hydrolyse des sphingomyélines contenues dans la membrane plasmique (Hannun et Obeid 
2008). Il a été montré que la formation de domaines membranaires riches en céramide sur  le 
feuillet interne d’un liposome provoque le bourgeonnement de la membrane (Holopainen, 















Figure 1.24 : Modèle de réparation par bourgeonnement membranaire. La formation d’un pore par 
l’insertion d’une protéine formant des pores dans la membrane plasmique d’une cellule cible provoque l’entrée 
de Ca2+ dans la cellule perméabilisée (a). L’élévation de la concentration en Ca2+  intracellulaire libre provoque 
le bourgeonnement de la membrane autour des pores et active des protéines dépendantes du Ca2+ comme les Anx 
et les protéines adaptatrices du complexe ESCRT comme ALG-2 ou indépendamment du Ca2+ les protéines du 
complexe ESCRT (b). Ces protéines participent à la fermeture du bourgeon. La fermeture du bourgeon 
membranaire contenant la ou les toxines permet d’arrêter l’entrée incontrôlée de Ca2+ extracellulaire et facilite 




Le bourgeonnement membranaire prendrait naissance suite à l’hydrolyse des résidus 
phosphorylcholine des sphingomyélines conduisant à la formation de céramides sur ce feuillet 
interne. La géométrie particulière des céramides provoquerait le « tassement » local des 
lipides et la courbure de la membrane. La formation de bourgeons membranaires, dépendante 
de l’activité des SMN, a ainsi été observée pour des granulocytes exposés à la SLO (Walev et 
al. 2000). Elle a également été observée pour les cellules de la lignée HEK293 qui, après 
bourgeonnement, émettent des microparticules contenant la SLO ainsi que l’AnxA1 (Eduard 
B. Babiychuk, Monastyrskaya, et Draeger 2008), (E. B. Babiychuk et al. 2009). Or, l’affinité 
de l’AnxA1 pour les membranes biologiques est augmentée lorsque ces membranes sont 
enrichies en céramides. La proportion de sphingomyélines présentes sur le feuillet interne, en 
condition physiologique, est très faible et probablement insuffisante pour induire l’initiation 
du bourgeonnement membranaire. Dans des conditions de stress liés à la perforation de la 




membrane plasmique, il est possible qu’une partie des sphingomyélines du feuillet externe 
soit activement transloquée vers le feuillet interne. 
Lors de leurs travaux sur les polymorphonucléaires neutrophiles humains (B. P. Morgan, 
Dankert, et Esser 1987), Morgan et ses collaborateurs ont observé que si 65% des complexes 
d’attaque membranaire étaient éliminés par bourgeonnement, les 35% restant avaient été 
internalisés par endocytose (B. P. Morgan, Dankert, et Esser 1987).  
 
   B2.e2-Modèle de réparation par endocytose : 
 
Le traitement des fibroblastes NRK avec la SLO est suivi de la formation d’une quantité 
importante d’endosomes, en comparaison à des cellules non traitées, dès la première minute 
après traitement (Corrotte et al. 2012). La formation de ces endosomes est suivie de la 
formation de corps multivésiculaires et de la dégradation de la SLO endocytée dans les 30 
minutes suivant l’incubation des cellules avec la SLO. La dégradation de la SLO est inhibée 
par un traitement préalable des cellules avec des inhibiteurs de l’activité lysosomale mais pas 
avec des inhibiteurs du protéasome. Il a également  été observé que le traitement à la SLO en 
présence de Ca2+, induit l’exocytose lysosomale, immédiatement suivie de processus 
d’endocytose, dans des fibroblastes NRK (Tam et al. 2010). Dans ce cas, les cellules NRK 
endommagées libèrent dans l’espace extracellulaire des sphingomyélinases acides (SMA). 
Les SMA, comme les SMN, hydrolysent la tête polaire des sphingomyélines et induisent la 
production de céramides. Dans les cellules eucaryotes, les SMA sont stockées dans les 
lysosomes, elles ne sont donc pas disponibles pour l’hydrolyse des sphingomyélines du 
feuillet interne de la membrane plasmique. Leur libération, par sécrétion lysosomale, 
engendre l’hydrolyse des sphingomyélines présentes sur le feuillet externe. Il a été observée 
pour des liposomes, que la formation de domaines membranaires riches en céramide sur le 
feuillet externe provoque une invagination de la membrane (Holopainen, Angelova, et 
Kinnunen 2000). De plus, l’exposition de cellules des lignées J774 et TRVb-1 à des 
sphingomyélinases bactériennes induit la formation d’invaginations membranaires (Zha et al. 
1998). La présence de domaines riches en céramides dans la membrane plasmique de cellules 
de mammifères exposées à des stress (irradiations aux UV, infections virales, incubations 
avec des bactéries) a également été observé (Eduard B. Babiychuk, Monastyrskaya, et 
Draeger 2008) (Draeger et Babiychuk 2013). Enfin, il a été montré que les PFTs insérées dans 
la membrane plasmique des fibroblastes de rat NRK sont éliminées par endocytose de façon 
dépendante de l’ATP (Idone et al. 2008). L’ensemble de ces résultats ont conduit à proposer 
que l’insertion de PFTs dans la membrane plasmique provoque une entrée de Ca2+ dans la 
cellule (Figure 1.25). Cette augmentation de la concentration calcique est suivie de 
l’exocytose de vésicules lysosomales, libérant dans l’espace extracellulaire des SMA. En 
hydrolysant les sphingomyélines du feuillet externe de la membrane plasmique, à proximité 
du site de lésion, les SMA entrainent une courbure de la membrane et initie l’endocytose des 
PFTs. La membrane plasmique retrouve ainsi son intégrité originelle. 
 
 



















Figure 1.25 : Modèle de l’endocytose par exocytose de sphingomyélinases acides (SMA). Dans ce modèle 
l’augmentation  de la concentration calcique après la formation de pores protéiques dans la membrane plasmique 
entraine le recrutement de vésicules lysosomales libérant dans le milieu extracellulaire des SMA activées. Les 
SMA dégradent les sphingomyélines du feuillet externe de la membrane plasmique, à proximité du site de lésion, 
en céramides et entrainent une incurvation de la membrane lésée de manière indépendante de l’ATP qui initie 




L’élaboration des mécanismes modèles de réparation membranaire repose majoritairement sur 
des études in vitro. La réalité physiologique dans ce domaine reste difficilement accessible. Il 
est possible que plusieurs mécanismes puissent se mettre en place simultanément, en fonction 
du type de dommage et du type cellulaire. Il a ainsi été montré que les domaines enrichis en 
cholestérol, sphingomyélines et céramides sont également riches en protéines de la famille des 
SNARE, qui ont une forte activité fusogénique (Draeger et Babiychuk 2013). Ces protéines 
SNARE ont directement été impliquées dans l’étape de fusion de vésicules à la membrane 
plasmique après lésion (Steinhardt, Bi, et Alderton 1994). Dans le cas de rupture mécanique, 
la réparation membranaire pourrait donc s’appuyer à la fois sur la sécrétion de SMA 
lysosomale et  la formation d’un « patch » lipidique, favorisée par le recrutement de protéines 
à activité fusogénique à proximité du site de rupture. D’autre part, de nombreuses études ont 
suggéré que les processus d’endocytose et de bourgeonnement membranaire pourraient 
faciliter la restauration de la membrane plasmique au niveau du site de rupture, après 
colmatage par le « patch » lipidique. Des études in vivo sur le nématode C.elegans ont 
également montré que l’infection des cellules épithéliales par la toxine-α de S.aureus, par les 
toxines Cry5B de Bacillus thuringiensis ou VCC de Vibrio cholerae entraine à la fois un 
bourgeonnement membranaire et l’endocytose par ces cellules. (Los et al. 2011) (Husmann et 
al. 2009).  




A l’échelle de l’organisme, la communication intercellulaire, de type juxtacrine, paracrine ou 
endocrine, pourrait également jouer un rôle crucial dans la réponse aux stress endommageant 
l’intégrité membranaire. La libération de SMA dans le milieu extracellulaire pourrait ainsi  
constituer un signal paracrine qui mettrait les cellules voisines dans un état de vigilance. 
 
B3. La machinerie protéique de réparation de la membrane plasmique 
 
L’ensemble des mécanismes de réparation proposés repose sur des remaniements de la 
structure membranaire, qui requièrent l’intervention d’une machinerie protéique. Du fait 
qu’un défaut de réparation du sarcolemme de fibres musculaires soit associé au 
développement de certaines dystrophies (Bansal et al. 2003), la majorité des études dans le 
domaine a été réalisée sur le tissu musculaire. Par conséquent, plusieurs protéines, identifiées 
comme appartenant à la machinerie protéique de réparation, sont spécifiques de ce tissu. Leur 
équivalent dans les autres tissus reste à découvrir. Dans cette partie nous allons décrire les 
protéines qui ont été impliquées dans le phénomène de réparation membranaire et le rôle qui 
leur a été assigné dans les différents modèles de réparation. 
 
 B3.a. Les protéines à activité Ca2+-indépendante 
 
  B3.a1-Les protéines du cytosquelette : 
 
Les cellules peuvent être perçues comme un ensemble de citernes délimitées par des 
membranes fluides. Pour que cet ensemble soit structuré, maintienne sa forme, résiste aux 
déformations, sonde et échange, il dispose d’un réseau protéique, dynamique et interconnecté, 
appelé cytosquelette. La plupart des cellules eucaryotes ont en commun trois types principales 
de structures protéiques sous forme de polymères. Les microtubules sont de longs cylindres 
creux fabriqués à partir de monomères de tubulines. Ils assurent le transport intracellulaire et 
maintiennent la position des différentes organelles. Les filaments intermédiaires sont des 
assemblages de sous-unités fibreuses allongées maintenues entre elles par un grand nombre de 
contacts latéraux qui leur confèrent une résistance à l’étirement et aux courbures. Les 
filaments intermédiaires donnent aux cellules et aux tissus une résistance mécanique. Enfin, 
les filaments d’actine, ou microfilaments, sont des polymères hélicoïdaux à deux brins de 
monomères d’actine. L’actine est une des protéines les mieux conservées dans le vivant. Des 
études phylogénétiques ont montré, par exemple, que les séquences des isoformes humaines 
et végétales partagent 70-75% d’homologie (Hightower et Meagher 1986). Les 
microfilaments d’actine sont des structures souples, organisées en faisceaux linéaires, réseaux 
bidimensionnels et gels tridimensionnels. Ils déterminent la forme de la surface cellulaire et 
sont nécessaires pour le déplacement des cellules. Les microfilaments d’actine sont capables 
de polymériser et dépolymériser rapidement, par un processus actif dépendant de l’ATP et de 
protéines régulatrices (Pollard et Cooper 2009). 
Pour assurer les échanges vésiculaires entre les organelles, les cellules possèdent des protéines 
motrices associées aux réseaux du cytosquelette. Parmi ces protéines, les myosines et les 




kinésines sont des ATPases qui utilisent l’énergie libérée par l’hydrolyse de l’ATP pour se 
déplacer le long des filaments d’actine et des microtubules, respectivement. L’ensemble du 
réseau cytosquelettique permet le maintien de la forme des cellules et l’intégrité structurale 
des tissus. La stabilité des épithéliums est ainsi assurée par des interactions intercellulaires au 
niveau de régions, comme les jonctions d’ancrage ou les jonctions serrées, ainsi que des 
interactions avec la matrice extracellulaire, via les points d’adhésions focaux ou les 
hémidesmosomes. L’ensemble des structures du cytosquelette peuvent interagir avec la 
membrane plasmique, soit par contact direct avec des protéines transmembranaires comme 
l’actine et les formines de classe 1 (Cvrckova 2013), soit par association avec des protéines 
adaptatrices reliées à des protéines transmembranaires de type intégrine. Dans le cas des 
fibres musculaires striées squelettiques, le cytosquelette d’actine est relié aux lamines de la 
matrice extracellulaire, par l’intermédiaire de complexes glycoprotéiques associés à la 
dystrophine (Blake et al. 2002) mais aussi par des intégrines.  
Bien qu’ils soient répartis dans toute la cellule, les filaments d’actine se concentrent 
principalement dans la région corticale, où ils établissent de nombreux contacts avec la 
membrane plasmique. Le réseau cortical d’actine intervient dans une multitude de 
fonctions comme le maintien de la forme des cellules, la migration, la phagocytose, la 
protection contre les chocs osmotiques (Rivero et al. 1996) ou encore l’exocytose (Gutiérrez 
2012). L’actine corticale, parce qu’elle est en remodelage continu et en association étroite 
avec la membrane plasmique, exerce sur cette dernière une tension constante. Lors de la 
migration des cellules, cette tension permet notamment la formation de lamellipodes 
(Yamaguchi et Condeelis 2007). La déformation membranaire et la migration des cellules 
sont engendrées par des forces produites par la polymérisation de l’actine-F et son interaction 
avec les chaines de myosines (non musculaires). Dans ce cas, le mécanisme d’interaction 
entre l’actine-F et les myosines diffère de celui décrit pour la contraction des fibres 
musculaires. Il est régulé par la phosphorylation d’une chaine légère de myosine appelée 
chaine régulatrice, catalysée par la « myosin light-chain kinase ». Cette dernière est activée 
par la calmoduline dont l’activation est dépendante du Ca2+. L’élévation de la concentration 
en Ca2+ régule donc indirectement la contraction permettant le mouvement de la cellule 
(« Actin, Myosin, and Cell Movement - The Cell - NCBI Bookshelf » 2015). 
L’état de polymérisation de l’actine a un effet sur la réparation membranaire de ruptures 
mécaniques de la membrane plasmique. Le traitement par des agents bloquant la 
polymérisation de l’actine, de cellules épithéliales de la muqueuse gastrique de rat (Miyake et 
al. 2001) et de fibroblastes murins (Togo et al. 1999) améliore l’efficacité de réparation de la 
membrane plasmique. Au contraire, l’utilisation d’agents stabilisateurs de l’actine-F, comme 
la phalloïdine ou le jasplakinolide, inhibe la réparation membranaire (Miyake et al. 2001). 
L’ensemble des expériences, réalisées avec des inhibiteurs ou des stabilisateurs de la 
polymérisation de l’actine, tend à indiquer que la dépolymérisation de l’actine corticale 
favorise la fusion des vésicules intracellulaires à la membrane plasmique lésée et promeut 
ainsi sa réparation (Cooper et McNeil 2015). De nombreuses études, sur des neurones et 
cellules endocrines, ont mis en évidence que le trafic des vésicules sécrétoires est ralenti dans 
la région corticale et que leurs mouvements, dans cette zone corticale, sont restreints à des 




espaces dépendant de l’état de polymérisation de l’actine (Gutiérrez 2012). Il est aussi admis 
que le cytosquelette cortical d’actine peut limiter la diffusion brownienne de protéines 
transmembranaires en formant une barrière physique, qui bloque la partie cytosolique de ces 
protéines (« Cortical actin networks induce spatio-temporal confinement of phospholipids in 
the plasma membrane – a minimally invasive investigation by STED-FCS : Scientific 
Reports » 2015) (Jaqaman et Grinstein 2012) (Gowrishankar et al. 2012). Il est possible que la 
dépolymérisation locale du cytosquelette, au niveau du site de rupture, permette de faciliter le 
recrutement de protéines membranaires impliquées dans la réparation.   
Le cytosquelette, et les protéines qui lui sont associées, pourraient également jouer un rôle de 
promoteurs de la réparation membranaire. Il a été observé que l’inhibition de l’activité de la 
kinésine dans des fibroblastes inhibe le processus de réparation membranaire (Steinhardt, Bi, 
et Alderton 1994). La kinésine jouerait un rôle dans le transport antérograde de vésicules 
cytoplasmiques au site de rupture de la membrane plasmique. 
Dans les oocytes d’oursin endommagés, il a été montré que les premières vésicules utilisées 
sont localisées à proximité du site de rupture, probablement amarrées au cytosquelette cortical 
(Bi et al. 1997). Dans les secondes suivantes, des vésicules situées dans une zone en dehors de 
la région corticale sont recrutées par l’intermédiaire des myosines. Au-delà de cette période, 
les vésicules recrutées pour la réparation membranaire sont des vésicules éloignées de la 
membrane plasmique, dont l’acheminement requiert l’intervention de la kinésine. Le 
cytosquelette semble donc jouer un rôle actif dans les différentes étapes de la réparation 
membranaire. Un rôle direct des protéines du cytosquelette dans la réparation membranaire a 
également été montré pour des oocytes de Xénope (Bement, Mandato, et Kirsch 1999) et des 
embryons de Drosophila melanogaster (Abreu-Blanco, Verboon, et Parkhurst 2011). Pour les 
oocytes de Xénope endommagés le site de rupture est rapidement encerclé d’un anneau de 
myosine II non musculaire, elle-même confinée dans un anneau plus large d’actine. Cet 
anneau d’acto-myosine, entouré par un réseau de microtubules et de microfilaments, permet la 
fermeture de la rupture, de façon Ca2+-dépendante. Au contraire l’inhibition de la formation 
du réseau de microtubules ou de l’assemblage du double disque d’acto-myosine empêche la 
réparation. De même, pour les embryons de drosophile, dont la membrane plasmique a été 
lésée par irradiation laser, il a été observé une accumulation rapide au site de rupture d’un 
disque d’actine et de myosine, dont la contraction permet de refermer progressivement la 
rupture.  
La description des fonctions associées au cytosquelette dans la réparation membranaire doit 
également prendre en compte le phénomène de mécano-transduction. Il est maintenant admis 
que les cellules ne perçoivent pas uniquement les effecteurs chimiques de leur environnement, 
mais également les signaux mécaniques qui s’appliquent sur elles (Jaalouk et Lammerding 
2009). Dans les cellules tumorales, le potentiel invasif est en partie déterminé par la rigidité 
du substrat sur lequel elles reposent (Jaalouk et Lammerding 2009). Les cellules tumorales 
humaines du cancer du sein MDA-MB-231 deviennent plus invasives sur un substrat dense et 
riche en vitronectine et fibronectine (Bartsch, Staren, et Appert 2003). Un modèle 
biomécanique du fonctionnement du cytosquelette, emprunté à l’architecture et appelé modèle 
de tenségrité a été proposé (D E Ingber, Madri, et Jamieson 1981). La tenségrité est la 




contraction des termes « tens » pour tension et « grité » pour intégrité. En architecture, les 
systèmes en tenségrité sont des systèmes réticulés, constitués dans l’espace d’éléments quasi-
rigides, isolés et comprimés par un réseau continu d’éléments élastiques en tension. 
L’application d’une force en un point d’un système en tenségrité ne repose pas sur une 
réponse locale mais nécessite un réarrangement global de la structure. Dans le modèle de 
tenségrité, la cellule n’est plus perçue comme un gel entouré d’une membrane visqueuse et 
maintenue par des structures dynamiques rigides, répondant localement à des perturbations 
physiques, mais comme un ensemble dynamique dans un état d’équilibre permanent (Donald 
E. Ingber 2003a) (Donald E. Ingber 2003b). Le cytosquelette s’adapte en permanence en 
fonction des forces de compression des microtubules, de la tension des microfilaments, des 
forces d’attachement aux supports ainsi que des forces exercées sur la membrane plasmique. 
La rupture de cet état d’équilibre, suite à un dommage de la membrane plasmique, pourrait 
potentiellement jouer le rôle de médiateur mécanique et déclencher des voies de signalisation 
participant à la réparation membranaire. Ces voies de signalisation mécano-chimiques 
(« Cytoskeletal Mechanics | Biological Physics and Soft Matter Physics | Cambridge 
University Press » 2015), qui restent à établir pour la réparation membranaire, pourraient 
expliquer la réponse adaptative des cellules aux différents  types de dommage membranaire. 
 
  B3.a2-Les SNAREs : 
 
Deux membranes cellulaires juxtaposées ne peuvent fusionner spontanément. En effet, les 
bicouches lipidiques sont résistantes aux changements structuraux et déformations, du fait de 
la somme des interactions faibles, de type hydrophobe, qui lient les queues apolaires entre 
elles. De plus, la présence de charges au niveau des têtes polaires entraine l’apparition de 
forces de répulsion lorsque deux membranes se rapprochent. Enfin, l’encombrement stérique 
associé à la présence de protéines membranaires empêche le rapprochement des feuillets 
externes de deux membranes. La distance maximale à laquelle peuvent se rapprocher deux 
membranes biologiques distinctes est de l’ordre de 10 à 20nm (Chernomordik et Kozlov 
2003). Le phénomène de fusion membranaire dans les cellules eucaryotes nécessite donc 
l’intervention d’une machinerie protéique spécialisée.  
La superfamille des SNARE (pour « Soluble N-ethylmaleimide-sensitive Attachement protein 
REceptor ») est composée de plusieurs familles de protéines qui interagissent pour former la 
machinerie nécessaire à la fusion des vésicules. Initialement les SNAREs étaient classifiées en 
deux groupes, en fonction de leur localisation subcellulaire. Les vSNAREs sont localisées à la 
surface des vésicules et les tSNAREs sont situées à la surface des membranes cibles (t pour 
« target »). Cependant, il a été mis en évidence que des SNAREs pouvaient être présentes à la 
fois sur les membranes cibles et sur les membranes des vésicules (WanJin Hong et Lev 2014).  
Les SNAREs jouent un rôle majeur dans l’exocytose des vésicules synaptiques. De nombreux 
homologues, présents à la surface d’autres types de vésicules, dans des cellules sécrétrices ou 
non, ont suggéré leur rôle universel dans la fusion membranaire. Les trois principales familles 
composant la superfamille des SNAREs sont : 
- la famille des syntaxines  






Figure 1.26 : Représentation schématique des trois 
familles de protéines formant la superfamille des 
SNAREs. Les protéines de la famille des SNAREs 
contiennent au moins un motif caractéristique appelé 
domaine SNARE. Il est composé d’une structure en 
hélice-α de 60-70 acides aminés et contenant 8 
répétitions de 7 acides aminés. La plupart des SNAREs 
possède dans leur partie C-Terminale un domaine 
transmembranaire (TM). Les protéines SNAREs 
n’ayant pas de domaine transmembranaire sont 
associées aux membranes via des modifications 
lipidiques. Chez les eucaryotes, la fusion de deux bicouches nécessite la formation d’un complexe SNARE. Un 
complexe SNARE est formé par l’association de deux protéines SNARE sur la membrane cible (généralement 
une syntaxine et une SNAP)  avec une protéine SNARE à la surface des vésicules (généralement une VAMP). 
L’association entre les différentes protéines SNAREs se fait essentiellement via les domaines SNAREs qui 




- les SNAPs (Soluble N-ethylmaleimide Attachment Proteins) 
- les VAMPs (Vesicle Associated Membrane Proteins) 
 
Les SNAREs contiennent au moins un motif caractéristique appelé domaine SNARE (Figure 
1.26) composé d’une structure en hélice-α de 60-70 acides aminés et contenant 8 répétitions 
de 7 acides aminés. 
 
La plupart des SNAREs possèdent dans leur partie C-Terminale un domaine 
transmembranaire. Cependant, 7 des 38 protéines SNAREs actuellement identifiées chez les 
mammifères, n’ont pas de domaine transmembranaire et sont associées aux membranes via 
des modifications lipidiques (Wanjin Hong 2005). Les SNAREs ont une origine évolutive 
ancienne puisqu’elles sont retrouvées à la fois chez les protozoaires, les cellules du règne 
animal et chez les mycètes. Chez les eucaryotes, la fusion de deux bicouches nécessite la 
formation d’un complexe SNARE (Figure 1.27).  
 
 
Figure 1.27 : Représentation schématique d’un complexe 
ternaire formé par les protéines SNAREs. La fusion des 
vésicules dépend de l’association des protéines SNARE à leur 
surface. Lorsque les protéines SNARE sur chaque membrane 
entrent en contact, elles s’enroulent pour former un complexe 
ternaire. Ce complexe rapproche de manière stable les deux 
membranes avant leur fusion. Le complexe montré ici correspond 
au complexe identifié pour la fusion des vésicules synaptiques 
dans les neurones. A la membrane des vésicules, la 
synaptobrévine (en bleu) s’enroule en pelote avec la syntaxine et 
la protéine SNAP-25 ancrées dans la membrane plasmique. 
Figure adaptée de http://www.rcsb.org/pdb/101/ 




Un complexe SNARE est formé par l’association de deux protéines sur la membrane cible, 
généralement une syntaxine et une SNAP, avec une autre protéine SNARE à la surface des 
vésicules, généralement une VAMP. L’association entre les différentes protéines SNAREs se 
fait essentiellement par les domaines SNAREs qui s’enroulent les uns avec les autres, sous 
forme de structures en spirales. Ces complexes ternaires sont très résistants. Ils résistent à la 
chaleur et à la lyse par des détergents. Ils permettent ainsi de maintenir les membranes à 
proximité pour la fusion.  
Steinhardt et ses collaborateurs ont montré que l’injection de neurotoxines produites par 
Clostridium botulinum, qui clivent les VAMPs ou SNAP25, inhibe la réparation membranaire 
des oocytes d’oursins et des fibroblastes murins (Steinhardt, Bi, et Alderton 1994). D’autres 
expériences, impliquant notamment l’utilisation d’anticorps inhibiteurs des syntaxines, ont 
confirmé l’implication de ces protéines pour la fusion des vésicules lors du processus de 
réparation (Togo et al. 1999),(Detrait et al. 2000).  
 
  B3.a3-Les complexes ESCRT : 
 
Le recyclage des protéines et récepteurs membranaires dépend d’un tri qui se fait dans les 
endosomes précoces. La maturation des endosomes précoces se produit par la formation de 
corps multivésiculaires. Ces corps se déplacent dans le cytoplasme via le réseau de 
microtubules, et se transforment graduellement en endosomes tardifs en fusionnant les uns 
avec les autres. La maturation en lysosomes est réalisée par l’apport de protéines issues du 
réseau trans-golgien. La digestion complète des protéines membranaires, et notamment de 
leur partie cytosolique, nécessite la formation d’invaginations qui aboutissent à la formation 
de vésicules intraluminales dans les endosomes, qui deviennent alors les corps 
multivésiculaires (Piper et Luzio 2001) 
Les complexes de tri endosomal requis pour le transport (ESCRT pour « Endosomal Sorting 
Complexes Required for Transport ») rassemblent une trentaine de protéines formant cinq 
complexes distincts qui exécutent une réaction de bourgeonnement et scission membranaire. 
Les ESCRT sont impliquées dans la biogénèse des corps multivésiculaires (Figure 1.28), 
mais aussi dans le bourgeonnement de particules virales ou encore la cytocinèse (Alonso Y 
Adell et Teis 2011) (Schmidt et Teis 2012). 
Les cinq complexes protéiques sont nommés ESCRT-O, ESCRT-I, ESCRT-II, ESCRT-III et 
ESCRT-IV (ou Vps4Vta1). Ces complexes fonctionnent en présence d’une grande variété de 
protéines adaptatrices. Les ESCRT ont été initialement identifiés chez la levure, en tant que 
protéines indispensables pour la formation de corps multivésiculaires intervenant dans le tri 
des protéines membranaires appelés vps pour « vacuolar protein sorting » (Hurley 2010). Des 
homologues ont ensuite été identifiés dans une grande variété d’organismes allant des 
archéobactéries aux eucaryotes supérieurs (Wollert et al. 2009). 
Dans le cas de la formation de corps multivésiculaires, les complexes ESCRT-0 à ESCRT-II 
s’assemblent dans le cytoplasme au stade précoce. Le complexe initiateur ESCRT-0 est 
spécifiquement retrouvé chez les animaux et mycètes, mais des analogues existent chez des 
eucaryotes plus anciens et chez les plantes. Le complexe ESCRT-0 se lie aux membranes des  


















Figure 1.28 ; Représentation schématique de la formation des corps multi-vésiculaires par les complexes 
ESCRT. Dans le cas de la formation de corps multivésiculaires, les complexes ESCRT se lient à la partie 
ubiquitinylée des récepteurs en cours de dégradation et engagés dans la voie endosomale. Après liaison, les 
complexes ESCRT catalysent le remodelage de la membrane des endosomes pour former des vésicules 
intraluminales de 50nm de diamètre environ donnant naissance aux corps multivésiculaires. La formation de ces 
vésicules contenant les récepteurs à dégrader, dans la lumière des endosomes, est nécessaire pour leur 
dégradation complète.   
Figure adaptée de (Schmidt et Teis 2012). 
 
 
endosomes enrichies en PIP-3 et interagit avec les ubiquitines attachées aux molécules 
destinées à être dégradées. Le complexe ESCRT-0 permet le recrutement d’ESCRT-I qui 
interagit à son tour avec ESCRT-II. ESCRT-I et -II sont retrouvés chez tous les eucaryotes 
allant des protozoaires aux métazoaires les plus récents. L’ensemble ESCRT-0-I-II forme une 
plateforme essentielle pour l’assemblage du complexe ESCRT-III. Les complexes ESCRT-III 
et IV interviennent donc à un stade tardif pour la formation des corps multivésiculaires. 
ESCRT-III a la capacité de polymériser pour former un réseau de filaments circulaires qui 
déforme la membrane des endosomes et permet la formation de vésicules intraluminales 
(Figure 1.29). ESCRT-IV désassemble la machinerie ESCRT-III permettant le recyclage de 
ses constituants. 
Plusieurs études ont récemment suggéré l’implication des ESCRT dans la machinerie de 
réparation membranaire. Il a tout d’abord été observé qu’une élévation de la concentration en 
Ca2+ intracellulaire conduit au recrutement à la membrane plasmique de plusieurs composants 
du complexe ESCRT-III (Scheffer et al. 2014). Dans des cellules HeLa endommagées, le 
recrutement de composants du complexe ESCRT-III au niveau des sites de lésions, mais aussi 
des protéines du complexe ESCRT-IV, a également été observé (Jimenez et al. 2014). Dans ce 
cas, le recrutement est dépendant du Ca2+ mais indépendant de la voie endosomale/lysosomale 
ou de la dépolymérisation des microtubules. Les auteurs ont observé que, quel que soit le type 
de dommages, la rupture était suivie d’un bourgeonnement au niveau de la zone membranaire 
endommagée, puis de l’émission de particules dans le milieu extracellulaire. La dépendance à 




l’ATP de ce processus a suggéré l’implication d’ESCRT-IV dans ce mécanisme de réparation 
pour le recyclage ou compléter le détachement des bourgeons de la membrane plasmique. Les 
auteurs ont également montré que la diminution de l’expression de CHMP2A, un constituant 
du complexe ESCRT-III, inhibait la réparation membranaire. Leurs résultats ont permis de 
conclure que les ESCRT pouvaient assurer la réparation des petites lésions membranaires 
(inférieures à 100nm), en médiant le relargage des zones membranaires endommagées. Leur 
étude a montré, en revanche, l’incapacité des complexes ESCRT à promouvoir la réparation 
membranaire de grandes ruptures mécaniques. Ce point reste néanmoins un sujet à débat 
puisque pour des myoblastes murins, il a été observé que l’inhibition de l’expression de 
composants d’ESCRT (ALG-2, Alix et Vsp4) entrainait une susceptibilité plus importante aux 
lésions induites par irradiation laser (Scheffer et al. 2014). Le(s) rôle(s) joué(s) par les ESCRT 
dans la réparation membranaire nécessite des investigations approfondies. 
 
 
Figure 1.29 : Fermeture des vésicules intraluminales par 
la machinerie ESCRT. Les complexes ESCRT-0, I et II se 
lient successivement à la membrane des endosomes dans le 
cytosol, via l’interaction d’ESCRT-0 avec les ubiquitines 
liées aux récepteurs à dégrader. Ensemble ils forment une 
plateforme pour l’assemblage stable d’ESCRT-III qui forme 
une structure filamenteuse responsable de la formation des 
vésicules intraluminales à l’intérieur des endosomes. Figure 




  B3.a4-La protéine MG53 (ou TRIM72) : 
 
La protéine Mitsugumin-53 (MG53) est une protéine appartenant à la superfamille des 
protéines à motif tripartite (TRIM pour « TRIpartite Motif »). Ces protéines sont présentes 
chez tous les métazoaires, mais leur nombre varie beaucoup selon les espèces. Ainsi 65 et 64 
membres des TRIM sont répertoriés chez l’Homme et la souris, respectivement. A peine 20 
membres ont été identifiés chez le ver C.elegans (Ozato et al. 2008) suggérant que ces 
protéines ont beaucoup évolué au cours du temps et notamment chez les mammifères 
« supérieurs ». Bien que 11 familles distinctes composent la superfamille des TRIM (Ozato et 
al. 2008), toutes ces protéines ont en commun la présence d’un domaine N-Terminal tripartite 
très conservé appelé RBCC. Ce motif tripartite est composé dans le sens N- vers C-Terminal, 
d’un domaine RING, de 1 à 2 domaines B-box (notés B1 et B2) ainsi que, dans la plupart des 
cas, d’un domaine CC (Coiled-Coiled). Le domaine RING est un domaine de liaison au zinc 
responsable d’une activité Ubiquitine-ligase E3. Le ou les domaine(s) B-box sont aussi des 
motifs de liaison au zinc, permettant l’interaction avec d’autres protéines (Borden 1998). 
Enfin, le domaine CC permet l’homo- ou hétéro-oligomérisation des  protéines TRIM. Les 
différentes familles de protéines TRIM sont répertoriées selon les motifs présents dans leur 
région C-Terminale. 




MG53, aussi connu sous le nom de TRIM72, est une protéine de 53kDa spécifique du muscle 
cardiaque et du muscle strié squelettique (Levy, Campbell, et Glass 2013). Chez l’Homme, sa 
localisation subcellulaire est variable selon les individus (Waddell et al. 2011). Elle possède 
dans sa partie N-Terminale un domaine PRY-SPRY, spécifique des chordés. Des analyses 
structurales en cristallographie des rayons X ont montré que ce domaine PRY-SPRY forme, 
par le repliement d’un continuum de feuillets-β anti-parallèles et de boucles, une structure 
globulaire compacte caractérisée par la formation d’une poche (Grütter et al. 2006) (Park et 
al. 2010) pouvant accueillir des protéines cibles. 
La découverte du rôle de MG53 dans la réparation membranaire est très récente (Cai, 
Masumiya, Weisleder, Matsuda, et al. 2009a).  
Il a tout d’abord été observé que des souris déficientes pour MG53 développent une forme de 
dystrophie musculaire (Weisleder, Takeshima, et Ma 2008). Il a été montré que les fibres 
musculaires de ces souris sont incapables de survivre à la rupture de leur membrane 
plasmique après irradiation laser ou perforation à l’aide d’une micropipette. Pour les souris 
sauvages, MG53 a été observé comme s’accumulant au niveau des sites de rupture des fibres 
musculaires. Dans ces cellules, MG53 est exprimée au niveau de la membrane plasmique 
ainsi que dans le cytoplasme, associée à des vésicules. Ils ont montré que son recrutement et 
sa polymérisation au site de rupture sont déclenchés par l’oxydation du milieu environnant et 
indépendant de la présence de Ca2+. Les résultats accumulés ont permis de proposer le mode 
d’action suivant : 
Dans les cellules intactes, MG53 cytoplasmique se trouve dans un état réduit, en interaction 
avec des PS à la membrane plasmique et au niveau de vésicules cytoplasmiques (Figure 
1.30A).  
Suite à la rupture de la membrane plasmique, l’oxydation intracellulaire provoque 
l’oligomérisation des monomères de MG53 ancrés à la membrane plasmique, avec ceux 
présents à la surface des vésicules cytoplasmiques, via des ponts disulfures (Figure 1.30B). 
Cette oligomérisation de MG53 facilite le recrutement et l’association des vésicules, afin de 
former une barrière s’opposant à l’entrée de milieu extracellulaire (Figure 1.30C). L’étape 
finale de colmatage de la rupture de la membrane plasmique est réalisée par fusion vésiculaire 
en présence de Ca2+ à forte concentration (Figure 1.30D). Le rôle de MG53, en tant qu’agent 
recruteur et stabilisateur des vésicules cytoplasmiques au niveau du site de rupture, en fait un 
bon candidat pour le traitement thérapeutique de dystrophies musculaires. Des expériences 
utilisant MG53 recombinant humaine ont été réalisées sur des souris mdx modèle de la 
dystrophie musculaire de Duchenne (Weisleder et al. 2012). Il a été montré que l’injection de 
MG53 à une dose de 8mg/kg, deux fois par jour, pendant quatre jours, diminue 
significativement la proportion de fibres musculaires lésées. 
Dans le muscle strié squelettique, MG53 interagit avec deux autres protéines, spécifiques du 
muscle, ayant un rôle dans la réparation du sarcolemme : la dysferline et la cavéoline-3 (Cai, 
Weisleder, Ko, Komazaki, et al. 2009b). Il a ainsi été montré que la co-expression ectopique, 
de la forme mutante P104L de la caveoline-3, et de MG53 entraine la rétention des deux 
protéines dans l’appareil de Golgi. 





Figure 1.30 : Représentation schématique du mécanisme de participation de la protéine MG53 au 
processus de réparation membranaire. (A) Dans les cellules intactes, MG53 se trouve dans un état réduit, le 
cytoplasme étant un environnement réducteur. Il est lié à des PS à la fois à la membrane plasmique et à la surface 
de vésicules cytosoliques. (B) Suite à la rupture de la membrane plasmique, l’entrée du milieu extracellulaire 
oxydant provoque l’oligomérisation de monomères de MG53 ancrés à la membrane plasmique, avec ceux 
présents à la surface des vésicules cytosoliques par des ponts disulfures. (C) Cette oligomérisation de MG53 
facilite le recrutement et l’association de vésicules cytosoliques pour former une première barrière s’opposant à 
l’entrée de milieu extracellulaire. (D) L’étape finale de colmatage de la rupture de la membrane plasmique se fait 
lorsque les vésicules fusionnent en présence de Ca2+ à forte concentration (Figure, D). MG53 aurait donc un rôle 
de recruteur et stabilisateur des vésicules cytosoliques au niveau du site de rupture. Figure adaptée de (Cai, 
Masumiya, Weisleder, Matsuda, et al. 2009a). 
 
 
  B3.a5-La cavéoline-3 : 
 
La cavéoline-3 est une protéine membranaire d’environ 20kDa spécifique du tissu musculaire, 
retrouvée de façon mineure dans les cellules gliales (Silva et al. 2007). Des mutations de la 
cavéoline-3 conduisent à des formes diverses de dystrophies musculaires, regroupées sous le 
terme de cavéolinopathies. La forme majoritaire est la dystrophie des ceintures de type 1C 
(LGMD1C). Les autres pathologies correspondent à une forme de myopathie distale, une 
forme de myopathie bénigne appelée RMD (pour « Rippling Muscle Disease »), 
l’hyperCKémie (Gazzerro et al. 2010) et une forme de cardiomyopathie hypertrophique 
familiale (Hayashi et al. 2004). Les cavéolines ont une séquence spécifique conservée dans 
leur partie N-Terminale composée des acides aminés FEDVIEP (Williams et Lisanti 2004). 
Dans les muscles striés squelettiques la cavéoline-3 est associée aux tubules-T. 
La cavéoline-3 est essentielle pour la formation de microdomaines membranaires invaginés de 
60 à 80nm de diamètre, appelés cavéoles. Les cavéolines sont localisés majoritairement à la 
membrane plasmique mais elles peuvent être aussi présentes dans la membrane des saccules 
Golgiennes, du réticulum endoplasmique et de vésicules. La formation des cavéoles nécessite 
la présence de cavéolines oligomérisées et de protéines cytosoliques appelées cavines (Parton 




et del Pozo 2013). La séquence de la cavéoline-3 comprend dans la partie C-Terminale un 
domaine riche en cystéines. Ces cystéines palmitoylées forment un domaine d’accrochage à la 
membrane (Figure 1.31A) de forte affinité.  La séquence de la cavéoline-3 est également 
composée d’une région transmembranaire en fer à cheval qui permet son ancrage dans la 
membrane. Elle possède, de plus, un domaine d’oligomérisation, appelé « Caveolin 
Scaffolding Domain ». Ce domaine est essentiel pour l’oligomérisation des cavéolines, mais il 






















Figure 1.31 : Représentation schématique de la cavéoline-3 et des cavéoles. (A) La cavéoline-3 est une 
protéine membranaire spécifique du tissu musculaire, bien que présente également dans les cellules gliales. La 
séquence de 151 acides aminés de la cavéoline-3 comprend, de la partie C-Terminale vers la partie N-Terminale: 
un domaine d’attachement à la membrane riche en cystéines palmitoylées ; une région transmembranaire en fer à 
cheval qui ancre la cavéoline-3 dans la membrane ; un domaine d’oligomérisation appelé « Caveolin Scaffolding 
Domain ». Le domaine d’oligomérisation est essentiel pour l’oligomérsation des cavéolines ainsi que pour des 
intéractions avec d’autres protéines. Cette représentation schématique est une représentation simplifiée de la 
structure générale des cavéolines. Par soucis de simplification, le domaine WW  n’est pas présenté. Ce domaine 
permettrait son intéraction avec le β-dystroglycane un composant de complexe glycoprotéique associé à la 
dystrophine (F. Sotgia et al. 2000). (B) Dans le tissu musculaire, la cavéoline-3 est indispensable pour la 
formation des cavéoles.  Les caveoles sont des microdomaines membranaires très particuliers, car invaginés, en 
forme d’escarcelle de 60 à 80nm de diamètre. Les cavéoles sont enrichies en lipides comme les sphingolipides et 
le cholestérol. La formation des cavéoles nécessite la présence de cavéolines oligomérisées et de protéines 
cytosoliques, appelées cavines. Une fois à la membrane plasmique le complexe cavine cytosolique est recruté 
pour former les cavéoles on estime qu’une cavéole est composée de 140 à 180 cavéolines (Bastiani et Parton 
2010). 
 




l’intéraction avec d’autres protéines (Razani et Lisanti 2001). Les cavéolines nouvellement 
synthétisées s’insèrent dans la membrane du réticulum endoplasmique en structures à épingle 
à cheveux où elles vont s’organiser en homo-oligomères de 7 à 14 cavéolines (Hayer et al. 
2010). Ces oligomères sont transportés vers l’appareil de Golgi, où ils se regroupent dans des 
complexes de 14 à 16 molécules et sont palmytoylés, avant d’être acheminés à la membrane 
par exocytose. Une fois à la membrane plasmique, le complexe cavine est recruté pour former 
les cavéoles (Figure 1.31B). On estime qu’une cavéole est composée de 140 à 180 cavéolines 
(Pelkmans et Zerial 2005). 
Les cavéoles sont impliquées dans de multiples voies comme l’endocytose, la transcytose, 
l’homéostasie du cholestérol, la transduction du signal dans de nombreuses voies de 
signalisation et la réponse au stress mécanique (Bastiani et Parton 2010), (Parton et del Pozo 
2013).  
Il a été montré que, dans des fibres musculaires striées squelettiques de grenouille, les 
cavéoles s’aplanissent pour contrer la tension membranaire induite par une élongation 
mécanique du sarcolemme (Dulhunty et Franzini-Armstrong 1975)  
L’aplanissement des cavéoles est un processus rapide, de l’ordre de la minute, qui se réalise 
par dissociation réversible des cavines à la cavéoline-3, de façon indépendante de l’ATP et de 
l’actine (Sinha et al. 2011). Pour des patients porteurs de la mutation P28L de la cavéoline-3, 
une augmentation de la tension membranaire et une hypersensibilité aux ruptures 
membranaires ont été observées (Sinha et al. 2011). Un résultat similaire a été observé dans 
des cellules épithéliales de langue de Vison rendues déficientes en cavine-1. Les cavéoles 
semblent donc jouer un rôle préventif, limitant l’apparition de rupture de la membrane 
plasmique, en contrôlant  la tension membranaire.  
Les cavéoles semblent également jouer un rôle direct dans la réparation membranaire. Dans 
des fibroblastes de rat, il a été montré que la déplétion en cholestérol de la membrane 
plasmique inhibe la réparation membranaire, par absence de mécanisme d’endocytose (Idone 
et al. 2008). Or, la déplétion en cholestérol inhibe la formation de cavéoles, ainsi que des 
mécanismes d’endocytose dépendants des cavéoles (Nichols 2003). 
Le traitement à la SLO de cellules NRK entraine la formation de cavéoles et l’accumulation 
de vésicules dérivées des cavéoles (cavéosomes) à proximité de la membrane plasmique, en 
quelques secondes (Figure 1.32, 30s) (Corrotte et al. 2013). La fusion des cavéosomes et leur 
maturation conduisent à la dégradation de la SLO endocytée par la voie des corps multi-
vésiculaires/lysosomale (Figure 1.32). Il a été observé que la lésion mécanique de la 
membrane plasmique, dans ces cellules, entraine aussi un mécanisme d’endocytose dépendant 
des cavéoles, mais sous la forme de très grosses structures membranaires connectées au site 
de rupture. La formation de cavéosomes, associée à la réparation membranaire de dommages 
créés par les PFTs, a été montrée comme dépendant de la présence de SMA dans le milieu 
extracellulaire (Corrotte et al. 2013). Parallèlement, il a été observé que la formation de 
domaines riches en céramides est suffisant pour induire la formation de cavéosomes (Draeger 
et Babiychuk 2013). 
 
 




















Figure 1.32 : Phénomène d’endocytose dépendant des cavéoles (formation de cavéosomes) observé après 
traitement de cellules avec la toxine bactérienne SLO. Pour la lignée de fibroblastes de rat NRK, il a été 
observé que les pores transmembranaires, formés par les polymères de SLO, sont endocytés dans des vésicules 
dérivées de cavéoles membranaires dès les 30 premières secondes après perforation de la membrane plasmique. 
Ces vésicules cavéolaires s’agrègent pour former des endosomes après 5 minutes. Ils forment ensuite des corps 
multivésiculaires, entre 15 et 30 minutes après perforation de leur membrane. La formation des corps 
multivésiculaires est suivie de la formation de lysosomes et la dégradation des polymères de SLO endocytés. Les 
images montrées à chaque étape sont des images obtenues en microscopie électronique à transmission. Figure 
adaptée de (Andrews, Almeida, et Corrotte 2014). 
 
 
Deux mécanismes émergent de ces observations. Dans le premier mécanisme (Figure 1.33A), 
l’augmentation locale de la concentration en  Ca2+ intracellulaire, après la perforation de la 
membrane plasmique, entraine le recrutement de vésicules d’exocytose, qui libèrent des SMA 
dans le milieu extracellulaire, provoquant la formation de plateformes de céramides. La 
formation de ces plateformes initie le phénomène d’endocytose. Les PFTs sont alors 
dégradées par la voie lysosomale. Dans le second mécanisme (Figure 1.33B), une grande 
rupture mécanique de la membrane plasmique entraine une augmentation rapide de la 
concentration en Ca2+ intracellulaire libre. Cette augmentation rapide est suivie d’une 
sécrétion importante de SMA (Figure 1.33B1) et la formation d’une grande surface de 
plaques de céramides autour de la rupture. Cette région enrichie en céramides provoque la 
formation d’une grande quantité de cavéosomes (Figure 1.33B2). La fusion des cavéosomes, 
en cours d’endocytose, génère la constriction de la zone lésée (Figure 1.33B3). L’excès 
membranaire est éliminé via la formation d’un compartiment endosomal de taille importante 





























Figure 1.33 : Mécanismes potentiels des cavéoles dans la réparation membranaire suite à la perforation 
par des PFTs ou à la rupture mécanique de la membrane plasmique. (A) Dans le cas de la perforation par 
des PFTs, il a été proposé que l’augmentation locale de la concentration en Ca2+ intracellulaire entraine le 
recrutement de vésicules d’exocytose qui libèrent, dans le milieu extracellulaire, des SMA, provoquant la 
formation de plaques de céramides et le phénomène d’endocytose dépendant des cavéoles. Les PFTs insérées 
dans la membrane sont alors dégradées par la voie lysosomale. (B) De grandes ruptures mécaniques entrainent 
une augmentation rapide de la concentration en Ca2+ intracellulaire libre. Cette augmentation est suivie d’une 
exocytose importante de SMA (1) dans le milieu extracellulaire et la formation d’une grande plateforme de 
céramides autour de la rupture. Une quantité importante de cavéosomes est alors produite (2). La fusion des 
cavéosomes, associée à l’endocytose, créent un phénomène de constriction du site de rupture (3) jusqu’à 
fermeture complète de la membrane lésée. La région membranaire endocytée forme alors compartiment 
endosomal important (4). Figure adaptée de (Andrews, Almeida, et Corrotte 2014). 
 
 
La cavéoline-3 interagit avec d’autres protéines impliquées dans la réparation membranaire 
comme MG53 (Cai, Weisleder, Ko, Komazaki, et al. 2009a) et la dysferline (C. Matsuda et al. 
2001). De nombreuses mutations de la  séquence codant la cavéoline-3 conduisant à divers 
types de cavéolinopathies, ont été répertoriées (F. Galbiati, Razani, et Lisanti 2001) (Chie 
Matsuda et al. 2001) (Hernández-Deviez et al. 2006). Certaines de ces mutations (R27Q, 
T64P) ont été montrées comme associées à une diminution de l’expression de la dysferline (C. 
Matsuda et al. 2001) ou encore (P104L) à la rétention de MG53 et de la dysferline au niveau 
de l’appareil de Golgi (Cai, Weisleder, Ko, Komazaki, et al. 2009b). De même, certaines 
dystrophies musculaires, résultant de mutations de la séquence codant la dysferline, induisent  




















Figure 1.34 : Représentation schématique des différents partenaires de la cavéoline-3 (CAV-3) décrits 




une baisse de l’expression de la cavéoline-3 (Walter et al. 2003). Ces observations indiquent 
que plusieurs cas de dystrophies musculaires sont associés à un niveau d’expression anormal 
de la cavéoline-3 ou à une localisation subcellulaire altérée. La caévoline-3 possède de 
nombreux autres partenaires (Figure 1.34) lui permettant d’intervenir dans différentes étapes 
de la réparation membranaire. 
 
  B3.a6-AHNAK/Desmoyokine : 
 
La desmoyokine ou AHNAK (géant en hébreux) est une protéine ubiquitaire de 700kDa 
environ et 170nm de long (T. A. Davis, Loos, et Engelbrecht 2014). Dans les cellules, elle 
participe à plusieurs fonctions telles que le maintien de la morphologie, la migration, la 
formation des desmosomes et elle est impliquées dans des voies de signalisation. AHNAK est 
composée  de trois domaines : 1) un domaine PDZ N-Terminal de 251 a.a pouvant lier 
d’autres protéines et contenant un site de clivage pour la calpaïne-3, 2) un domaine central 
d’environ 4300 acides aminés pouvant se lier aux isoformes γ de phospholipase C (PLCγ) et α 
de PKC (PKCα) et contenant des sites de clivage pour le granzyme B et la caspase-3, 3) un 
domaine C-Terminal de 1002 acides aminés pouvant lier des canaux calciques, l’actine sous 
forme monomérique et polymérisé, le tétramère AnxA2/S100A10 et le domaine C2a de la 
dysferline. Ce dernier domaine contient deux sites de clivage pour la calpaïne-3. AHNAK est 
un marqueur de vésicules intracellulaires riches en cholestérol et sphingolipides, appelées 
enlargeosome. L’enlargeosome est aussi en partie défini par la présence de l’hétérotétramère 
AnxA2/S100A10. Cet hétérotétramère est requis pour l’exocytose Ca2+-dépendante du 
contenu vésiculaire. Plusieurs observations expérimentales ont conduit à proposer 
qu’AHNAK et les enlargeosomes participent à la réparation du sarcolemme. Il a été observé 




que la lésion de la membrane plasmique de cellules de rat de la lignée PC12 est suivie d’un 
recrutement rapide de vésicules positives pour AHNAK au niveau du site de rupture 
(Borgonovo et al. 2002). AHNAK a été montrée comme interagissant avec la dysferline au 
niveau des tubules T dans le tissu musculaire strié squelettique humain sain (Huang et al. 
2007). Chez des patients souffrant de dystrophie musculaire des ceintures de type 2B 
(LGMD2B, déficit en dysferline), AHNAK présente une localisation subcellulaire altérée 
(Zacharias et al. 2011). Il a été suggéré qu’AHNAK pourrait former avec la dysferline et le 
tétramère AnxA2/S100A10 un complexe protéique régulé par l’activité protéolytique de la 
calpaïne-3 (Huang et al. 2008). Les enlargeosomes pourraient contribuer à l’enrichissement en 
cholestérol et en sphingolipides au niveau du site de rupture (Cocucci et al. 2007) et ainsi 
faciliter la formation de plateformes lipido-protéiques à haute capacité de fusion. 
 
  B3.a7-Les canaux calciques : 
 
Il a été montré que des canaux calciques voltages dépendants de type L facilitent le 
recrutement de deux protéines impliquées dans la réparation membranaire : MG53 et la 
dysferline. En inhibant spécifiquement ces canaux pour des myotubes humains, il a été mis en 
évidence une altération spatiale de la liaison de ces protéines au niveau du site de rupture et 
l’inhibition de la formation de mini-dysferlinec72 (Lek et al. 2013).  
La rupture de la membrane plasmique entrainerait un changement de potentiel membranaire 
activant les canaux à proximité du site de rupture. Leur activation provoquerait une entrée de 
Ca2+ supplémentaire permettant d’activer les protéines responsables de la formation de la 
mini-dysferlinec72 et le recrutement de la dysferline et de MG53 à la membrane bordant le site 
de rupture (cf Figure 2.6). 
Un autre canal connu sous le nom de mucolipin-1 ou TRPML-1 serait impliqué dans la 
réparation membranaire. Ces canaux retrouvés chez les vertébrés et appartenant à la 
superfamille des canaux non sélectifs à cations TRP (Transcient receptors potential) sont 
connus comme des canaux sensoriels impliqués dans la photoréception, proprioception, 
nociception, thermoception et mécanosensation (Venkatachalam et Montell 2007). Le blocage 
de ces canaux chez les myoblastes C2C12 inhibe la réparation membranaire et réduit 
l’exocytose lysosomale (Cheng et al. 2014). Des souris knock-out pour ce canal développent, 
dès le premier mois après leur naissance, une forme de dystrophie musculaire et les fibres 
musculaires isolées de ces souris sont incapables de réparer des lésions de leur sarcolemme.   
 
 B3.b. Les protéines à activité Ca2+-dépendante 
 
Il est maintenant avéré que l’influx de Ca2+ dans le cytoplasme est indispensable pour la 
réparation de la membrane plasmique, quel que soit le type de dommage. Ces observations 
font du Ca2+ un acteur essentiel pour l’initiation de la réparation de la membrane plasmique 
suite à une lésion. De ce fait, il n’est pas étonnant de constater que plusieurs protéines 
directement impliquées dans la réparation membranaire sont des protéines sensibles au Ca2+.  
 




  B3.b1-Les protéines à domaine C2 :  
 
Les protéines à domaine C2 forment une superfamille de protéines transmembranaires ou 
solubles ayant en commun la présence dans leur séquence d’au moins un motif conservé de 
liaison au Ca2+ et aux membranes biologiques, composé d’environ 130 acides aminés et 
nommé C2 (Nalefski et Falke 1996). Le domaine C2 a été identifié comme 1 des 4 domaines 
conservés (C1-C4) dans les isoformes α, β et γ de la protéine kinase C. Chez l’Homme, on 
estime actuellement à 233 le nombre de  domaines C2 répartis dans 127 protéines, faisant de 
ce domaine le second domaine de liaison aux lipides le plus abondant trouvé dans les 
protéines humaines (Leonard 2013). Trois topologies différentes de domaine C2 ont été 
décrites. Ces différentes topologies ont des tailles et des agencements très similaires (Figure 
1.35). Toutes ont en commun une organisation en repliement de type sandwich-β (Figure 
1.35, représentation 3D), via la superposition de deux feuillets-β, composés pour chaque de 
4 brins-β anti-parallèles (Figure 1.35, représentation 2D). Au niveau de certaines boucles, 
des séquences conservées (appelées CBR pour « Ca2+ Binding Region »), riches en acides 
aminés chargés négativement, assurent les interactions Ca2+-dépendante avec les membranes 




















Figure 1.35 : Représentation schématique des différentes topologies connues des domaines C2. 
Actuellement, trois topologies différentes de domaines C2 ont été identifiées. Elles sont toutes organisées en 
repliement de type sandwich-β (représentation 3D) par superposition de deux feuillets-β, composés, pour chaque, 
de 4 brins-β anti-parallèles (représentation 2D). Les brins-β sont connectés entre eux soit par des boucles de 
séquences variables, soit par des boucles de séquences plus conservées, riches en acides aminés chargés 
négativement appelées CBR (pour « Ca2+ Binding Region »). Ces dernières sont responsables de leur interaction 
Ca2+-dépendante avec les lipides membranaires (vert). En fait, en absence de Ca2+, le repliement de ces boucles 
forme une poche acide. La liaison du Ca2+ (représentation 3D, boules vertes) modifie les caractéristiques 
électrostatiques de la poche lui permettant de se lier à des phospholipides. Figure adaptée de (Leonard 2013). 
 
 




La liaison du Ca2+ (Figure 1.35, représentation 3D, boule verte) modifie les caractéristiques 
électrostatiques de la poche lui permettant de se lier à des phospholipides très souvent chargés 
négativement comme la PS (Lemmon 2008). Les mécanismes de liaison de ces domaines C2 à 
une membrane cible ne sont pas encore très clairement connus, mais il a été proposé que 
certains de ces domaines peuvent se lier aux membranes par pénétration partielle (Cho 2001), 
(Hui, Bai, et Chapman 2006). Les concentrations calciques permettant la liaison d’un domaine 
C2 à des lipides cibles sont comprises entre 5 et 50µM. Généralement 2 à 3 ions Ca2+ sont liés 
par domaine C2. La liaison d’un domaine C2 aux lipides est le plus souvent peu spécifique 
(Lemmon 2008). 
 
-Les synaptotagmines (syt) : Les synaptotagmines sont caractérisées par la présence d’un 
domaine transmembranaire dans la région N-Terminale et de 2 domaines C2 (C2a et C2b) 
dans la région C-Terminale, séparés par une région « linker » (Figure 1.36A). 
 
 
Figure 1.36 : Représentation schématique de la 
structure générale des synaptotagmines et de la 
fonction de la Syt-1 dans la sécrétion de vésicules 
synaptiques. (A) Les synaptotagmines sont 
caractérisées par la présence d’un domaine 
transmembranaire dans la région N-Terminale et de 
deux domaines C2 (C2a et C2b) dans la région C-
Terminale, séparés par une région linker. (B) La Syt-1 
est présente à la surface des vésicules synaptiques. Sa 
liaison au Ca2+ permet l’arrimage des vésicules à la 
membrane plasmique et l’extension du pore de fusion 
entre les vésicules synaptiques et la membrane 








La Syt-1, une protéine de 65 kDa, fut le premier membre de cette famille identifié. Présente à 
la surface des vésicules synaptiques, sa liaison au Ca2+ permet l’arrimage des vésicules à la 
membrane plasmique et l’extension du pore de fusion entre les vésicules synaptiques et la 
membrane plasmique. A la membrane plasmique, elle interagit majoritairement avec les PS et 
le phosphoinositide PIP2. Ses partenaires protéiques sont des protéines de la famille SNARE 
comme SNAP-25 (Figure 1.36B) (Chapman 2008). 15 membres différents ont été identifiés 
chez les mammifères (Campbell 2014). Elles sont retrouvées ancrées dans divers types de 
membranes dont la membrane plasmique ou la membrane de vésicules comme les lysosomes 
(Arantes et Andrews 2006). Des gènes homologues des gènes codant ces protéines chez 
l’Homme ont été identifiés chez des organismes tels que le nématode C.elegans, la plante 




brassicacée Arabidopsis thaliana ou encore le diptère Drosophila melanogaster (Craxton 
2001) faisant de ces protéines un outil senseur du Ca2+ impliqué dans des évènements 
d’exocytoses très répandus dans le monde du vivant. 
La synaptotagmine-7 (Syt-VII), présente à la surface des vésicules lysosomales et d’autres 
vésicules sécrétoires indispensables à la formation de la matrice (Zhao et al. 2008) ou la 
sécrétion d’insuline, a été identifiée comme essentielle dans la réparation membranaire. Il a 
été montré qu’elle est exposée à la surface de nombreux types cellulaires après lésion de la 
membrane plasmique (Reddy, Caler, et Andrews 2001). L’inhibition de Syt-VII lors de lésion 
cellulaire entraine un défaut d’exocytose lysosomiale associée à une perturbation de la 
cinétique de réparation membranaire dans de nombreux types cellulaires (Reddy, Caler, et 
Andrews 2001) (Chakrabarti et al. 2003). De plus, les souris knock-out pour Syt-VII 
développent une fibrose de la peau et du tissu musculaire strié squelettique associée à une 
myopathie inflammatoire. 
 
-Les ferlines : Les ferlines forment une famille de protéines à multiples domaines C2 
identifiées chez l’Homme à la fin des années 1990 (Lek et al. 2012). Elles sont retrouvées 
chez la plupart des eucaryotes sauf chez les plantes vasculaires, amibes et les mycètes. Chez 
les mammifères, 6 membres (de Fer1L1-L6) ont été identifiés. Ce sont des protéines avec une 
masse moléculaire importante (200-240kDa) qui contiennent toutes un domaine 
transmembranaire dans leur partie C-Terminale et 5 à 7 domaines C2 (Figure 1.37). 
 
 
Figure 1.37 : Représentation schématique simplifiée des 
différentes ferlines connues chez les mammifères. Les 
ferlines forment une famille de protéines à multiples domaines 
C2. Chez les mammifères, 6 membres (Fer1L1 = dysferline, 
FER1L2 = Otoferline, FER1L3 = myoferline, FERL4-L6) ont 
été identifiés. Ce sont des protéines qui contiennent toutes un 
domaine transmembranaire dans leur partie C-Terminale et 5 à 
7 domaines C2, nommés selon leur ordre dans le sens de 
l’extrémité N-Terminale vers l’extrémité C-Terminale. Elles 
sont séparées en deux groupes en fonction de la présence dans 







Ce nombre important et inhabituel de domaines C2, en comparaison aux autres membres de la 
superfamille, suggère des évènements évolutifs de duplication de ce motif et une 
spécialisation au cours du temps. Elles sont séparées en deux groupes en fonction de la 
présence ou non d’un domaine DYSF, dont la fonction reste mal comprise (Sula et al. 2014). 
Des mutations de la séquence des ferlines sont associées à différentes pathologies, telles que 




des dystrophies musculaires (dysferline), des syndromes de surdité (otoferline) chez l’Homme 
et la souris et l’infertilité chez C.elegans (Fer-1) et Drosophila melanogaster (misfire) (Lek et 
al. 2012).  
Chez l’Homme, toutes les ferlines ne sont pas ubiquitaires. L’otoferline est exprimée dans le 
cerveau, le système vestibulaire et la cochlée. La myoferline est exprimée dans un nombre 
restreint de tissus comprenant le placenta et le tissu musculaire cardiaque, dans lesquels elle 
est fortement exprimée, et dans les cellules endothéliales, de la langue, du pancréas et des 
reins, où elle est plus faiblement exprimée (D. B. Davis et al. 2000) (Bernatchez et al. 2007). 
Durant la myogénèse du tissu musculaire strié squelettique, la myoferline est fortement 
exprimée dans les myoblastes, puis son expression diminue durant la différenciation/fusion de 
ces cellules pour la formation des fibres musculaires. Au contraire, la dysferline est très 
faiblement exprimée dans les myoblastes et très fortement exprimée dans les myotubes et 
fibres musculaires matures (Doherty et al. 2005). Dans le tissu placentaire, la myoferline et la 
dysferline sont exprimées dans les cellules trophoblastiques, l’expression de la dysferline 
augmentant lors de la formation des syncytia trophoblastiques. La dysferline est ubiquitaire 
mais est exprimée fortement dans le tissu musculaire strié squelettique et le tissu musculaire 
cardiaque (Anderson et al. 1999), où elle est présente insérée dans la membrane plasmique.  
La dysferline fut la première ferline identifiée chez l’Homme, lors d’étude génétique sur 
l’origine de certaines dystrophies musculaires. Des mutations de sa séquence codante sont à 
l’origine de deux types de dystrophies musculaires autosomales récessives : la dystrophie des 
ceintures de type 2B (LGMD2B) et la myopathie de Myioshi de type 1 (MMD1) (Rumaisa 
Bashir et al. 1998), (Liu et al. 1998). La dysferline a été la première protéine permettant de 
mettre en relation un défaut de réparation membranaire et le développement de certaines 
dystrophies musculaires, regroupées sous le terme de dysferlinopathies (Bansal et al. 2003). 
Les travaux de Bansal et ses collaborateurs ont mis en évidence que des souris knock-out pour 
la dysferline étaient incapables de réparer des dommages du sarcolemme de leurs  fibres 
musculaires. L’accumulation de vésicules cytoplasmiques dans la région corticale des fibres 
musculaires de ces souris a suggéré que l’absence de dysferline empêchait l’accrochage du 
« patch » lipidique au site de rupture. La dysferline possède effectivement des propriétés 
fusogéniques. Les différents domaines C2 de la dysferline peuvent lier plusieurs lipides 
retrouvés dans les membranes biologiques dont la PS, le PtdIns(5)P et PtdIns(4)P (Therrien et 
al. 2009). La présence du Ca2+ augmente leur affinité pour les membranes contenant de la PS 
(Abdullah et al. 2014). L’interaction des domaines C2 avec des membranes contenant de la 
PS modifie la structure de la bicouche en induisant une courbure et un regroupement des 
phospholipides chargés négativement qui favoriseraient la fusion membranaire (Marty et al. 
2013). L’augmentation de la concentration locale en Ca2+, suite à une rupture de la membrane 
plasmique, initierait donc la liaison de la dysferline aux membranes accessibles, qu’elles 
soient vésiculaires ou plasmique. La présence de dysferline à la membrane de vésicules dans 
des cellules musculaires striées squelettiques a été observée in vivo (Roostalu et Strähle 
2012).  
Une forme tronquée de dysferline, appelée mini-dysferlinec72, a également été identifiée à la 
surface de vésicules intracellulaires (Lek et al. 2013). Cette mini-dysferlinec72, d’une masse 




moléculaire de 72kDa, est générée à partir de la dysferline, par clivage protéolytique catalysée 
par une calpaïne, suite à l’augmentation de la concentration en Ca2+ intracellulaire. Il a été 
montré que le recrutement de vésicules couvertes de mini-dysferlinec72 est impliqué dans la 
réparation membranaire. La dysferline est hydrolysée entre les domaines C2E et C2F, dans 
une région codée par l’exon 40a (Redpath et al. 2014). L’exon 40a est un exon présent dans 
un variant d’épissage. Ce variant a été observé dans différents types cellulaires, tels que les 
astrocytes, les cardiomyocytes, les cellules endothéliales humaines HUVEC (Redpath et al. 
2014). Une étude, utilisant un modèle de fibres musculaires de souris transgéniques, a montré 
que, suite à un dommage par irradiation laser, les molécules de dysferline insérées dans le 
sarcolemme sont recrutées au niveau du site de rupture (McDade, Archambeau, et Michele 
2014). Une partie des dysferlines du sarcolemme est alors endocytée, dans la minute suivant 
l’irradiation. Il a été suggéré que le variant de dysferline soit endocyté suite à une rupture de 
la membrane puis dégradé par les calpaïnes pour être recyclé sous forme de mini-dysferlinec72 
au niveau du site de rupture, où il s’associerait avec la dysferline. Ainsi, la (les) fonction(s) de 
la dysferline pourrait être modulé(es) par des clivages enzymatiques. 
La dysferline interagit avec de nombreux composants de la machinerie protéique de 
réparation membranaire, tels que la cavéoline-3 (C. Matsuda et al. 2001), les AnxA1 et A2 
(Lennon et al. 2003), l’affixine, AHNAK (Huang et al. 2007) et MG53 (Cai, Weisleder, Ko, 
Komazaki, et al. 2009a). La mise en évidence de ces interactions a fait apparaitre dans la 
littérature la notion de complexe protéique associé à la dysferline. Il a été montré que 
l’AnxA1, la dysferline, la caveoline-3 et MG53 sont présentes au niveau des tubules-T du 
sarcolemme des fibres musculaires (Waddell et al. 2011). La dysferline jouerait un rôle clé 
dans la formation de ces complexes (Klinge et al. 2010). Récemment, il a également été 
montré que la dysferline peut se dimériser in vitro et in vivo, par interaction de différents 
domaines C2 (Xu et al. 2011). L’importance de la formation de ces dimères dans la biologie 
de la cellule et la réparation membranaire reste à découvrir. 
 
-Les Protéines Kinases C (PKC) : Les PKC forment une famille de sérine/thréonine kinases 
impliquées dans de nombreuses voies de signalisation dépendantes de protéines G ou de 
facteurs de croissance. Il existe 10 isoformes de PKC  réparties en 3 groupes selon leur 
structure générale (Figure 1.38). Les PKC conventionnelles (Figure 1.38, cPKC) possèdent 
un domaine C2, les nouvelles PKC (Figure 1.38, nPKC) possèdent un domaine de structure 
très similaire aux domaines C2, mais qui en plus l’attachement aux phosphotyrosines. Enfin 
les PKC atypiques (Figure 1.38, aPKC) sont dépourvues de domaine C2.  
Les protéines de cette famille ont toutes un domaine régulateur qui leur permettent de se fixer 
à des membranes lipidiques ou protéines cibles via leurs régions C1 et/ou C2/PB1. Elles 
possèdent également un domaine kinase qui leur permet de phosphoryler des protéines cibles 
pour l’activation de voies de signalisation. 
Comme les autres protéines à domaine C2, leur liaison aux cibles n’est pas toujours 
dépendante de la présence de Ca2+. Elles peuvent avoir des affinités pour plusieurs lipides 
membranaires différents (DAG, acide arachidonique, céramides, etc). 
 
 












Figure 1.38 : Représentation schématique des différentes isoformes de Protéine Kinase C. 
Les protéines kinases C (PKC) forment une famille de sérine/thréonine kinases. Il existe 10 isoformes de PKC 
réparties en 3 groupes selon leur structure générale. Les PKC conventionnelles (cPKC) possèdent un domaine 
C2. Les nouvelles PKC (nPKC) possèdent un domaine de structure très similaire aux domaines C2 classiques, 
mais qui sert de module d’attachement aux phosphotyrosines. Les PKC atypiques sont (aPKC) dépourvues de 
domaine C2. Elles possèdent toutes un domaine régulateur leur permettant de se fixer à des membranes 
lipidiques ou protéines cibles, via leurs régions C1 et/ou C2/PB1. Elles possèdent aussi un domaine kinase qui 
leur permet de phosphoryler les protéines cibles. Ces enzymes peuvent se lier aux membranes de différentes 




Ces enzymes peuvent se lier aux membranes de différentes organelles dont la membrane 
plasmique et la membrane des saccules golgiennes (Steinberg 2008). 
L’implication de ces protéines dans la réparation membranaire a été réalisée dans un contexte 
particulier (Togo et al. 1999). Il a été montré, pour la lignée murine 3T3, que la réparation 
membranaire était plus rapide lors d’un second dommage de la membrane plasmique. Cette 
facilitation de la réparation, après deux ruptures successives sur le même site membranaire, 
est abolie en présence d’inhibiteurs des PKC (bisindolylmaleimide) ou par un perturbateur du 
trafic golgien (brefeldine A). A l’inverse, l’utilisation de stimulateur des voies PKC (esters de 
phorbol) facilite la réparation membranaire lors d’une première rupture. Cette capacité de 
réparation est abolie en présence de brefeldine A et suggére que des voies de signalisation 
dépendantes des PKC et des vésicules golgiennes peuvent exister pour la réparation de 
ruptures mécaniques de la membrane plasmique. 
 
-Les calpaïnes : Les calpaïnes forment une grande famille de protéases intracellulaires 
dépendantes du Ca2+ et qui possèdent une cystéine réactive. Elles sont présentes dans la 
plupart des cellules eucaryotes et quelques bactéries (Ono et Sorimachi 2012). Ces protéases 
ont toutes en commun la présence d’un domaine appelé CysPc et sont séparées en 2 grands 
groupes selon leur structure générale : les calpaïnes conventionnelles (Figure 1.39) et les 
calpaïnes non conventionnelles. Les calpaïnes conventionnelles possèdent toutes un domaine 
homologue aux domaines C2 ainsi qu’un domaine de liaison au Ca2+ de type EF-hand. Elles 
fonctionnent en tant qu’hétérodimère par liaison de la sous-unité catalytique à la petite sous-
unité régulatrice nommée CAPNS1. Chez l’Homme, 9 des 15 gènes calpaïnes codent pour des 
calpaïnes conventionnelles. Les calpaïnes conventionnelles se différencient par la structure de 
la grande sous-unité catalytique (Figure 1.39). La calpaïne-1 (ou µ) et la calapïne-2 (ou m)  














Figure 1.39 : Structure générale des calpaïnes conventionnelles. Ces protéases ont toutes en commun la 
présence d’un domaine appelé CysPc. Les calpaïnes conventionnelles possèdent toutes un domaine homologue 
aux domaines C2 ainsi qu’un domaine de liaison au Ca2+ de type EF-hand (PEF(L)). Elles fonctionnent en tant 
qu’hétérodimère en se liant à une petite sous-unité régulatrice nommée CAPNS1. Parmi ces calpaïnes 
conventionnelles, la structure de la grande sous-unité catalytique permet de caractériser : la calpaïne-1 (ou µ), la 
calpaïne-2 (ou m) qui sont exprimées de manière ubiquitaire et la calpaïne-3 (ou p94), qui est retrouvée 
spécifiquement dans le tissu musculaire strié squelettique. Figure adaptée de (Ono et Sorimachi 2012). 
 
 
sont exprimées de manière ubiquitaire. La calpaïne-3 (ou p94) est retrouvée spécifiquement 
dans le tissu musculaire strié squelettique. Le défaut d’expression de la calpaïne-3 est à 
l’origine de la plus fréquente des dystrophies musculaires des ceintures dans le monde, 
nommée LGMD2A. La LGMD2A semble être la conséquence d’un défaut de remodelage des 
sarcomères (Huang et al. 2008). Les calpaïnes ne dégradent pas nécessairement leurs 
protéines cibles, mais peuvent, via leur activité protéolytique, activer, inhiber ou altérer 
l’activité de leurs protéines cibles (Ono et Sorimachi 2012). A titre d’exemple, la calpaïne-3 
joue un rôle de régulateur de l’assemblage, du renouvellement et de la maintenance des 
sarcomères en dégradant les protéines sarcomériques endommagées durant la contraction 
(Beckmann et Spencer 2008). Elle interagit avec la dystrophine, mais aussi avec des protéines 
impliquées dans la réparation membranaire : les Anx, la dysferline (Huang et al. 2005) 
(Huang et al. 2007) ou encore AHNAK. Le clivage d’AHNAK par la calpaïne-3 entraine une 
perte d’affinité pour la dysferline et la myoferline (Huang et al. 2008). Le rôle des calpaïnes 
dans la réparation membranaire a initialement été mis en évidence pour des neurones, par 
désassemblage du cytosquelette (Xie et Barrett 1991). Des fibroblastes murins, knock-out 
pour le gène codant la petite sous-unité régulatrice CAPNS1, sont également incapables de 
réparer des dégâts mécaniques de leur membrane plasmique (Mellgren et al. 2007). De même, 
l’inhibition de l’activité des calpaïnes par la calpeptine inhibe d’environ 50% la proportion 
des fibroblastes sauvages survivant aux ruptures. La présence dans le milieu extracellulaire de 
calpaïne-1 humaine ou calpaïne-2 bovine recombinantes restaure, en présence de Ca2+, la 
capacité de ces cellules à réparer leur membrane plasmique lésée. Lors d’une lésion 
membranaire, les auteurs ont observé un recrutement des calpaïnes, associé à une dégradation 
rapide de la vimentine et taline, suggérant que les calpaïnes 1 et 2 joueraient un rôle dans la 
réparation membranaire en promouvant le remodelage du cytosquelette. En revanche, il a été 
montré que la calpaïne-3 n’est pas impliquée dans la formation de la mini-dysferlinec72, 




élément important de la réparation membranaire du sarcolemme (Lek et al. 2013). Les 
calpaïnes pourraient donc jouer un rôle important dans la réparation membranaire par leur 
activité protéolytique sur différents substrats. Leur action sur le cytosquelette au niveau de la 
zone de rupture membranaire pourrait diminuer la tension de surface de la membrane 
plasmique et créer un espace d’accès à la machinerie de réparation. Elles pourraient 
également faciliter le remodelage du cytosquelette après réparation et assurer la survie des 
cellules après réparation de la membrane plasmique, en éliminant les composants cellulaires 
dégradés lors du dommage. 
 
  B3.b2-Les protéines à domaine de liaison au Ca2+ de type « EF-hand » : 
 
Le motif protéique de type EF-hand est le motif de liaison au Ca2+ le plus représenté chez 
l’Homme (Anita Lewit-Bentley et Réty 2000). Le terme EF-Hand a été proposé en 1973 pour 
décrire le domaine de liaison au Ca2+ de la paravalbumine (Yáñez, Gil-Longo, et Campos-
Toimil 2012). Le motif EF-hand classique est un motif de type hélice-boucle-hélice 
comprenant deux hélices-α perpendiculaires l’une à l’autre (Figure 1.40) et séparées par une 
boucle de 12 acides aminés. 
 
 
Figure 1.40 : Représentation schématique de la conformation 
d’un motif de type « E-F hand ». Le motif EF-hand classique 
est un motif de type hélice-boucle-hélice comprenant 2 hélices-α 
(E et F) perpendiculaire l’une à l’autre, séparées par une boucle 
de 12 acides aminés de long. Il a été souvent proposé pour le 
décrire l’analogie avec la main, où le pouce et l’index sont placés 
perpendiculairement l’un de l’autre. Le Ca2+ se lie dans une zone 
correspondant à l’espace entre le majeur plié et l’index déplié. 
Les motifs de type EF-hand peuvent avoir une affinité pour les 
ions calcium et magnésium et sont généralement disposés dans 
les protéines en motifs répétés adjacents et le plus souvent par 




L’analogie de la main, où le pouce et l’index sont placés perpendiculairement l’un de l’autre 
est souvent utilisée pour décrire la structure de ce motif. Le Ca2+ se lie à une zone 
correspondant à l’espace entre le majeur plié et l’index déplié (Figure 1.40).  
Les motifs de type EF-hand peuvent avoir une affinité pour les ions Ca2+ et Mg2+, et sont 
généralement répétés, le plus souvent par paires. A titre d’exemple, la calmoduline et la 
troponine C possèdent 4 motifs de type EF-hand adjacents. Les calpaïnes possèdent également  
des motifs de type EF-hand, en plus de leur domaine C2. 
 
-ALG-2 : ALG-2 est une protéine codée par le gène « Apoptosis Linked Gene », qui contient 
cinq motifs de liaison au Ca2+ de type EF-hand. Sa liaison au Ca2+ entraine des changements 




conformationnels lui permettant d’interagir avec des protéines riches en proline, dont 
certaines Anx, et des protéines du complexe ESCRT (Odorizzi 2006). Il a été établi qu’ALG-
2 permet le recrutement et l’assemblage séquentiel du complexe protéique ESCRT-III. Le 
knock-down de ALG-2 dans des cellules de la lignée humaine Hela provoque l’incapacité des 
cellules à survivre à une rupture de la membrane plasmique induite par irradiation laser 
(Scheffer et al. 2014). Les auteurs ont proposé que suite à l’augmentation de la concentration 
en Ca2+ intracellulaire, l’activation d’ALG-2 facilite le recrutement d’Alix pour permettre 
l’assemblage d’un complexe ESCRT-III. Ce complexe déforme la membrane plasmique pour 
créer des bourgeons permettant l’élimination de la membrane plasmique lésée. 
 
-Les protéines de la famille S100 : Les protéines S100 forment une famille de 24 membres 
retrouvés spécifiquement chez les vertébrés. Elles sont divisées en 3 sous-groupes suivant 
leurs cibles. On distingue le groupe des protéines ayant seulement des effets intracellulaires, 
celui des protéines ayant des effets intra- et extracellulaires et le groupe ayant des effets 
extracellulaires. Les protéines sécrétées ou relarguées dans le milieu extracellulaire peuvent 
agir comme molécule de signalisation autocrine ou paracrine. Chaque protéine S100 est le 
plus souvent tissu-spécifique. Les protéines S100 peuvent aussi être spécifiquement 
exprimées dans des pathologies, comme pour certaines formes de cancer. Par interaction avec 
une grande diversité de molécules, les protéines S100 exercent leur fonction dans une pléthore 
de processus physiologiques dont la régulation de la prolifération cellulaire, la différenciation, 
l’apoptose, l’homéostasie calcique, le métabolisme énergétique, l’inflammation, etc (Donato 
et al. 2013).  
La protéine S100A11 est une protéine surexprimée dans de nombreux cancers métastatiques 
(Shankar et al. 2010). Il a été montré pour la lignée tumorale de cancer mammaire MCF7 que 
l’induction d’un phénotype invasif, par expression ectopique de la protéine erbB2, est associé 
à une augmentation de l’expression des protéines S100A11 et AnxA2 (Jaiswal et al. 2014). 
Les auteurs ont montré que cette protéine est retrouvée au site de rupture de la membrane 
plasmique pour 8% des cellules MCF7 contrôles, non invasives, et pour 40% des cellules 
MCF7 invasives. Après dommage membranaire, la mortalité des cellules MCF7 déficientes en 
S100A11 est multipliée par 10, en comparaison à des cellules contrôles. Les auteurs ont 
montré que, suite à la rupture de la membrane plasmique, la protéine S100A11 et l’AnxA2 co-
localisent au niveau du site de rupture. La mutation de S100A11 inhibant sa capacité de 
liaison au Ca2+ et à l’AnxA2, empêche son recrutement au site de rupture et inhibe la capacité 
des cellules à réparer des lésions membranaires. 
L’ensemble de ces résultats ont permis de proposer un mécanisme d’action de la protéine 
S100A11 dans la réparation membranaire (Figure 1.41). L’entrée de Ca2+ extracellulaire 
consécutif à une rupture entraine l’activation de la protéine S100A11, qui change de 
conformation et s’associe à l’AnxA2 pour former des hétérotétramères (Figure 1.41, 2). Elle 
permet également le recrutement d’AnxA1 à la membrane plasmique lésée. L’augmentation 
de la concentration locale du Ca2+ provoque une accumulation des complexes 
S100A11/AnxA2 et une dépolymérisation de l’actine corticale à proximité du site de rupture 
(Figure 1.41, 3). Cette dépolymérisation du cytosquelette entraine une déstabilisation  


















Figure 1.41 : Représentation schématique du mécanisme d’action de la protéine S100A11 dans la 
réparation membranaire de la lignée tumorale mammaire MCF7. (1) Cellule intacte. (2) L’entrée de Ca2+ 
extracellulaire suite à une lésion membranaire entraine l’activation de la protéine S100A11, qui change de 
conformation. Elle forme des hétérotétramères avec l’AnxA2 et permet le recrutement d’AnxA1 à la membrane 
plasmique lésée. (3) L’augmentation de la concentration locale du Ca2+ provoque une accumulation de 
complexes S100A11/AnxA2 et une dépolymérisation de l’actine corticale à proximité du site de rupture. (4) 
Cette dépolymérisation du cytosquelette entraine une déstabilisation importante de la membrane plasmique 
entourant le site de rupture qui facilite son élimination. Les complexes S100A11/AnxA2 stimulent alors la 
repolymérisation du cytosquelette permettant la constriction du site membranaire endommagé et facilitant la 
fermeture complète de la membrane endommagée. Figure adaptée de (Jaiswal et al. 2014). 
 
 
importante de la membrane plasmique entourant le site de rupture et facilite son élimination. 
Les complexes S100A11/AnxA2 stimulent alors la repolymérisation du cytosquelette 
permettant la constriction du site membranaire endommagé et facilitant la fermeture complète 
de la membrane endommagée (Figure 1.41, 4). 
 
  B3.b3-Les Annexines : 
 
Les Annexines (Anx) forment une superfamille de protéines très répandue et conservée dans 
le monde du vivant. Ces protéines, cytosoliques pour la plupart, sont très représentées dans les 
cellules. Leurs propriétés de liaison aux membranes biologiques en présence de Ca2+, ainsi 
que leur implication dans de nombreuses fonctions en relation avec les membranes, en ont fait 
d’excellents candidats en tant qu’acteurs majeurs de la réparation membranaire. 
Une étude réalisée au laboratoire sur des cellules périvasculaires murines, a montré, qu’après 
rupture mécanique, l’AnxA5 se lie aux bords de la zone de rupture où elle s’auto-assemble en 
réseau bidimensionnel. L’équipe a proposé l’hypothèse que le réseau d’AnxA5 empêche 
l’expansion de la rupture en s’opposant aux tensions exercées par le cytosquelette cortical et 
favorise la réparation membranaire (Bouter et al. 2011). Fort de ces résultats et sur la base 
d’études réalisées avec d’autres Anx par plusieurs équipes dans le monde, nous proposons 




l’hypothèse que les Anx orchestrent de manière concertée la machinerie de réparation 
membranaire en protégeant les cellules contre les effets directs et collatéraux d’une rupture de 
la membrane plasmique.  








Chapitre n°2 : Les Annexines 
 
A. Présentation générale de la superfamille des Annexines : 
 
Les Anx constituent une superfamille de protéines présentes chez la plupart des eucaryotes à 
l’exception des levures, mais absentes chez les bactéries (Moss et Morgan 2004). Elles ont été 
découvertes il y a plus de 35 ans. La première Anx isolée de cellules chromaffines des glandes 
surrénales de bœuf, maintenant connue sous le nom d’AnxA7, a été montrée comme jouant un 
rôle dans la fusion de granules isolés en présence de Ca2+ (Creutz, Pazoles, et Pollard 1978). 
La présence d’au moins 4 domaines répétés, qui constituent le motif de liaison aux 
membranes, caractérise les Anx. Le fait que des membres de cette famille soient présents chez 
des protistes implique que les premiers membres de cette superfamille seraient apparus chez 
un ancêtre commun il y a environ 2 milliards d’années (Weiland et al. 2005) (Hedges 2002). 
Un gène homologue codant pour un seul domaine a été aussi identifié chez la bactérie 
Cytophaga hutchinsonii (R. O. Morgan et al. 2006) et pourrait indiquer une origine plus 
ancienne de ces protéines. Plus de 500 membres de cette superfamille ont actuellement été 
identifiés et répartis dans de nombreuses espèces (Rescher et Gerke 2004). 
Des études phylogénétiques ont permis de regrouper tous ces membres en cinq familles 
appelées AnxA à AnxE. La famille A est composée des Anx retrouvées chez les vertébrés, la 
famille des AnxB regroupe les Anx retrouvées chez les invertébrés, la famille des AnxC 
regroupe les Anx présentent chez les mycètes et organismes apparentés et les familles des 
AnxD et E regroupent les Anx retrouvées chez les plantes et les protistes, respectivement 
(Moss et Morgan 2004). Chez l’Homme, 12 ont été identifiées et nommées de A1 à A13, le 
numéro 12 n’étant pas assigné dans la nomenclature officielle. Les Anx sont des protéines 
abondantes et exprimées pour la plupart de manière ubiquitaire (Gerke et Moss 2002). Par 
exemple, les AnxA5 et A3 ont été montrés comme pouvant représenter 2% et 1% de la masse 
protéique totale des cellules humaines HFF et neutrophiles, respectivement (Schlaepfer et 
Haigler 1990) (Sopkova et al. 2002). Au sein d’une même famille, les différents membres se 
distinguent par les différences de séquences dans leur partie N-Terminale. Cette partie N-
Terminale des Anx est responsable de leurs fonctions, avant ou après liaison aux membranes 
biologiques. 
 
B. Structure et fonctions des Annexines :  
 
Au cours des 9 premiers mois de l’année 2015, 1300 articles, contenant dans leur titre ou leur 
résumé le mot « Annexin », ont été publiés et référencés sur pubmed, soit une moyenne de 5 
articles par jour. Les Anx sont des protéines très étudiées car elles sont impliquées dans de 
nombreux processus associés aux membranes. Par exemple, à l’échelle cellulaire, elles 
interviennent dans l’endocytose/exocytose, le transport vésiculaire, l’agrégation de vésicules, 
la prolifération cellulaire et l’organisation du cytosquelette. A l’échelle tissulaire, elles 




interviennent dans des phénomènes comme la coagulation sanguine ou l’inflammation (Gerke 
et Moss 2002).  
Les Anx sont des protéines solubles, qui ont la capacité de se lier aux membranes biologiques 
en présence de Ca2+ (Gerke, Creutz, et Moss 2005). Plus particulièrement, les Anx se lient aux 
phospholipides chargés négativement contenus dans les membranes, principalement la PS 
(Zachowski 1993). La liaison des Anx est optimale avec des phospholipides membranaires, 
puisque l’affinité de ces protéines pour des phospholipides solubilisés est vraiment très faible 
(Tait, Gibson, et Fujikawa 1989). In vitro, les Anx peuvent néanmoins se lier à d’autres 
phospholipides chargés négativement que la PS (Blackwood et Ernst 1990). L’AnxA2 peut 
ainsi se lier au phosphatidylinositol-4,5-biphosphate. Il a aussi été montré que l’affinité pour 
les membranes de certaines Anx, comme l’AnxA1, est augmentée par la présence de 
phospholipides non chargés tels que les céramides (Eduard B. Babiychuk, Monastyrskaya, et 
Draeger 2008). Dans des conditions très particulières, sur des membranes modèles il a été 
montré que certaines Anx, comme l’AnxA5, peuvent se lier à des membranes composées 
uniquement de phospholipides non chargés comme la PC (Richter et al. 2005). Les Anx se 
lient aux membranes biologiques de manière réversible. Leur association/dissociation avec 
ces membranes dépend de la proportion de phospholipides chargés négativement et est 
entièrement contrôlée par la concentration en Ca2+ dans le milieu (Pigault et al. 1994). Cette 
dépendance au Ca2+ est partagée par d’autres familles de protéines comme les facteurs de la 
coagulation, certaines protéines kinases ou les phospholipases (Lemmon 2008). Les Anx se 
distinguent de ces autres familles de protéines par leur structure de liaison aux membranes 
ainsi que leur site de liaison au Ca2+. 
 
B1. Structure des Annexines 
 
Les Anx sont toutes caractérisées par la présence dans leur partie C-Terminale, d’un module 
hautement conservé et constitué de 4 répétitions d’une séquence d’environ 70 acides aminés, 
appelé domaine Anx (Figure 2.1). L’AnxA5 fut la première Anx cristallisée, dont la structure 
a été résolue (Huber, Römisch, et Paques 1990). Depuis la structure tridimensionnelle d’autres 
Anx a été obtenue (Swairjo et Seaton 1994). Ces études ont montré qu’un domaine Anx est 
une structure compacte composée de 5 hélices-α reliées par des petites boucles, contenant les 
sites de liaison du Ca2+ (Figure 2.1, représentation 3D). L’interaction aux membranes est 
réalisée par l’intermédiaire des ions Ca2+. La disposition spatiale des 4 domaines forme le 
module de liaison aux membranes. Il présente la forme d’un rhomboïde faiblement incurvé, 
dont la face convexe lie les membranes via un pont électrostatique entre les ions Ca2+ et les 
têtes polaires des phospholipides (Figure 2.1, représentation schématique). La partie 
concave fait alors face à la partie N-Terminale. L’AnxA6 est un membre à part, puisqu’elle 
est la seule à contenir huit domaines Anx, répartis en 2 modules de liaison aux membranes. 
Les Anx constituent la seconde famille de protéines liant le Ca2+ dont la structure 
cristallographique ait été déterminée, après la famille des calmodulines (Seaton et Dedman 
1998). Comparé à la calmoduline, dont le motif E-F hand  possède 4 sites de liaison  





Figure 2.1 : Représentation schématique de la structure générale des Annexines en interaction avec une 
membrane. Représentation schématique : Les Anx sont composées d’un module C-Terminal de liaison aux 
membranes Ca2+-dépendante, très conservé et d’une partie N-Terminale variable. Le module de liaison est 
composé de 4 répétitions de 70 acides aminés pouvant chacun lier des ions Ca2+. La présence de Ca2+ (boules 
bleues) est nécessaire pour la liaison réversible aux membranes. Représentation 3D : Chaque domaine Anx est 
une structure compacte composée de 5 hélices-α reliés par des boucles. Chaque domaine est représenté par une 
couleur et les ions Ca2+ interagissant avec l’Anx sont représentés par des boules jaunes. Figures modifiées à 
partir de (Bouter et al. 2011) et (Rescher et Gerke 2004). 
 
 
identiques au Ca2+, les Anx peuvent lier en moyenne entre 10 et 12 ions Ca2+ (Evans et 
Nelsestuen 1994). Chaque domaine Anx peut effectivement lier jusqu’à 3 ions Ca2+.  Les sites 
de liaison au Ca2+ et aux phospholipides sont présents dans chacune des 4 répétitions (Yáñez, 
Gil-Longo, et Campos-Toimil 2012). Parmi les trois sites de liaison Ca2+, certains sont des 
sites de forte affinité pour le Ca2+ et d’autres des sites de faible affinité. Chaque domaine Anx 
possède un site de forte affinité et deux sites de faible affinité. Les Anx, bien que possédant 
un module de liaison très conservé, ont une sensibilité au Ca2+ différente. Cette différence de 
sensibilité module la cinétique de liaison aux membranes. L’affinité intrinsèque des Anx pour 
le Ca2+ est plutôt faible (de 10-5 à 10-3M), mais augmente d’un facteur 100, ou plus, en 
présence de phospholipides (Céline Raguenes-Nicol 2002), (Raynal et Pollard 1994).  
La constante de dissociation des Anx, associée à l’interaction membranaire, dépend de la 
composition phospholipidique.  
Chez les mammifères, il est estimé que la quasi-totalité des PS sont situées dans le feuillet 
interne de la membrane plasmique (van Meer, Voelker, et Feigenson 2008), où ils 
représentent 15 à 20% des lipides (Adu-Gyamfi et al. 2015). La concentration calcique 
nécessaire pour la demi-association de l’AnxA5 à des liposomes contenant entre 18 et 20% de 
PS est de 200µM (Richter et al. 2005). Cette valeur passe à 2mM, lorsque la densité en PS est 
comprise entre 9 et 10%, et à 20mM, pour une densité comprise entre 4,5 et 5,5%.  
Leur différence de sensibilité au Ca2+ permet une activation ciblée des différentes Anx en 
réponse aux changements cytosoliques et membranaires (Gerke, Creutz, et Moss 2005), 
(Raynal et Pollard 1994).  
Par exemple, il a été montré dans des cellules murines de la lignée NE-115 que l’élévation 
intracellulaire de la concentration en Ca2+ entraine un recrutement séquentiel des différentes 
Anx. L’AnxA2 est la première Anx recrutée à la membrane plasmique et à l’enveloppe 
nucléaire, suivie environ 30 secondes plus tard par l’AnxA4, puis par l’AnxA6, l’AnxA1 et 




enfin l’AnxA5 (Skrahina, Piljić, et Schultz 2008). D’autres études, dans d’autres contextes 
cellulaires, ont montré des cinétiques différentes (A2>A6>A4>A1 (Monastyrskaya et al. 
2007) ; A2>A1>A6>A4>A5 (Schlaepfer et Haigler 1987), probablement associées aux 
différences de composition membranaire. 
Bien que non indispensable pour la liaison aux membranes biologique, la région N-Terminale 
participe à la stabilité de la structure des Anx (Arboledas et al. 1997) (Lizarbe et al. 2013). 
Des études structurales ont montré, pour plusieurs Anx, l’existence de 2 conformations avec 
une forme en absence de Ca2+ et une forme en présence Ca2+ (Concha et al. 1993), (Sopkova 
et al. 2002), (Rosengarth et Luecke 2003). Les changements de conformation sont 
remarquables pour les Anx dont la région N-Terminale est étendue, telle que l’AnxA1 
(Figure 2.2). La partie N-Terminale de l’AnxA1 est enchâssée dans le module de liaison aux 
membranes, en absence Ca2+ (Figure 2.2, Forme non liée au Ca2+). 
 
 
Figure 2.2 : Représentation 3D du 
changement conformationnel de l’Annexine-
A1 après liaison au Ca2+. En absence de Ca2+, 
la région N-Terminale qui forme une structure 
secondaire de type hélice-α est enchâssée dans 
le module de liaison aux membranes lipidiques 
(forme non liée au Ca2+). La liaison du Ca2+ 
entraine le changement de conformation des 
sites de liaison au Ca2+ puis de toute la structure 
qui provoque la sortie de la partie N-Terminale 
du module de liaison et son exposition dans le 
milieu environnant. Figure modifiée de 
(Shesham, Bartolotti, et Li 2008). 
 
 
La liaison au Ca2+ entraine une modification globale de la conformation protéique, aboutissant 
à la sortie de la partie N-Terminale du module de liaison et son exposition dans 
l’environnement (Figure 2.2, Forme liée au Ca2+) (Rosengarth et Luecke 2003). Il a été 
proposé que l’exposition du domaine N-Terminal après liaison du Ca2+ permet son interaction 
avec d’autres protéines ou composants cellulaires, faisant de l’Anx liée au Ca2+ une forme 
activée d’Anx (A. Lewit-Bentley et al. 1992), (Gerke et Moss 2002). 
 
B2. Fonctions des Annexines 
 
La partie N-Terminale des Anx est très variable, non seulement en composition, mais aussi en 
taille. Chez l’Homme, sa taille varie de quelques résidus à plus de 200 (Lizarbe et al. 2013). 
Sur la base de ce critère, les Anx ont été classées en 3 groupes : 1) les membres avec une 
queue de taille inférieure à 21 acides aminés (A3-A5, A8, A10 et l’isoforme A13a), 2) les 
membres avec une queue de taille supérieure à 55 acides aminés (A1, A2, A9 et l’isoforme 
A13b) et 3) les membres avec une queue de taille supérieure à 100 acides aminés (A7 et A11). 




Ces domaines sont responsables des fonctions que jouent chacune des Anx. Leur rôle repose 
sur les interactions entre leur domaine N-Terminal et différentes protéines. Il repose 
également sur des modifications post-traductionnelles et/ou des modifications enzymatiques 
spécifiques. Par exemple, les régions N-Terminales des deux isoformes d’AnxA13 possèdent 
des sites de miristoylation. Les AnxA1 et A2 peuvent être phosphorylées par des kinases, 
comme la PKC-α ou les PKA, par des récepteurs d’hormones de croissance ou par des kinases 
virales (pp60src) (Gerke et Moss 2002). Les domaines N-Terminaux fonctionnent en fait 
comme des régions régulatrices. Des modifications variées de ces domaines peuvent avoir des 
conséquences différentes sur les propriétés physicochimiques des Anx, et moduler leur 
fonction. Par exemple, l’AnxA2 possède plusieurs sites de phosphorylation. Il a été montré 
que la phosphorylation d’une tyrosine en position 23 réduit son affinité pour des vésicules 
phospholipidiques ou inhibe sa liaison avec l’actine-F. En revanche, la phosphorylation d’une 
sérine en position 25 n’affecte pas son affinité pour ces vésicules (Bharadwaj et al. 2013). Par 
ailleurs, la phosphorylation d’une sérine en position 11  réduit son affinité pour la protéine 
S100A10 et entraine la dissociation de l’hétérotétramère AnxA2/S100A10. La partie N-
Terminale des AnxA1, A2 et A8 est sensible à la protéolyse. Chez les neutrophiles humains, 
l’AnxA1 est clivée par une métallo-protéase, modifiant la nature des granules avec lesquels 
elle interagit (Movitz, Sjölin, et Dahlgren 1999). La phosphorylation de la tyrosine 21 
augmente sa susceptibilité au clivage alors que la glycosylation d’un résidu asparagine en 
position 42 rend l’AnxA1 résistante à la protéolyse. 
 
Si la plupart des Anx sont exprimées de façon ubiquitaire, certaines ont un profil d’expression 
tissu-spécifique : l’AnxA3 dans les neutrophiles et l’AnxA8 dans les cellules placentaires et 
épithéliales, par exemple (Gerke et Moss 2002). Dans les cellules, les Anx ont une 
distribution généralement cytoplasmique et peuvent être parfois retrouvées associées à la 
membrane plasmique (Boczonadi et Määttä 2012). Certaines Anx comme l’AnxA5 bien que 
dépourvues de signal de localisation nucléaire connu sont localisées à la fois dans le cytosol et 
le noyau (J. L. Barwise et Walker 1996). La localisation nucléaire de l’AnxA5 semble 
dépendre du stade de division des cellules en culture et, plus particulièrement, de la présence 
dans le milieu extracellulaire de facteurs de croissance, dont l’effet sur les cellules est médié 
par des récepteurs à activité tyrosine kinase (Jennifer L. Barwise et Walker 1996) (Mohiti, 
Caswell, et Walker 1997). A l’heure actuelle, la signification biologique de la présence de ces 
protéines dans le noyau, et la manière dont leur localisation est régulée, reste un mystère. La 
possibilité de l’existence de séquence(s) signal de localisation nucléaire (NLS) encore 
inconnues peut être envisagé. L’interaction du domaine N-Terminal des Anx avec d’autres 
protéines module aussi la localisation subcellulaire de ces protéines. Au même titre que 
l’AnxA5, l’AnxA2 transite entre les compartiments nucléaires et cytosoliques. Des 
expériences ont montré que le traitement des cellules avec la leptomycine B, un inhibiteur de 
l’export nucléaire, bloque l’AnxA2 dans le noyau des cellules suggérant que cette protéine 
contient dans sa séquence au moins un NLS (Eberhard et al. 2001). Comme le traitement à la 
leptomycine B n’affecte pas la distribution purement cytosolique de l’hétérotétramère 




AnxA2/S100A10, il a été proposé que la liaison de la protéine S100A10 à la partie N-
Terminale de l’AnxA2 masque les NLS putatifs et cause sa rétention dans le cytosol  
Malgré l’absence dans leur séquence de peptide signal de sécrétion, certaines Anx ont été 
décrites comme présentes dans le milieu extracellulaire (Römisch et al. 1992) (Kaneko et al. 
1996), (Masuda et al. 2004), (Gerke et Moss 2002). Le(s) mécanisme(s) à l’origine de la 
présence d’Anx à l’extérieur des cellules reste(nt) également un mystère. Leur présence 
pourrait être due à l’existence de voies de sécrétion non conventionnelles indépendantes du 
réticulum endoplasmique et de l’appareil de Golgi, comme il a été proposé pour d’autres 
protéines, telle que l’interleukine-Iβ (Qu et al. 2007). La présence de ces Anx dans le 
compartiment extracellulaire pourrait être également le résultat d’un relargage passif par des 
cellules nécrotiques dont la membrane plasmique est gravement altérée.  
Les Anx extracellulaires semblent jouer des rôles importants dans de nombreuses fonctions 
physiologiques. Les fonctions les mieux définies actuellement concernent les AnxA1, A2 et 
A5, qui présentent des activités anti-inflammatoires, pro-fibrinolytiques et anti-thrombotiques, 
respectivement (D’Acquisto, Perretti, et Flower 2008) (Ling et al. 2004) (Rand et Wu 2004). 
Il a été montré que les traitements à base de glucorticoïdes entrainent une augmentation de 
l’expression de l’AnxA1 dans de nombreuses cellules (Comera et Russomarie 1995) et que 
l’injection de cette protéine à des souris modèles a des propriétés anti-inflammatoires. Les 
mécanismes responsables de ces propriétés anti-inflammatoires de l’AnxA1 extracellulaire ne 
sont pas encore bien compris. Il est proposé que l’AnxA1 interfère avec le recrutement, la 
migration et l’activation des granulocytes neutrophiles et inhiberait la voie adaptative des 
lymphocytes TH2. In vitro, il a ainsi été montré que sa présence dans le milieu extracellulaire 
promeut l’apoptose des neutrophiles, leur phagocytose et inhibe la différenciation des 
lymphocytes T en Th2 (D’Acquisto, Perretti, et Flower 2008).  
Les récepteurs au plasminogène sont essentiels à la régulation de l’activation de la plasmine, 
une enzyme peptidase, à la surface des cellules. Le plasminogène inactif est activé en 
plasminogène actif par des activateurs tels que l’activateur de plasminogène tissulaire (tPA) 
ou l’activateur de plasminogène urokinase (uPA). L’activation de la plasmine par le 
plasminogène actif est impliquée dans de nombreux processus physiologiques et 
pathologiques, incluant la fibrinolyse et l’invasion de cellules tumorales (Bharadwaj et al. 
2013). Ces effets sont le résultat de l’activation de métallo-protéases de la matrice 
extracellulaire. La production de plasmine dans le milieu extracellulaire est augmentée en 
présence de récepteurs au plasminogène à la surface des cellules, qui immobilise le 
plasminogène et entraine la mise en contact avec ses activateurs. Le rôle de l’AnxA2, en tant 
que régulateur de la fibrinolyse in vivo, a été mis en évidence dans des souris déficientes en 
AnxA2. Chez ces animaux, un dépôt anormal de fibrine dans les vaisseaux sanguins, ainsi 
qu’une clairance incomplète des artères lésées par thrombose, ont été observés (Surette et al. 
2011). Une série d’expériences, utilisant des souris déficientes en S100A10 ou en AnxA2, a 
mis en évidence que l’AnxA2 joue un rôle dans la fibrinolyse lorsqu’elle est complexée avec 
la protéine S100A10 sous forme d’hétérotétramère. Dans ce modèle, l’hétérotétramère 
AnxA2/S100A10 est lié au feuillet externe de la membrane plasmique par l’interaction de 
l’AnxA2 avec les phospholipides membranaires en présence de Ca2+ (Figure 2.3). 























Figures 2.3 : Représentation schématique du rôle de l’hétérotétramère AnxA2/S100A10 dans le processus 
fibrinolytique. L’hétérotétramère AnxA2/S100A10 est lié au feuillet externe de la membrane plasmique par 
l’interaction de l’AnxA2 avec les phospholipides membranaires en présence de Ca2+. La protéine S100A10 lie le 
plasminogène et l’activateur tissulaire du plasminogène. Cette proximité entraine la conversion du plasminogène 
en plasmine. La plasmine active alors les pro-métalloprotéases de la matrice extracellulaire (MEC) en 
métalloprotéases (MMP) actives. Ces métalloprotéases clivent les protéines qui dégradent la matrice 
extracellulaire en contact avec les cellules. Cette dégradation de la MEC augmente le pouvoir invasif dans le cas 
de cellules tumorales. Figure adaptée de (Bharadwaj et al. 2013). 
 
 
La protéine S100A10 lie le plasminogène et l’activateur tissulaire du plasminogène. Cette 
proximité entraine la conversion du plasminogène en plasmine. La plasmine active alors les 
pro-métalloprotéases de la matrice extracellulaire (MEC) en métalloprotéases actives. Ces 
métalloprotéases clivent les protéines qui dégradent la matrice extracellulaire en contact avec 
les cellules. Cette dégradation de la MEC augmente le pouvoir invasif dans le cas de cellules 
tumorales. Dans ce modèle, l’AnxA2 sert de stabilisateur à la protéine S100A10 pour exercer 
son rôle de récepteur au plasminogène et au tPA. Plusieurs zones d’ombre existent dans ce 
modèle, notamment sur le processus de translocation du tétramère AnxA2/S100A10 du 
feuillet interne de la membrane plasmique vers le feuillet externe. 
Plusieurs fonctions ont été attribuées pour l’AnxA5 extracellulaire. Elle a d’abord été décrite 
comme étant une protéine anticoagulante en se liant aux PS exposées à la surface des 
plaquettes activées ou des cellules endothéliales. Cette liaison provoquerait un encombrement 
stérique pour la liaison des facteurs de la coagulation.  
Le syndrome antiphospholipides (SAPL) est une maladie auto-immune systémique 
caractérisée par la présence d’anticorps sériques anti-phospholipides, qui provoquent des 
évènements thrombotiques ou des complications obstétricales récurrentes. Chez les patientes 
touchées par ce syndrome, le risque de faire une fausse couche est important. L’AnxA5 est 
fortement exprimée dans le tissu placentaire et a été proposée comme étant constitutivement 




présente à la surface des syncytiotrophoblastes placentaires (Rand et Wu 2004). Il a été 
montré que l’administration d’un anticorps anti-AnxA5, par perfusion, chez des souris 
femelles entraine une  thrombose placentaire et un état nécrotique des embryons (X. Wang et 
al. 1999). Il a été proposé que l’AnxA5 à la surface des syncytiotrophoblastes placentaires, 
forme un bouclier anti-thrombotique, protégeant le placenta. Cette hypothèse reste encore très 
discutée. Plusieurs études cliniques n’ont en effet pas révélé de relation directe entre la 
présence d’anticorps anti-AnxA5 et des fausses couches récurrentes (Rand et Wu 2004). Les 
effets, sur le développement intra-utérin du placenta et des embryons, des anticorps anti-
AnxA5 (de lapin) pourraient être les conséquences de l’activation de composants moléculaires 
et cellulaires du système immunitaire, en présence de xéno-anticorps, et non à l’inhibition de 
la liaison de l’AnxA5 à la surface des syncytiotrophoblastes.  
Les relations étroites que peuvent établir les membres de la superfamille des Anx avec un 
grand nombre de protéines cellulaires et leurs implications dans un ensemble de processus 
essentiels à la survie des cellules rendent difficile l’interprétation des données expérimentales 
obtenues in vivo. De plus, en raison de leur propriété commune de liaison aux membranes 
biologiques en présence de Ca2+, il n’est pas exclu que des phénomènes de compensation 
fonctionnelle existent lors de l’inhibition sélective d’une Anx. 
Outre leurs propriétés de liaison membranaire, certaines Anx sont capables de former des 
auto-assemblages à la surface des membranes biologiques (Mosser et al. 1991) (Bandorowicz-
Pikula 2003). Ces véritables cristaux bidimensionnels ont été observés pour les AnxA4 
(Kaetzel et al. 2001), A5 (Oling, Bergsma-Schutter, et Brisson 2001) et A6 (Avila-Sakar, 
Creutz, et Kretsinger 1998). De manière très intéressante, des assemblages inter-
membranaires ont été également observés dans le cas du dimère AnxA2/S100A10 (Lambert et 
al. 2004). La formation de telles structures, quasi-cristallines, est rare pour des protéines. 
Toutes les fonctions imputées aux Anx sont associées à la régulation de la dynamique des 
membranes. Il a été proposé, suite à des expériences sur bicouches lipidiques supportées, 
composées à 80% de DOPC et 20% de DOPS, que la formation de ces réseaux entraine une 
hétérogènéité de la composition membranaire, avec la ségrégation des DOPS en nano-
domaines interagissant avec l’Anx (Faiß et al. 2008). La formation des auto-assemblages 
d’Anx diminuerait la mobilité phospholipidique dans ces nano-domaines. L’existence in vivo 
de ces réseaux n’a pour le moment jamais été montrée. L’équipe a néanmoins mis en évidence 
que la forme sauvage d’AnxA5 promeut la réparation membranaire des cellules 
périvasculaires murines, alors qu’une forme mutée, incapable de former ce type de réseau, n’a 
aucun effet (Bouter et al. 2011). L’auto-assemblage semble donc être essentiel à la fonction 
de l’AnxA5 dans la réparation membranaire. 
L’AnxA5 est la plus petite des Anx, avec une masse moléculaire d’environ 35kDa et une 
partie N-Terminale composée de moins de 20 acides aminés (Lizarbe et al. 2013). Elle 
constitue ainsi le prototype de la superfamille des Anx. Son abondance dans le placenta 
humain a permis d’en purifier suffisamment pour effectuer les études structurales qui ont servi 
à sa modélisation. Des études par cryo-microscopie électronique (Oling, Bergsma-Schutter, et 
Brisson 2001), microscopie à force atomique (Reviakine, Bergsma-Schutter, et Brisson 1998) 
et une approche corrélative de microscopie électronique à transmission et de cristallographie 




des rayons X (Voges et al. 1994) ont mis en évidence la formation spontanée de cristaux-2D, 
par auto-assemblage de l’AnxA5, après liaison sur des membranes contenant de la PS. En 
présence de Ca2+ à une concentration de l’ordre du mM, l’AnxA5 se lie aux PS membranaires 
et s’auto-assemble en trimères puis en réseau 2D (Oling, Bergsma-Schutter, et Brisson 2001) 
(Figure 2.4A). 
Plusieurs formes cristallines ont été observées une forme majoritaire de symétrie P6 et une 
forme de symétrie P3 minoritaire en conditions proches du physiologique mais dont la 
formation est favorisée par l’augmentation de la proportion de PS dans les membranes ou par 
l’augmentation de la concentration en Ca2+ du milieu environnant (Figure 2.4A). Vue depuis 
sa face concave, l’AnxA5 possède une forme cyclique dans laquelle les domaines Anx ont 
une disposition spatiale par paire (I+IV) et (II+III) (Figure 2.4B). Les cristaux de symétrie P6 
ont une structure à motifs hexagonaux, dont l’espace libre dans chaque hexagone forme un 
cercle d’un diamètre estimé à 9nm (Figure 2.4C). Il a aussi été estimé que l’AnxA5 occupe 
65% de la surface totale occupée par le cristal (Bouter et al. 2011). Des projections de clichés 
pris en cryo-microscopie électronique montrent que la base structurale des cristaux de 
symétrie P6 est la formation de dimères de trimères via le domaine III (Figure 2.4D). Il a été 
montré que cette interaction entre deux monomères, via le domaine III, se fait par paire 
d’acides aminés de charges opposées (Mo et al. 2003). La mutation d’un seul acide aminé, 
entrant dans la formation de ces interactions électrostatiques, ne suffit pas à abolir l’aptitude 
de l’AnxA5 à s’auto-assembler en réseaux-2D. Seuls des quadruples et quintuples mutants 
perdent la capacité de former des auto-assemblages (Bouter et al. 2011).  
 
C. Annexines et réparation membranaire 
 
Les Anx constituent un senseur calcique supplémentaire dans les cellules. Seulement, à la 
différence d’autres senseurs comme les ferlines ou les synaptotagmines, ce sont des senseurs 
majoritairement cytosoliques. L’augmentation de la concentration en Ca2+ intracellulaire 
modifie rapidement et considérablement leur localisation subcellulaire, en provoquant leur 
liaison aux membranes. La sensibilité au Ca2+ de ces protéines est modulée, soit par 
l’interaction avec d’autres protéines cytosoliques, soit par modification de la partie N-
Terminale, comme décrit précédemment pour l’interaction de l’AnxA2 avec S100A10. Toutes 
les conditions sont donc réunies pour qu’elles aient des actions directes ou indirectes sur le 
processus de réparation de la membrane plasmique. Les Anx A1, A2, A5, A6 et A7 ont ainsi 
déjà été décrites, comme intervenant dans le processus de réparation, à des étapes différentes. 
 
C1. Annexine-A1 et réparation membranaire 
 
L’AnxA1 fut, avec l’AnxA2, l’une des premières Anx suspectées d’avoir un rôle dans la 
réparation membranaire (Lennon et al. 2003). Une étude sur des tissus musculaires striés 
squelettiques, de souris déficientes en dysferline, a montré une baisse de l’expression des  
 






















Figure 2.4 : Formation de réseaux bidimensionnels par l’Annexine-A5 après liaison aux membranes 
contenant de la PS en présence de mM Ca2+. (A) Représentation schématique de la formation de cristaux-2D 
par l’AnxA5. L’AnxA5 en solution se lie aux membranes contenant des PS (support vert) en présence de Ca2+. 
Après association, l’AnxA5 s’auto-assemble en trimères, qui s’associent pour former des réseaux-2D. Deux 
types de réseaux majoritaires ont été observés : les réseaux de symétrie P6 et les réseaux de symétrie P3. Les 
réseaux de symétrie P6 sont les réseaux majoritaires formés en condition standard mais coexistent avec les 
réseaux de symétrie P3. La formation de ces derniers semble être favorisée par une forte proportion de PS dans 
les membranes ou par l’augmentation de la concentration en Ca2+. (B) Représentation 3D de l’AnxA5 observée 
par sa face concave. Les 4 domaines Anx (numérotés de I à IV) ont une disposition spatiale par paires (I+IV) et 
(II+III). (C) Vue en projection d’un crystal 2D de symétrie P6. Un trimère d’AnxA5 a été coloré pour une 
meilleur lisibilité de la structure avec, dans le trimère, un monomère en rouge et un dimère en bleu. (D) 
Projection de l’association de deux trimères au sein d’un crystal de symétrie P6 à partir de clichés en 
microscopie électronique. L’association de deux trimères se fait via l’interaction des domaines III de deux 
monomères d’AnxA5 au sein de deux trimères adjacents. Barre d’échelle : 10nm. 
 
 
AnxA1 et A2, en comparaison aux cellules isolées de souris sauvages. Il a également été 
montré que, dans ces cellules, ces deux Anx interagissent avec la dysferline. Les auteurs ont 
proposé que, dans les 
myotubes intacts, la dysferline est localisée au niveau du sarcolemme où elle co-localise avec 
les AnxA1 et A2 (Figure 2.5A). L’interaction de la dysferline avec l’AnxA2 se fait 
notamment au niveau des microdomaines, alors que l’interaction avec l’AnxA1 se fait dans 
les autres régions du sarcolemme. Dans les cellules musculaires, les AnxA1 et A2 existent 
aussi sous forme monomérique et hétérotétramériques avec leurs partenaires S100A10 
(AnxA2) et S100A11 (AnxA1). La rupture mécanique importante du sarcolemme entraine un  





Figure 2.5 : Modèle de réparation du 
sarcolemme de cellules musculaires striées 
squelettiques avec l’intervention des 
Annexines A1 et A2 après lésion physique 
du sarcolemmme. (A) Dans les myotubes 
intacts, la dysferline est localisée dans le 
sarcolemme dans lequel elle co-localise avec 
les AnxA1 et A2. L’interaction avec l’AnxA2 
se fait notamment au niveau des 
microdomaines de type cavéolaire ou non 
cavéolaire, alors que l’interaction de la 
dysferline avec l’AnxA1 se fait dans les autres 
régions. Dans les cellules les Anx existent aussi 
sous forme monomérique et hétérotétramérique 
avec leurs partenaires S100A10 (AnxA2) et 
S100A11 (AnxA1). (B) La rupture mécanique 
importante du sarcolemme entraine un influx 
massif de Ca2+ extracellulaire qui active le 
processus de fusion de vésicules au niveau de 
la zone de rupture. L’augmentation de la 
concentration calcique intracellulaire active les 
Anx qui participent à l’agrégation et au 
recrutement des vésicules intracellulaire L’interaction entre le complexe AnxA2/S100A10 et la dysferline assure 
le recrutement du patch au site de rupture. (C) Le retour à une composition membranaire normale pourrait être 
lié à l’activité des calpaïnes. Schéma adapté de (Lennon et al. 2003). 
 
 
influx massif de Ca2+ extracellulaire qui active le processus de fusion de vésicules au niveau 
de la zone de rupture (Figure 2.5B). 
L’augmentation de la concentration calcique intracellulaire active les Anx, qui participent 
alors à l’agrégation et au recrutement des vésicules intracellulaires pour la formation du 
« patch » lipidique. La liaison du « patch » à la membrane est assurée par interaction de la 
dysferline au tétramère AnxA2/S100A10. Le retour à une composition membranaire normale 
pourrait être lié à l’activité des protéases calpaïnes (Figure 2.5C). Ce modèle date de 2003 et 
a été complété récemment par Lek et ses collaborateurs (Lek et al. 2013). La rupture du 
sarcolemme et du potentiel membranaire au niveau du site de rupture seraient suivis d’un 
influx massif de Ca2+, par le site de rupture, mais aussi par des canaux calciques voltages 
dépendants (CCV-D) activés au niveau de ce site (Figure 2.6). En quelques secondes, un pool 
de dysferline est clivé en mini-dysferlinec72 par les calpaïnes (Figure 2.6A). Des vésicules 
recouvertes de mini-dysferlinec72 sont alors recrutées. La protéine MG53 est aussi recrutée de 
manière indépendante du Ca2+. 





Figure 2.6 : Modèle de réparation du sarcolemme proposé. (A) Dans ce modèle, l’influx massif de Ca2+ 
entraine un changement de potentiel membranaire au niveau du site de rupture et une cascade d’évènements 
intracellulaires, dont le clivage d’un pool de dysferline en mini-dysferlinec72 par les calpaïnes. Il entraine 
également l’ouverture de canaux calciques voltages dépendants (CCV-D), la formation de vésicules recouvertes 
de mini-dysferlinec72 et le recrutement de la protéine MG53 au site de rupture. (B) L’inactivation des CCV-D  
s’accompagne du recrutement et de la fusion au site de rupture des vésicules recouvertes d’AnxA1. La région 
membranaire endommagée est bordée de MG53 et de mini-dysferlinec72. (C) Le colmatage de la rupture est 
finalisé par la fusion des vésicules recouvertes par l’AnxA1 et la fermeture des CCV-D. Figure adaptée de (Lek 
et al. 2013). 
 
 
Cet ensemble d’évènements est suivi, dans les 20 secondes suivant la rupture du sarcolemme, 
par l’inactivation des CCV-D et le recrutement et la fusion au niveau du site de rupture de 
vésicules recouvertes de mini-dysferlinec72, mais aussi d’AnxA1 (Figure 2.6B). MG53 est 
alors retrouvée en bordure de la zone lésée. Le processus de fermeture de la rupture est 
finalisé par la fusion des vésicules recouvertes par l’AnxA1 et la fermeture des CCV-D dans 
les 90 à 120 secondes après la rupture. 
Le recrutement spécifique de l’AnxA1 au niveau du site de rupture, pour des lésions 
membranaires induites par irradiation laser, a aussi été observé pour des cellules humaines de 
la lignée Hela (A. K. McNeil et al. 2006). Les cellules Hela, exprimant une AnxA1 mutante 
insensible au Ca2+, sont incapables de réparer des ruptures de leur membrane plasmique, après 
irradiation laser. L’ensemble de ces résultats montrent que l’AnxA1 joue un rôle important 
dans la réparation membranaire de différents types cellulaires, par recrutement Ca2+-
dépendant au niveau des sites de rupture. 
L’AnxA1 a aussi été identifiée comme un composant de la machinerie de réparation 
membranaire pour des cellules endommagées par des PFTs (E. B. Babiychuk et al. 2009). Il a 
été observé que les cellules HEK293, exposées à des PFTs, développent des bourgeonnements 
membranaires, suivis de la libération dans le milieu extracellulaire de microparticules 
contenant de l’AnxA1. En effet, la perméabilisation de ces cellules entraine un recrutement de 
l’AnxA1 au niveau de petites régions à haute concentration en Ca2+, correspondant 
probablement aux pores membranaires.  La diminution de l’expression de l’AnxA1, par une 
stratégie d’ARNi, diminue fortement la capacité des cellules exposées aux PFTs à survivre  
 




Figure 2.7 : Représentation schématique du 
mode d’intervention de l’Annexine-A1 dans la 
réparation membranaire pour des cellules 
exposées à des PFTs. (1) La perméabilisation des 
cellules après formation de pores par la SLO 
entraine un influx de Ca2+ extracellulaire. (2) 
L’augmentation de la concentration locale en Ca2+ 
provoque l’activation des myosines non 
musculaires corticales, qui initient la contraction 
de la membrane plasmique par interaction avec les 
filaments d’actine corticale. Cette activité 
contractile génère la formation d’un bourgeon 
membranaire. La fermeture spontanée du bourgeon 
permet son émission sous forme de microparticules 
contenant les toxines. (3) Si l’augmentation de la 
concentration calcique intracellulaire est trop 
importante (10µM) l’AnxA1 est recrutée au niveau 
des régions perméabilisées de la membrane plasmique et bloque la communication entre le corps cellulaire et le 
bourgeon. (4) La formation de bourgeon en absence de toxines observée pour des cellules stressées serait un 




(E B Babiychuk et al. 2011). Dans le modèle proposé à la suite de ces études, la 
perméabilisation des cellules par les PFTs provoque un influx de Ca2+ (Figure 2.7, 1). Cet 
influx de Ca2+ active les myosines non musculaires à proximité des zones perméabilisées et 
induit la contraction du cytosquelette d’actine corticale. Cette contraction permet d’initier le 
bourgeonnement de la région membranaire perméabilisée (Figure 2.7, 2). La contraction peut 
aboutir à une scission totale du bourgeon et sa libération sous forme de microparticule.  
Lorsque la concentration calcique libre intracellulaire dépasse le seuil de 10µM, l’AnxA1 est 
recrutée au niveau des régions membranaires perméabilisées et permet la 
compartimentalisation totale du bourgeon et sa libération dans le milieu extracellulaire, sous 
forme de microparticule (Figure 2.7, 3). Il a aussi été observé une formation de bourgeons de 
la membrane plasmique, en absence de PFTs pour des cellules en condition de stress. La 
formation de ces bourgeons serait un mécanisme préventif, afin de préparer les cellules à un 
dommage imminent (Figure 2.7, 4). 
 
C2. Annexine-A2 et réparation membranaire 
 
Comme il a été abordé dans le chapitre précédent, l’AnxA2 est impliquée dans la réparation 
membranaire de cellules musculaires murines, en partenariat avec l’AnxA1 et la Dysferline, 
selon un mécanisme encore mal compris (Lennon et al. 2003). 
Une étude très récente a mis en évidence son implication dans la réparation membranaire pour 
une lignée tumorale de cancer du sein MCF7 (Jaiswal et al. 2014). Pour cette étude, la lignée 
tumorale a été rendue métastatique, par surexpression d’une forme tronquée de l’oncogène 
ErbB2 (p95ErbB2). L’AnxA2 et la protéine S100A11 sont fortement exprimées dans de 




nombreuses tumeurs et ont été associées au processus métastatiques pour des tumeurs 
pancréatiques, pulmonaires et du colon (« Plasma membrane repair provides a new strategy 
for targeting metastatic cancer cells » 2015). La rupture membranaire de ces cellules, par 
irradiation laser, est suivie du recrutement d’AnxA1 indépendamment de la protéine 
S100A11. En revanche, le recrutement de la protéine S100A11 est dépendant de la présence 
de l’AnxA2 au site de rupture. Dans ce modèle (cf Figure 1.41), les auteurs ont suggéré que 
la rupture de la membrane plasmique (Figure 1.41, 2) entraine une élévation importante de la 
concentration en Ca2+ intracellulaire, qui aboutit à la dépolymérisation locale du cytosquelette 
cortical ainsi qu’à l’activation des AnxA1 et A2. La dépolymérisation du cytosquelette 
entraine une diminution importante de la tension membranaire à l’endroit de la rupture. 
L’AnxA2, activée et complexée à la protéine S100A11 sous forme hétérotétramérique, se lie 
aux filaments d’actine en dépolymérisation et les stabilise. Le complexe permet également le 
recrutement d’un nouveau pool de filaments d’actine au niveau du site de rupture (Figure 
1.41, 3). Le recrutement d’actine ainsi que l’accumulation de vésicules membranaires 
permettrait d’exciser la partie endommagée de la membrane par un mécanisme lié à l’activité 
du complexe actomyosine (Figure 1.41,4). L’étude des Anx dans les cellules métastatiques 
présente un intérêt certain. En effet, les cellules métastatiques sont des cellules très actives et 
mobiles, susceptibles d’être exposées à des contraintes mécaniques, par frottement, 
aboutissant à des ruptures fréquentes de leur membrane plasmique. Il est très probable que 
leur survie dépende de la présence d’une machinerie de réparation membranaire très 
performante.  
 
C3. Annexine-A5 et réparation membranaire 
 
L’équipe a montré que l’AnxA5 joue un rôle essentiel dans la réparation membranaire des 
cellules périvasculaires murines (Bouter et al. 2011). La déficience en AnxA5 dans ces 
cellules est associée à leur incapacité de réparer leur membrane suite à un dommage 
mécanique par irradiation laser. L’équipe a montré que l’ajout d’AnxA5 recombinante, dans 
le milieu extracellulaire, restaure la capacité de réparation des cellules déficientes et promeut 
la réparation membranaire chez les cellules sauvages. L’ajout d’une AnxA5 mutante pouvant 
se lier aux membranes, mais incapable de réseau-2D, ne permet ni de restaurer la capacité de 
réparation pour les cellules déficientes, ni de promouvoir la réparation pour des cellules 
sauvages. Il a enfin été montré que l’AnxA5, endogène ou extracellulaire, se lie au site de 
rupture quelques secondes après le dommage. L’équipe a proposé que la rupture de la 
membrane plasmique est suivie d’une entrée massive de Ca2+ dans le cytoplasme. La rupture 
micrométrique initie une tension locale très forte, due aux forces exercées par le cytosquelette 
cortical, favorisant la déchirure membranaire (Figure 2.8B). Le mélange local des milieux 
intracellulaire et extracellulaire crée un microenvironnement riche en Ca2+ et en PS, localisées 
sur le feuillet interne de la membrane plasmique. Cette combinaison est propice à la liaison de 
l’AnxA5 aux bords de la zone membranaire endommagée (Figure 2.8C). La liaison de 
l’AnxA5 au feuillet interne de la membrane plasmique est suivie de son auto-assemblage en 
réseau-2D autour de la rupture  























Figure 2.8 : Réparation membranaire et Annexine-A5. (A) La membrane plasmique intacte est responsable 
du maintien d’une concentration en Ca2+ cytosolique de l’ordre de 100nM. Dans le milieu extracellulaire le Ca2+ 
est à une concentration de l’ordre du mM. (B) La rupture de la membrane plasmique provoque une entrée 
massive de Ca2+ dans le compartiment intracellulaire et  génère une tension membranaire par le cytosquelette 
cortical, favorisant sa déchirure. (C) Le mélange local des milieux intracellulaire et extracellulaire crée un 
microenvironnement riche en Ca2+ et en PS, qui favorise la liaison de l’AnxA5 sur le feuillet interne de la 
membrane plasmique, au niveau de la zone de rupture. La liaison de l’AnxA5 est suivie de son auto-assemblage 
en trimères, puis en réseau-2D, autour de la rupture. (D) Ce réseau-2D s’oppose aux forces de tension exercées 
par le cytosquelette et favorise la réparation de la membrane plasmique. Adapté de (Bouter et al. 2011). 
 
 
(Figure 2.8C, vue du dessus). Ce réseau-2D s’oppose aux forces de tension du cytosquelette, 
empêche la déchirure et favorise la réparation de la membrane plasmique. 
 
C4. Annexine-A6 et réparation membranaire 
 
L’AnxA6 a été identifiée comme un composant de la machinerie de réparation pour des 
ruptures mécaniques de la membrane plasmique et pour la perméabilisation de cellules par des 
PFTs. 
Dans le cas de ruptures mécaniques, il a été montré in vivo, pour des embryons du poisson 
zèbre, qu’un dommage du sarcolemme conduit au recrutement de l’AnxA6 au site de rupture, 
indépendamment de la présence de dysferline (Roostalu et Strähle 2012). Le recrutement 
d’AnxA6 s’opère dans les 20 secondes suivant la rupture du sarcolemme.  Ce recrutement est 
suivi d’un recrutement de l’isoforme a de l’AnxA11, puis des isoformes a de l’AnxA2 et de 
l’AnxA1. Chez ces embryons, l’inhibition de l’expression de l’AnxA6 provoque le 
développement d’une forme de myopathie, similaire à celle observée en cas de déficience en 
dysferline. La double inhibition de l’expression de la dysferline et de l’AnxA6 génère le 
développement d’une forme de myopathie sévère, avec atteinte cardiaque et désorganisation 




des structures myofibrilaires du muscle strié squelettique. Pour tous ces modèles de 
myopathies, les auteurs ont observé une accumulation lente d’AnxA1a et d’AnxA2a au 
sarcolemme des cellules musculaires striées squelettiques. La rupture du sarcolemme 
entrainerait donc le recrutement de dysferline et d’AnxA6, de manière indépendante. 
L’AnxA6 et la dysferline, une fois présentes au site de rupture, fonctionneraient par 
coopération pour faciliter l’accumulation des AnxA1 et A2, et des vésicules intracellulaires. 
La réparation du sarcolemme serait ainsi basée sur la formation d’un échafaudage moléculaire 
de différentes Anx, coopérant pour faciliter la réparation membranaire. Le détail mécanistique 
de la participation de chacune des Anx reste à approfondir.  
 
Dans des cellules HEK293 exposées à des PFTs, il a été montré que l’inhibition de 
l’expression de l’AnxA6, par une approche d’ARNi, réduit considérablement la proportion 
des cellules survivant à l’exposition de PFTs (Potez et al. 2011). L’exposition des cellules à la 
SLO provoque un recrutement rapide de l’AnxA6, suivi de la formation de bourgeons 
membranaires et l’émission de microparticules. Les microparticules émises contiennent à la 
fois des PFTs et de l’AnxA6. L’AnxA6 possède une sensibilité au Ca2+ plus importante que 
l’AnxA1. Dans des cellules faiblement perméabilisées, seule l’AnxA6 est recrutée ce qui 
suggère que son intervention suffit à la survie des cellules (Figure 2.9A, circuit 1-2-2a-1). 
Une proportion significative de l’AnxA6 est alors éliminée par émission des microparticules, 
contenant les pores nucléaires. Lorsque la cellule est immédiatement réexposée à la SLO ou 
exposée à une quantité plus importante, la diminution de la quantité d’AnxA6 intracellulaire 
ne permet pas une réparation rapide, entrainant une élévation de la concentration en Ca2+ au-
delà du seuil des 10µM (Figure 2.9A, circuit 1-2-3-3a-1). Cette élévation de la concentration 
en Ca2+ provoque le recrutement de l’AnxA1, qui compense l’absence d’AnxA6.  
L’existence de protrusions membranaires influence également le processus de réparation 
membranaire. Les observations montrent que les protusions sont plus riches en AnxA1. Si les 
pores de SLO sont formés dans le corps cellulaire (Figure 2.9B, circuit 1-2-2a-1) l’AnxA6 
est recrutée en priorité pour faciliter l’élimination du pore. Cependant lorsqu’un pore se forme 
sur une protrusion, l’absence ou la faible densité d’organelles, ainsi que le faible volume de 
cytosol favorise l’apparition d’un gradient de concentration calcique important rapidement. 
L’AnxA1 concentrée dans cette partie de la cellule est alors recrutée au niveau des sites 
membranaires perméabilisés pour l’élimination des toxines (Figure 2.9B, circuit 1-2-3-4-5-
1).  
 





Figure 2.9 : Représentation schématique de la coopération entre l’AnnexineA6 et l’AnnexineA1 pour la 
réparation membranaire des cellules exposées à PFTs. (A) L’exposition des cellules à une faible quantité de 
SLO, (circuit 1-2-2a-1) provoque le recrutement d’AnxA6 et l’émission de microparticules dans le milieu 
extracellulaire. Ce mécanisme diminue la quantité d’AnxA6 intracellulaire. Lorsque la cellule est 
immédiatement réexposée à la SLO ou exposée à une quantité importante de SLO (circuit 1-2-3-3a-1), la 
déficience en AnxA6 empêche une réparation rapide, entrainant une élévation de la concentration en Ca2+ libre, 
au-delà du seuil des 10µM. Cette élévation de la concentration en Ca2+ provoque le recrutement de l’AnxA1, qui 
compense l’absence d’AnxA6. (B) Dans le cas de cellules présentant des protrusions, si les pores de SLO sont 
formés dans le corps cellulaire (circuit 1-2-2a-1), l’AnxA6, plus sensible, est recrutée pour faciliter l’élimination 
du pore. Cependant lorsqu’un pore se forme sur une protrusion, l’absence ou la faible densité d’organelles, ainsi 
que le faible volume de cytosol favorisent l’apparition d’un gradient de concentration calcique important 
rapidement. L’AnxA1, sur-représentée dans cette partie de la cellule, est recrutée au niveau des sites 
membranaires perméabilisés (circuit 1-2-3-4-5-1). Figure adaptée de (Potez et al. 2011). 
 
 
Récemment la mutation du gène codant l’AnxA6 a été proposée comme étant un facteur 
aggravant des formes de dystrophie musculaire des ceintures de type 2C (Swaggart et al. 
2014). Ces formes de dystrophie ont toutes en commun des mutations d’un composant du 
complexe de glycoprotéines associées à la dystrophine, appelé sarcoglycane-γ. Différentes 
manifestations cliniques existent pour cette forme de dystrophie musculaire, dont des formes 
sévères avec atteinte cardiaque. Une séquence mutée sur un site d’épissage de la séquence 
codant l’AnxA6 a été identifiée comme associée au développement de formes sévères chez la 
souris. Cette séquence mutée code pour une forme tronquée de l’AnxA6, composée 
uniquement de 3 domaines Anx de la partie C-Terminale. Cette forme tronquée présente une 
masse moléculaire de 32kDa. La co-expression de ce mutant d’AnxA6 semble interférer avec 
le recrutement de l’AnxA6 sauvage dans les fibres musculaires murines et perturbe la 
réparation membranaire. L’étude de cette forme tronquée pourrait donner des informations 
précieuses sur la façon dont agit l’AnxA6 dans la réparation de ruptures mécaniques.  
  




Chapitre n°3 : Le tissu musculaire strié squelettique 
 
Les mouvements cellulaires sont possibles par des mécanismes de contraction résultant de 
l’interaction entre des protéines motrices, comme les myosines, et les filaments du 
cytosquelette d’actine (Mitchison et Cramer 1996), (Lodish et al. 2000). Les cellules 
musculaires matures sont des cellules qui sont spécialisées dans le phénomène de contraction, 
fonctionnant sous forme d’unités contractiles uni- ou pluricellulaires. Le tissu musculaire est 
le tissu majoritaire chez un humain adulte en bonne santé. Il représente entre 30 et 40% de sa 
masse corporelle (Janssen et al. 2000).  
Le tissu musculaire est composé de trois types de tissu assurant des fonctions distinctes : 
 
-le tissu musculaire lisse est un tissu disséminé dans l’organisme, principalement au niveau 
de cavités creuses, comme le tube digestif, ou autour des vaisseaux et capillaires sanguins. 
Son activité est régulée par le système nerveux autonome ainsi que des stimuli hormonaux et 
cytokiniques. Il n’est donc pas contrôlé volontairement. Les unités motrices de ce tissu sont 
des cellules mononucléées fusiformes appelées léiomyocytes. Elles exercent leurs fonctions 
sous plusieurs formes. Elles peuvent agir sous forme de cellules isolées, sous forme de 
cellules groupées par des jonctions en couches superposées en tuniques (cas des organes 
creux) et, plus rarement, en petits muscles individualisés (exemple des muscles arrecteurs des 
poils, constricteurs et dilatateurs de l’iris, etc). Le tissu musculaire lisse a pour fonctions 
principales la circulation des substances et fluides dans le corps,  le maintien des structures 
tissulaires et l’élasticité de nombreux organes. 
 
-le tissu musculaire strié cardiaque est uniquement présent au niveau du cœur, sous la 
forme d’une structure appelée myocarde. Le tissu musculaire strié cardiaque est composé de 
cellules mononucléées, cylindriques, appelées cardiomyocytes. Les cardiomyocytes sont 
connectés par leurs extrémités, pour former un réseau tridimensionnel complexe. Le rythme 
des battements cardiaques est déterminé par l’activité intrinsèque des cardiomyocytes. Les 
cardiomyocytes sont spontanément excitables, leur dépolarisation et repolarisation rythmique 
est indépendante du système nerveux. Toutefois le système nerveux autonome exerce une 
influence sur le rythme des contractions : le système nerveux parasympathique diminue la 
fréquence des cycles contraction/relaxation alors que le système nerveux orthosympathique 
l’augmente.  
 
-le tissu musculaire strié squelettique est le tissu musculaire à contraction volontaire. Il est 
contrôlé par le système nerveux cérébrospinal et l’envie de se lever de son lit pour partir faire 
quelques expériences scientifiques au laboratoire. Les cellules à activité contractile de ce tissu 
sont appelées rhabdomyocytes ou fibres musculaires. Ce sont de grandes cellules 
cylindriques, allongées et plurinucléées, très riches en protéines du cytosquelette. Le tissu 
musculaire assure plusieurs fonctions : le maintien de la posture (motricité statique), la 
production de mouvements volontaires (motricité dynamique), la thermorégulation corporelle 
par le dégagement de chaleur liée à l’activité contractile, et la participation à la régulation de 




la balance énergétique. Son activité au repos correspond à 20% des dépenses énergétiques du 
métabolisme basal (Gallagher et al. 1998). Au-delà de considérations purement 
(patho)physiologiques, le tissu musculaire strié squelettique joue également un rôle social 
essentiel. Il permet l’indépendance de la personne, la communication verbale et non verbale et 
un ensemble d’actions nécessaires aux interactions sociales. 
Ce tissu est le premier pour lequel il a été montré que certaines atteintes pathologiques 
dégénératives, regroupées sous le terme de dysferlinopathies, sont la conséquence d’une 
défaillance du processus de réparation membranaire. De nombreuses études sur la réparation 
membranaire, dont la nôtre, se sont logiquement orientées vers ce tissu. 
 
A. Anatomie et organisation subcelluaire du muscle strié squelettique 
 
A1. Organisation générale des muscles striés squelettiques 
 
Le corps humain est composé d’environ 640 muscles. Un nombre plus précis ne peut être 
donné puisqu’il existe une variabilité entre individus (« Traité des Variations de Système 
Musculaire de l’Homme, et leur Signification au Point de Vue de l’Anthropologie 
Zoologique » 1898). Tous ces muscles assurent leurs fonctions via des propriétés 
fondamentales qui les caractérisent : 
- l’excitabilité, qui est la faculté de percevoir un signal et d’y répondre. 
- la contractilité, qui est la capacité de se contracter de manière appropriée à la stimulation. 
- l’élasticité, qui est la capacité des fibres musculaires de s’étirer et puis de revenir à leur état 
initial. Cette propriété est très importante car elle confère aux fibres une tolérance aux 
variations mécaniques brutales durant la contraction. 
- l’extensibilité, qui est la faculté d’étirement. Les fibres musculaires peuvent être étirées au-
delà de leur longueur de repos. Elle confère également aux fibres musculaires une tolérance 
aux contraintes mécaniques liées à la contraction. 
- la plasticité, qui est la faculté du muscle à modifier sa structure, selon le travail qu’il effectue 
à long terme. Un entrainement physique excessif conduit à une hypertrophie, alors qu’une 
immobilisation complète conduit à l’atrophie.  
 
Le tissu musculaire strié squelettique est composé d’un ensemble de populations cellulaires et 
en particulier des fibres musculaires. Un muscle strié squelettique est délimité par une 
enveloppe de tissu conjonctif fibreux, appelée épimysium (Figure 3.1). Cette enveloppe 
assure le maintien et la protection du muscle lors de la contraction. Elle est aussi impliquée 
dans le lien qui unit le muscle à l’ossature, puisque ses extrémités forment les tendons, qui 
assurent l’ancrage du muscle au squelette osseux. Un muscle est subdivisé en un ensemble de 
faisceaux musculaires. Chaque faisceau est composé de plusieurs dizaines de fibres 
musculaires dont l’ensemble est entouré d’une gaine conjonctive, appelée périmysium. Le 
périmysium permet de structurer le muscle et participe aussi à l’ancrage du muscle à 
l’ossature. Au sein d’un faisceau musculaire, chaque fibre musculaire est entourée d’une 
gaine de matrice extracellulaire appelée lame basale ou endomysium. Cette matrice 




extracellulaire, essentiellement composée de collagène, assure la stabilité de la fibre 
musculaire par liaison à son cytosquelette. Elle assure également la cohésion des faisceaux 
musculaires en établissant des connexions entre les fibres musculaires voisines. En plus des 
fibres musculaires et du tissu conjonctif, un muscle est parcouru par des vaisseaux sanguins et 
des fibres nerveuses. Chaque fibre musculaire est en contact avec une fibre nerveuse pour 
former une plaque motrice. Une fibre nerveuse peut en revanche être en contact avec plusieurs 
fibres. Les vaisseaux sanguins traversent l’épimysium et se ramifient en un réseau dense de 
capillaires, qui passe à travers le périmysium puis l’endomysium pour entrer en contact avec 
















Figure 3.1 : Représentation schématique de l’organisation générale d’un muscle strié squelettique. Un 
muscle strié squelettique est attaché à un os par l’intermédiaire de tendons, qui sont constitués essentiellement de 
tissu fibreux, élastique et solide. L’épimysium est le tissu conjonctif fibreux qui enveloppe l’ensemble du 
muscle. Le muscle est subdivisé en faisceaux musculaires, délimités par une membrane conjonctive, appelée 
périmysium. Chaque faisceau est un ensemble de 10 à 100 fibres musculaires, elles-mêmes entourées d’une 
couche de tissu conjonctif, appelée endomysium.  Un muscle est également parcouru par des vaisseaux sanguins 
et des fibres nerveuses. Figure tirée du site alloprof.qc.ca/science-et-technologie/. 
 
 
Le muscle est composé de cellules souches mononucléées, appelées cellules satellites (Figure 
3.2). Ces cellules sont situées entre l’endomysium et les fibres musculaires. Les cellules 
satellites sont généralement quiescentes. En cas de lésion musculaire, elles sont capables de 
proliférer, de se différencier et de fusionner pour former des nouvelles fibres musculaires. 
Elles peuvent aussi fournir le matériel membranaire permettant la survie de fibres 
endommagées. Ces cellules sont considérées comme le principal contributeur à la croissance 
et la maintenance musculaires postnatales (Y. X. Wang et Rudnicki 2012). Plusieurs muscles 
peuvent être regroupés, emballés sous une couche tissulaire, nommée aponévrose, formant 
ainsi une loge musculaire. Les aponévroses sont inextensibles, elles soutiennent les cellules 
musculaires et imposent une orientation pour la contraction. 
 


















Figure 3.2 : Représentation schématique de la structure générale interne d’un muscle avec localisation 
d’une cellule satellite. Les cellules satellites sont des cellules progénitrices mononucléées présentes entre la 
lame basale (endomysium) et la membrane plasmique des fibres musculaires. Généralement quiescentes elles 
peuvent être activées pour permettre la croissance, la régénération ou la réparation post-natales du muscle. 
Figure adaptée du site http://www.museum.toulouse.fr 
 
 
A2. Organisation des fibres musculaires 
 
La Figure 3.3 illustre l’organisation générale du muscle ainsi que l’organisation moléculaire 
des myofibrilles. Les fibres musculaires ont une forme tubulaire et allongée. Elles peuvent 
mesurer de quelques centaines de µm à plusieurs dizaines de centimètres de long pour un 
diamètre compris entre 10 et 100µm. Les fibres musculaires sont délimitées par le 
sarcolemme (membrane plasmique) et l’endomysium. Le sarcolemme délimite le sarcoplasme 
(cytoplasme), un grand nombre de noyaux situés en périphérie de la cellule, des 
mitochondries, le réticulum sarcoplasmique (réticulum endoplasmique) ainsi qu’un ensemble 
d’autres organites. Le réticulum sarcoplasmique forme un réseau vaste de canalicules. Il est la 
réserve principale de Ca2+ des fibres musculaires. L’appareil contractile d’une fibre 
musculaire est appelé myofibrille. Une fibre musculaire contient plusieurs myofibrilles 
délimitées par les tubules longitudinaux du réticulum sarcoplasmique. Les myofibrilles 
occupent environ 80% du volume des fibres musculaires. Elles sont composées d’un ensemble 
de protéines aux capacités motrices, sensitives et structurales. C’est l’agencement 
longitudinal, par superposition de filaments d’actine et de filaments de myosine, qui permet le 
mécanisme de contraction. L’organisation des protéines, composant une myofibrille, forme 
des structures répétées qui apparaissent sous forme d’une succession de bandes claires et 
bandes sombres, en microscopie optique à lumière polarisée. C’est cette alternance de bandes 
(stries) qui est à l’origine du terme « tissu musculaire strié ».  
 





Figure 3.3 : Représentation schématique de l’organisation générale d’un muscle strié squelettique de 










- les bandes A (ou Anisotropes) correspondent aux bandes sombres. Elles sont riches en 
filaments épais de myosine (de 10nm à 16nm de diamètre) et sont séparées en leur centre par 
une région plus claire appelée zone H.  
 
- les bandes I (ou Isotropes) correspondent aux bandes claires. Elles sont riches en filaments 
fins d’actine. Au centre des bandes I une zone plus foncée correspond à la ligne Z. 
 
L’unité structurale moléculaire de la contraction est appelé sarcomère (Figure 3.4). C’est la 
plus petite unité contractile des fibres musculaires. Un sarcomère est un assemblage 
moléculaire dense très organisé. Outre les filaments d’actine et de myosine, un sarcomère est 
composé de protéines directement impliquées dans le mécanisme de contraction, telles que la 
troponine ou la tropomyosine, de protéines de structure et de protéines d’entretien, comme la 
calpaïne-3. Les protéines de structure sont enrichies au niveau des lignes Z et au niveau des 
lignes M ce qui explique l’aspect sombre de ces structures en microscopie électronique. 
 
 
Figure 3.4 : Organisation moléculaire d’un sarcomère. Le sarcomère est composé d’un agencement 
longitudinal de filaments fins d’actine et de filaments épais de myosine, ainsi que des protéines liées directement 
au mécanisme de contraction (troponine, tropomyosine, etc). Il contient également des protéines de structure qui 
permettent le maintien et la disposition spatiale correcte des protéines contractiles. Ces protéines forment 
notamment les disques Z. Non schématisées dans la figure, les protéines de la ligne M permettent l’assemblage 
et le maintien des filaments épais de myosine. Un sarcomère contient aussi des protéines d’entretien comme la 
calpaïne-3. Figure tirée du site http://www.myobase.org. 
 
 
La contraction des fibres musculaires correspond au raccourcissement des sarcomères. Ce 
sont les bandes I qui diminuent de taille alors que la longueur des bandes A reste inchangée. 
La contraction musculaire est initiée par la stimulation des fibres musculaires par un 
motoneurone et elle est dépendante de la concentration en Ca2+ intracellulaire. Le couplage 
excitation contraction se fait par la présence de structures membranaires particulières du 
sarcolemme. Le sarcolemme présente des invaginations régulières le long des fibres  























Figure 3.5 : Représentation schématique du couplage excitation-contraction par la présence de tubules-T 
et du réticulum sarcoplasmique. Le sarcolemme s’invagine sur toute la surface des fibres musculaires, pour 
former des canaux transversaux aux myofibrilles, appelés tubule transverse (tubule-T). Les tubules-T permettent 
la conduite rapide du phénomène de dépolarisation du sarcolemme, suite à la stimulation par un motoneurone au 
niveau de la jonction neuromusculaire. Cette disposition du sarcolemme permet l’excitation presque simultanée 
de toutes les parties de la fibre musculaire à partir d’une unique plaque motrice. Les réseaux de tubules-T  sont 
localisés de part et d’autre des disques Z des sarcomères. 
 
 
musculaires (Figure 3.5). Ces structures en canaux, disposées perpendiculairement aux 
myofibrilles, sont appelées tubule transverse (tubule-T). Elles permettent la conduite rapide 
du phénomène de dépolarisation du sarcolemme, suite à la stimulation par un motoneurone, 
au niveau de la jonction neuromusculaire (Figure 3.5). La présence des tubules-T permet une 
dépolarisation en profondeur de la fibre musculaire.  
Le réticulum sarcoplasmique (RS) est l’organelle principale pour la régulation de 
l’homéostasie calcique, et par conséquent, du contrôle du cycle raccourcissement-relaxation 
des sarcomères. Il assure le stockage, la libération et la récupération du Ca2+ lors de la 
contraction musculaire. Le RS est organisé en un réseau tridimensionnel qui enveloppe 
chaque myofibrille (Figure 3.3 et Figure 3.5). Ce réseau est constitué de deux parties 
associées : le réticulum sarcoplasmique longitudinal et les citernes terminales. Le RS 
longitudinal est un réseau fin de tubules membranaires reliant les citernes terminales. Il est 
présent sur les bandes A et I des sarcomères (Figure 3.5). Ce réseau permet la recapture des 
ions Ca2+ dans le sarcoplasme. Les citernes terminales entourent complètement chaque 
myofibrille au niveau des jonctions entre les bandes A et les bandes I. Les citernes terminales 




et les tubules-T sont associés en structures appelées triades. Une triade est formée par 
l’association de deux citernes terminales du RS et d’un tubule-T (Figure 3.5). Un sarcomère 
étant composé d’une bande A et de deux demies bandes I (Figure 3.4), chaque sarcomère est 
associé à deux triades (Figure 3.5). Le rôle des triades est de transformer l’onde de 
dépolarisation membranaire en un relargage de Ca2+ contenu dans les citernes terminales du 
RS, provocant ainsi la contraction musculaire. La région membranaire du RS qui fait face au 
tubule-T est nommée réticulum sarcoplasmique de jonction (RSj). Au niveau du RSj, les 
tubules-T sont riches en récepteurs à la dihydropyridine (DHPR) et la membrane du RS est 
riche en récepteurs à la ryanodine (Ryr), qui sont des canaux calciques.  
Le DHPR est un canal calcique voltage dépendant de type L. Ryr est un canal formé par un 
hétérotétramère ayant une forte perméabilité au Ca2+. Une région du complexe DHPR 
interagit directement avec le complexe Ryr1 (Ríos, Ma, et González 1991). C’est cette 
interaction physique qui permet le couplage entre la stimulation de la fibre musculaire et la 
contraction rapide et contrôlée. 
 
B. La contraction musculaire 
 
B1. Les myofilaments 
 
Deux types de myofilaments permettent la contraction musculaire : 
-Les myofilaments épais : les myofilaments épais sont composés majoritairement de 
myosine. La myosine (environ 500kDa) impliquée dans la contraction de fibres musculaires 
striées squelettiques est qualifiée de myosine de classe II ou myosine conventionnelle. C’est 
un polymère composé d’un enroulement de deux chaines lourdes de myosines (MHC), 
d’environ 220 kDa chacune, associées à 2 chaines légères dites régulatrices, de 20kDa 
chacune (MLC20), et à 2 chaines dites essentielles, de 17 kDa chacune (MLC17) (Figure 
3.6A).  
Les chaines régulatrices participent activement à la contraction, alors que les chaines 
essentielles sont impliquées dans le maintien et la stabilité de l’ensemble. Un myofilament 
épais est un grand assemblage composé de 300 à 400 molécules de myosine (Figure 3.6B). 
Au sein d’une molécule de myosine les interactions non covalentes entre les différentes sous 
unités forment une molécule polaire asymétrique en forme de bâtonnet, avec une longueur 
d’environ 150nm pour une épaisseur de 2nm. Le domaine N-terminal des myosines forme une 
tête qui contient un domaine de liaison à l’actine et une activité ATPasique contrôlée par les 
ions Ca2+ (Clark et al. 2002). 
 
-Les myofilaments fins : Les myofilaments fins sont composés de trois protéines: l’actine, la 
troponine et la tropomyosine (Figure 3.7A). L’actine est la protéine la plus abondante des 
protéines myofibrillaires, puisque elle représente 20 à 25% des protéines totales. La 
tropomyosine est une protéine dimérique composée d’une sous-unité α et d’une sous-unité β 
qui entoure les filaments d’actine. Elle a un rôle de stabilisateur des filaments d’actine et 
masque les sites de liaison pour la myosine sur l’actine. 

















Figure 3.6 : Représentation schématique de la myosine dans les fibres musculaires striées squelettiques. 
(A) Les filaments de myosine sont des polymères composés de 2 chaines lourdes de myosine, ayant chacune une 
masse moléculaire de 220kDa environ. Chaque chaine lourde est associée à  2 chaines légères, dites essentielles, 
ayant chacune une masse moléculaire de 17kDa et  2 chaines légères, dites régulatrices,  ayant chacune une 
masse moléculaire de 20kDa. Les chaines régulatrices participent activement à la contraction alors que les 
chaines essentielles participent au maintien de la stabilité de l’ensemble. (B) Les myofilaments épais sont 





La troponine est une protéine globulaire constituée de trois sous-unités. La troponine I (TNI) 
est une sous-unité inhibitrice qui, en absence de Ca2+, se lie à l’actine et masque les sites 
d’interaction actine-myosine. La troponine T (TnT) se lie à la tropomyosine et stabilise le 
complexe troponine-tropomyosine-actine. Enfin, la troponine C (TnC) est une sous-unité liant 
le Ca2+. En absence de Ca2+, les complexes troponine-tropomyosine exercent une inhibition 
constitutive de l’interaction actine-myosine par encombrement stérique. Lorsque du Ca2+ se 
lie à TnC, la troponine se déplace légèrement sur l’actine et entraine avec elle la 
tropomyosine. Ce mouvement rend accessible les sites de liaisons à la myosine présents dans 
les filaments d’actine (Figure 3.7b).  
 
B2. Schéma général de la contraction d’un muscle strié squelettique 
 
Un muscle est composé d’un nombre important de fibres musculaires organisées en unités 
motrices. Une unité motrice représente l’ensemble des fibres innervées par un même 
motoneurone. La zone de contact d'un motoneurone est appelée jonction neuromusculaire. 
Cette jonction est composée d’une zone pré-synaptique, correspondant à la partie terminale du 
motoneurone, d’une fente synaptique, correspondant à l’espace entre la terminaison du 
motoneurone et le sarcolemme et d’une zone post-synaptique, correspondant au sarcolemme. 
La stimulation d’une fibre musculaire se fait au niveau des jonctions neuromusculaires 
(Figure 3.8A). L’acétylcholine libérée par le motoneurone dans la fente synaptique se lie sur 
des récepteurs nicotiniques au niveau du sarcolemme. 




Figure 3.7 : Structure générale d’un myofilament fin. (A) 
Un myofilament est composé par l’assemblage d’un 
myofilament d’actine (double hélice de monomères 
d’actine), de troponine et de tropomyosine. La tropomyosine 
est enroulée autour du filament d’actine, elle a un rôle de 
stabilisateur. La troponine est constituée de trois sous-unités. 
Une sous-unité se lie à la tropomyosine. Une sous-unité 
inhibitrice se lie à l’actine, en absence de Ca2+. Enfin, une 
sous-unité lie le Ca2+. (B) Lorsque le Ca2+ se lie à la 
troponine, celle-ci se déplace légèrement et entraine avec 
elle la tropomyosine, rendant accessibles les sites de liaison 
à la myosine présents sur les monomères d’actine.  Figure 
adaptée du site www.classes.midlandstech.edu 
 
 
Les récepteurs nicotiniques s’ouvrent et laissent passer les ions Na+, provocant une 
dépolarisation du sarcolemme. Cette dépolarisation génère un potentiel d’action qui se 
propage jusqu’aux tubules-T. Au niveau des tubules-T, le potentiel d’action active le DHPR, 
qui stimule RyR1. L’activation de RyR1 s’accompagne du relargage de Ca2+ par le RS dans le 
sarcoplasme. Le Ca2+ libéré se lie à la troponine, rendant accessible les sites de liaison pour la 
myosine sur les filaments d’actine. 
 
La contraction est le résultat d’un raccourcissement des sarcomères. Le raccourcissement des 
sarcomères se fait par glissement des filaments d’actine sur les têtes de myosine (Figure 
3.8B). La contraction est un phénomène très dynamique : un cycle de contraction dure environ 
50ms dont 10ms durant lesquelles la myosine est liée à l’actine. La contraction a lieu tant que 
l’ATP est présent et que la concentration en Ca2+ dans le sarcoplasme est suffisante pour lever 
l’inhibition de la liaison entre l’actine et la myosine par la troponine. 
 
C. Développement et régénération du muscle strié squelettique 
 
C1. La myogénèse 
 
La myogénèse du muscle strié squelettique est un processus complexe qui se caractérise par 
un enchainement d’évènements cellulaires incluant des étapes de détermination, de 
prolifération et de différenciation. La myogénèse est un ensemble de mécanismes 
moléculaires et cellulaires coordonnés. Ces mécanismes varient en fonction des muscles en 
formation. Par exemple, la myogénèse des muscles des membres est la plus complexe du fait 
de l’éloignement entre le site où naissent les précurseurs myogéniques et la localisation finale 
des cellules musculaires matures. 
La myogénèse se fait par l’expression différentielle de protéines appelées facteurs 
myogéniques. Chez les mammifères il existe quatre facteurs myogéniques (MRF pour 
« Myogenic Regulation Factor ») : Myf5, MyoD, Myog et Myf6. Ces protéines appartiennent 
à la superfamille des facteurs de transcription à domaine bHLH (« basic-Helix-Loop-Helix »). 
 




Figure 3.8 : Représentation schématique du 
couplage excitation-contraction pour les 
fibres musculaires striées squelettiques. (A) 
La libération d’acétylcholine par le motoneurone 
dans la fente synaptique est suivie de sa liaison 
sur des récepteurs nicotiniques à l’acétylcholine, 
présents sur le sarcolemme. Les récepteurs 
nicotiniques s’ouvrent et laissent passer les ions 
sodium, ce qui provoque une dépolarisation du 
sarcolemme. La dépolarisation du sarcolemme 
génère un potentiel d’action qui se propage 
jusqu’aux tubules-T. Au niveau des tubules-T le 
potentiel d’action va activer le récepteur à la 
dihydropyridine (DHPR), qui va activer le 
récepteur à la ryanodine (RyR1). L’activation du 
RyR1 est suivie du relargage de Ca2+ par le 
réticulum sarcoplasmique dans le sarcoplasme. 
Le Ca2+ libéré se lie à la troponine, rendant 
accessibles les sites de liaison pour la myosine 
présents dans les filaments d’actine. (B) La 
contraction est le résultat d’un raccourcissement 
des sarcomères. Le raccourcissement des 
sarcomères se fait par glissement des filaments d’actine sur les têtes de myosine. Pour ce, des molécules d’ATP 
viennent d’abord se lier aux têtes des myosines (1). Les myosines hydrolysent l’ATP ce qui les réorientent en 
position de haute énergie (2). Dans cette configuration les têtes de myosine se lient aux filaments d’actine (3). 
Pendant la phase d’accrochage à l’actine les têtes de myosine se replient sur elles-mêmes, entrainant dans leur 
mouvement les filaments d’actine et la libération de l’ADP (4). Ce déplacement consomme de  l’énergie et les 
têtes de myosine se réorientent en position de basse énergie pour revenir en configuration initiale. Figure adaptée 
des sites  www.apsubiology.org et http://www.sivabio.50webs.com 
 
 
Ils possèdent 2 caractéristiques très importantes et spécifiques : ils sont présents uniquement 
dans les cellules du muscle strié squelettique et sont capables, à des degrés d’efficacité 
différents, d’initier le processus myogénique après transfection d’un autre type cellulaire 
(Weintraub et al. 1991). 
Il est maintenant largement admis que les muscles striés squelettiques des vertébrés, à 
l’exception des muscles du crâne et du visage, dérivent de précurseurs présents dans les 
somites (Christ et Ordahl 1995). Dans un embryon de vertébré, un somite est une structure 
épithéliale, transitoire, de forme sphérique qui provient d’une segmentation du mésoderme 
paraxial. Le tissu musculaire a donc pour origine le feuillet mésodermique. Assez rapidement 
les somites perçoivent des signaux provenant des tissus environnants, tel que le tube neural, 
qui vont entrainer leur compartimentation. En partie ventrale, le somite va former le 
sclérotome, qui est composé de cellules mésenchymateuse. Le sclérotome permet la formation 
de la colonne vertébrale, des côtes, des tendons et des méninges. La partie dorsale, appelée 
dermomyotome, héberge les précurseurs cellulaires du derme et des muscles (Buckingham et 
al. 2003). Le dermomyotome peut être caractérisé par l’expression de marqueurs comme Pax3 
et Pax7. Après la formation du dermomyotome, des cellules se décrochent de ses extrémités et 




migrent pour former le myotome. Sa formation dépend de l’expression de Myf5. Il se 
compose de cellules musculaires mononucléées, différenciées, appelées myocytes. Ces 
cellules expriment certains marqueurs du muscle comme la desmine. Le myotome peut être 
considéré comme le premier muscle.  
Cependant le nombre  de cellules présentes dans les somites n’est pas suffisant pour assurer la 
formation de tous les muscles du corps. Les cellules précurseurs des cellules musculaires 
peuvent, soit se différencier à proximité des somites pour former le myotome puis les muscles 
du tronc, soit subir une étape de délamination du dermomyotome et se multiplier avant de 
migrer. Cette étape de prolifération est nécessaire à la formation des muscles des membres. 
Ces cellules en prolifération sont appelées myoblastes. Sous l’influence de signaux 
environnants, les myoblastes sortent de leur cycle cellulaire, se différencient en cellules 
mononuclées, appelés myocytes. C’est l’étape de différenciation. Pour se différencier les 
cellules sont soumises à un effet appelé « effet de communauté ». Une cellule peut entamer le 
processus de différenciation uniquement si elle se trouve en présence d’un nombre suffisant 
de cellules du même type (Gurdon, Lemaire, et Kato 1993). Cet effet de communauté est lié à 
la sécrétion de FGFs. Le contact entre les myoblastes est aussi nécessaire à l’activation de la 
différenciation myogénique, impliquant les cadhérines.  
Les myocytes s’alignent et fusionnent en myotubes multinucléés, c’est l’étape de fusion. 
Enfin les myotubes subissent une étape de maturation pour donner naissance aux fibres 
musculaires fonctionnelles. 
En fait, durant l’embryogénèse on distingue une myogénèse primaire, durant laquelle les 
précurseurs myogéniques sont appelés myoblastes embryonnaires et donnent naissance aux 
fibres précurseurs primaires. Pendant la myogénèse secondaire, les myoblastes fœtaux 
donnent naissance aux fibres musculaires précurtrices secondaires, plus petites que les fibres 
primaires. Ces fibres précurtrices sont à l’origine des fibres musculaires après la naissance. La 
croissance du muscle après la naissance ne dépend pas d’une augmentation du nombre de 
fibres musculaires (250 millions environ) mais d’une augmentation de leur diamètre, par 
synthèse de nouvelles myofibrilles. Ces modifications sont soumises à des facteurs nerveux 
mécaniques et hormonaux. 
 
C2. La régénération du muscle strié squelettique 
 
Après la naissance, les muscles squelettiques sont sujets à de nombreux stress liés à l’activité 
physique et à d’éventuelles lésions générées durant des accidents. Comme les fibres 
musculaires sont des cellules post-mitotiques, ces besoins requièrent une source renouvelable 
de cellules. Les cellules qui ont ces fonctions dans le muscle strié squelettique sont appelées 
cellules satellites. Elles représentent 2 à 5% des noyaux d’une fibre musculaire mature chez 
l’adulte et sont la source majeure de précurseurs myogéniques nécessaires à la régénération du 
muscle post-natal. Initialement quiescentes, leur potentiel prolifératif et leur capacité à se 
différencier donnent de grands espoirs aux thérapies cellulaires visant à réparer les muscles 
affectés chez les patients souffrant de dystrophies musculaires, par exemple. 




La régénération musculaire se fait en plusieurs étapes successives. Elle est toujours précédée 
d’une phase dégénérative, suite à une rupture irréversible du sarcolemme, par exemple. Cette 
phase est suivie d’une phase inflammatoire, durant laquelle le muscle lésé est envahi de 
macrophages et de neutrophiles. La phase inflammatoire est suivie de la phase de 
régénération, puis de réorganisation des fibres musculaires, qui se termine par l’innervation 
des fibres. 
Les cellules satellites apparaissent dès la fin de l’embryogénèse. Leur quiescence est assurée 
par un certain nombre de facteurs, comme la myostatine, MNFβ (« Myocyte Nuclear factor 
β ») ou Msx1. La régénération implique l’activation des cellules satellites quiescentes. 
Plusieurs signaux sont capables d’induire cette activation, dont l’oxyde nitrique synthétisé par 
des fibres musculaires stressées, lésées ou par des facteurs de croissance comme les FGFs 
(facteurs de croissance des fibroblastes). Une fois activées, les cellules satellites vont migrer 
en dehors de la lame basale, entrer en cycle de division et exprimer les facteurs de 
transcription Pax7 et MyoD. Les myoblastes dérivés de ces cellules activées vont effectuer 
plusieurs cycles de division et se séparer en deux populations. Les cellules dont l’expression 
de Pax7 chute, vont exprimer la myogénine, se différencier en myotubes et fusionner aux 
fibres pré-existantes. Dans les cellules qui continuent d’exprimer Pax7, l’expression de 
facteurs myogéniques est inhibée, interrompant le cycle cellulaire. Ces cellules sont supposées 
assurer le renouvellement des cellules satellites. 
Ce mécanisme permet au muscle de se régénérer tout en conservant un potentiel de 
régénération future. Il a été estimé que, dans le muscle strié squelettique humain, la proportion 
de cellules satellites représenterait environ 15% des noyaux totaux du tissu musculaire à la 
naissance, entre 6% et 10% à 2 ans, 5% à 20 ans et 1,5% à 70 ans (Renault et al. 2002). La 
diminution de la proportion des cellules satellites serait un des facteurs liés au syndrome de 






















Chapitre n°4 : Les pathologies du muscle strié squelettique 
 
Les pathologies affectant le muscle strié squelettique sont regroupées sous le terme de 
maladies neuromusculaires. Ces maladies ont des conséquences sur le développement, le 
maintien et le fonctionnement du muscle. On parle de maladies neuromusculaires car elles 
peuvent être liées aussi bien à une atteinte directe du tissu musculaire, qu’à une atteinte 
indirecte, par l’intermédiaire d’une altération du tissu nerveux. Les maladies dues à une 
déficience directe des fibres musculaires sont regroupées sous le terme de myopathies. Elles 
forment un groupe hétérogène comprenant à l’heure actuelle une centaine de maladies. Les 
myopathies peuvent avoir plusieurs origines. Elles peuvent être purement déterminées par les 
gènes, elles peuvent être d’origine métabolique (génétique, sporadique ou d’origine encore 
inconnue), d’origine hormonale (myopathie thyrotoxique, hypothyroïdienne, etc) ou d’origine 
inflammatoire. 
Les dystrophies musculaires regroupent un ensemble de maladies d’origine génétique, 
caractérisées par une faiblesse et une atrophie progressive des muscles. Elles résultent de la 
mort des fibres musculaires qui sont remplacées par du tissu conjonctif et du tissu adipeux. 
Elles affectent plus souvent les hommes que les femmes. La vitesse de progression et la 
sévérité des symptômes varient beaucoup en fonction de la nature de la dystrophie et de 
l’individu. Pour ces raisons le diagnostic clinique est complexe, il comprend le contrôle de 
plusieurs constantes physiologiques, comme la mesure du taux sérique de la créatine kinase 
(CK), l’examen électrophysiologique, de l’imagerie, des tests d’efforts, la recherche de 
déficience en protéines, des études génétique et des études généalogiques.  
Les dystrophies musculaires progressives incluent les dystrophies de Duchenne et de Becker 
(60% des cas de dystrophies musculaires), les dystrophies des ceintures (LGMD pour « Limb 
Girdle Muscular Dystrophy », 30% des dystrophies musculaires), les dystrophies musculaires 
distales, la dystrophie facio-scapulo-humérale de Landouzy-Dejerine, la dystrophie 
musculaire oculopharyngée et la dystrophie d’Emery-Dreifuss. Notre intérêt s’est porté 
principalement vers deux maladies, appelées LGMD1C et LGMD2B appartenant aux groupes 
de maladies connues sous les termes de cavéolinopathies et dysferlinopathies, respectivement. 
Pour comprendre les différentes origines des dystrophies musculaires la prochaine section 
abordera des généralités sur une structure protéique très particulière exprimée par les fibres 
musculaires : le complexe glycoprotéique associé à la dystrophine (DAPC). 
 
A. Le complexe glycoprotéique associé à la dystrophine (DAPC : 
Dystrophin-Associated Protein Complex) 
 
Les fibres musculaires striées squelettiques, qui sont très fréquemment sollicitées au cours de 
la vie et intensément sollicitées durant une activité physique, sont parmi les cellules les plus 
exposées à des stress mécaniques. Les forces de tensions et déformations latérales induites par 
la contraction affaiblissent considérablement l’intégrité structurale du sarcolemme (Figure 
4.1).  




Pour diminuer les forces mises en jeu lors de la contraction, le sarcolemme possède un 
complexe protéique établissant un lien entre les sarcomères et la lame basale (Oeckler et al. 
2010) (Batchelor et Winder 2006). La liaison du cytosquelette à la lame basale permet de 
dissiper les forces produites par sa contraction, jusqu’à la matrice extracellulaire, dont 
certaines protéines, comme le collagène, résistent à la déformation. La liaison du 
cytosquelette à la matrice extracellulaire permet aussi de stabiliser le sarcolemme et de lui 
donner une résistance aux contraintes de déformations liées à la contraction (Figure 4.1D).  
Ce complexe protéique est appelé complexe glycoprotéique associé à la dystrophine (DAPC). 
Il est formé par l’assemblage de protéines cytosoliques, transmembranaires et extracellulaires 
(Figure 4.2). Le rôle « d’amortisseur » du DAPC a été proposé par l’étude des dystrophies 
musculaires résultant de mutations des gènes codant des protéines composant ou associées à 
ce complexe (Ervasti 2007). 
 
 
Figure 4.1 : Représentation schématique des conséquences des stress de déformation sur une membrane 
plasmique. Les forces de tensions latérales induites par la contraction déforment la membrane plasmique 
transitoirement (A et B). Lorsque ces forces déforment la membrane plasmique au-delà de son seuil d’élasticité, 
cette dernière se rompt (C). La liaison du cytosquelette à la matrice extracellulaire permet aussi de stabiliser le 
sarcolemme et lui donner une résistance aux contraintes de déformation liées à la contraction (D). Figure adaptée 
de (Oeckler et al. 2010) 
 
 
La dystrophine est une protéine cytosolique de 427kDa, élastique et flexible, appartenant à la 
superfamille des spectrines. Elle est codée par le gène le plus grand du génome humain (2,5 
megabases soit 0,08% du génome humain). Si grand, qu’il a été montré qu’il faut aux cellules 
16 heures pour le transcrire et épisser le transcrit primaire (Tennyson, Klamut, et Worton 
1995). La dystrophine se lie à l’actine-F via son extrémité N-terminale et à des domaines de 
type spectrine dans sa partie centrale. Sa région C-terminale contient des domaines de liaison 
pour d’autres protéines du complexe dont le dystroglycane-β, qui est ancré dans le 
sarcolemme, et la dystrobrévine-α. Ces domaines comprennent un domaine WW, riche en 
cystéines, un domaine CC et un domaine CT. 
Le DAPC est composé (Figure 4.2) par la dystrophine, les sarcoglycanes (α, β, δ, γ, ε), les 
dystroglycanes (α, β), la dystrobrévine, les syntrophines (α, β), le sarcospane, l’agrine et la 
lamine-α2 (ou mérosine), qui est liée aux composants de la lame basale, dont le collagène IV. 




D’autres complexes protéiques connectent le sarcolemme à la lame basale, dont les intégrines 
(Figure 4.2). De plus, certaines protéines, bien qu’à proximité spatiale du DAPC, ne sont pas 
associées à ce complexe. C’est le cas de la dysferline (Bansal et al. 2003) ou encore de la 
cavéoline-3 (Crosbie et al. 1998). Leur absence ou des mutations de leur séquence codante 




Figure 4.2 : Représentation schématique du Complexe glycoprotéique associé à la dystrophine (DAPC) et 
des principales protéines associées aux différentes formes de dystrophies musculaires. Certaines protéines, 
bien qu’à proximité spatiale du DAPC, ne sont pas associées à ce complexe (encadrées en rouge). C’est le cas de 
la dysferline ou encore de la cavéoline-3. L’absence de leur expression ou leur mutation n’affecte pas la structure 
du DAPC. Figure tirée du site http://www.myobase.org/. 
 
 
Le DAPC est  connecté aux sarcomères au niveau des disques Z via son interaction avec la 
desmine, une protéine de filaments intermédiaires (Poon et al. 2002)  (Figure 4.3 et cf Figure 
3.4).  
Beaucoup de dystrophies musculaires sont la conséquence d’une altération de la structure du 
DAPC ou des protéines associées. Cette altération résulte de l’expression d’une forme 
anormale ou de l’absence d’expression d’une protéine constituant ce complexe. Ainsi, les 
dystrophies de Duchenne et Becker sont la conséquence de l’absence d’expression et de 
l’expression d’une forme tronquée de la dystrophine, respectivement. Les dystrophies 
musculaires congénitales (sauf celles du groupe 3) sont dues à des anomalies de glycosylation 
du dystroglycane-α ou des altérations des protéines de la matrice extracellulaire et de la 
lamine-α2. Plusieurs formes de dystrophies des ceintures résultent aussi d’une altération de la 
structure de ce complexe. L’affaiblissement du DAPC dans le cas de ces dystrophies. 

























Figure 4.3 : Représentation générale du DAPC et de sa liaison aux sarcomères via la desmine. Le DAPC 
est  connecté aux sarcomères au niveau des disques Z via l’interaction du DAPC avec la desmine, une protéine 
de filaments intermédiaires. Figure adaptée de (Davies et Nowak 2006). 
 
 
musculaires entraine une augmentation de la fréquence des évènements de ruptures du 
sarcolemme des fibres musculaires qui ne peuvent plus conserver leur intégrité et meurent 
rapidement Au début des années 2000, il a été démontré que certaines dystrophies 
musculaires, comme les myopathies de Miyoshi (dystrophies distales) ou la dystrophie 
musculaire des ceintures de type 2B (LGMD2B), englobées sous le terme de 
dysferlinopathies, ont pour origine un défaut de réparation de la membrane plasmique (Bansal 
et al. 2003). Dans ce cas, les cellules musculaires subissent des ruptures membranaires avec la 
même fréquence que des cellules musculaires saines, mais elles sont incapables de les réparer.  
Un autre groupe de myopathies, dont fait partie la dystrophie musculaire des ceintures de type 
1C, ont pour origine des mutations de la séquence codant la cavéoline-3 et sont regroupées 
sous le terme de cavéolinopathies. Depuis qu’il a été montré que la cavéoline-3 peut être 
associée à la dysferline (C. Matsuda et al. 2001), il est suggéré que ces pathologies soient 
aussi directement liées à un défaut de réparation du sarcolemme. Aucun résultat expérimental 








B. Les dystrophies des ceintures (Limb-Girdle Muscular Dystrophy) 
 
Les dystrophies des ceintures regroupent les pathologies affectant prioritairement les muscles 
des ceintures scapulaire et pelvienne. A ce jour, 24 formes ont été caractérisées par 
l’identification des mutations génétiques responsable de la maladie. La prévalence mondiale 
de toutes les LGMD est estimée entre 1 à 9 pour 1 000 000 de personnes (sources orphanet). 
Une nomenclature des LGMD a été proposée au milieu des années 1990 (K M Bushby 1995). 
Elle repose sur le code suivant : LGMDNL, avec N correspondant au mode de transmission 
(1 : dominant ; 2 : récessif) et L à une lettre de l’alphabet, l’ordre alphabétique indiquant la  
chronologie de découverte de la maladie. Les formes autosomiques dominantes sont moins 
nombreuses et plus rares que les formes autosomiques récessives. 
 
Les formes autosomiques dominantes : 8 LGMD1 sont actuellement répertoriées. Pour 5 
d’entre elles, les gènes et protéines impliqués dans la pathologie ont été identifiés, pour les 
autres, seul le locus est connu. Elles sont souvent associées à une sévérité modérée mais 
peuvent induire une anomalie du muscle cardiaque et des problèmes respiratoires. 
 
Les formes autosomiques récessives : Les LGMD2 forment un groupe de maladies plus 
vaste que celui des formes dominantes, avec 16 LGMD2 répertoriées. Quatre mécanismes 
physiopathologiques peuvent être distingués parmi ces maladies : 1) une instabilité du 
sarcolemme, 2) des défauts de réparation du sarcolemme, 3) une sénescence des cellules 
satellites et 4) une déstructuration du sarcomère. 
 
C. Les myopathies distales 
 
Les myopathies distales (MD) sont des pathologies affectant les muscles distaux des membres 
supérieurs et/ou inférieurs. De la même manière que pour les LGMD, certaines MD sont 
transmises de façon autosomique dominante (15 maladies connues) et d’autres sont transmises 
de manière autosomique récessive (6 formes) (Udd 2012). Les formes dominantes sont 
d’expression tardive (après 40 ans), alors que les formes récessives débutent plus 
précocement, généralement avant 25 ans. Les manifestations cliniques de ces maladies vont 
d’une simple fatigabilité jusqu’à une possible perte de la marche. D’autres symptômes comme 
une faiblesse des muscles des cordes vocales et/ou du pharynx, entrainant des difficultés de 
phonation, sont également observés. 
 
D. Les dysferlinopathies  
 
Les travaux de plusieurs équipes, menés dans les années 90, ont permis d’identifier le locus 
responsable d’une des LGMD2 : la LGMD2B. Les premiers travaux publiés rapportent son 
positionnement par des études de liaison sur le chromosome 2p13. Au cours de la même 
période, il a aussi été montré que le locus était impliqué dans une autre pathologie, une forme 
de myopathie distale appelée myopathie de Miyoshi (R. Bashir et al. 1994)(Bejaoui et al. 




1995). Des études par clonage positionnel ont alors identifié le gène DYSF, codant la 
dysferline, comme responsable de cette pathologie (Rumaisa Bashir et al. 1998) (Liu et al. 
1998). La prévalence des dysferlinopathies est estimée à 2 cas pour 1000 000 de personnes, 
soit 12 000 cas dans le monde environ (Gaëlle Blandin 2014). Elles représentent une part de 
plus en plus importante des myopathies diagnostiquées chez l’adulte avec des proportions 
plus marquées au Maghreb et au Moyen-Orient. 
Les dysferlinopathies ont la particularité de regrouper plusieurs tableaux cliniques, sans que 
les causes de ces variations ne soient connues. La myopathie de Miyoshi de type 1 (MMD1) 
et la LGMD2B représentent la très grande majorité des pathologies associées à une déficience 
en dysferline. Les autres dysferlinopathies sont classées dans des tableaux cliniques rares. Ces 
pathologies partagent de nombreuses similarités, comme un taux très élevé de CK sérique, 
l’âge d’apparition des symptômes (début de l’âge adulte) et la progression lente de la 
pathologie, conduisant à la perte de la marche au terme de plusieurs années. Elles sont en 
revanche très différentes suivant les groupes de muscles affectés. Dans certains cas, avant 
l’apparition des symptômes, certains malades possèdent de très bonnes capacités sportives. Ce 
caractère n’est pas retrouvé pour les autres dystrophies. Une atteinte cardiaque ou respiratoire 
est très exceptionnelle dans les dysferlinopathies à la différence de beaucoup de myopathies 
(Wenzel et al. 2007). Cependant des investigations cardiologiques approfondies (IRM) ont 
mis en évidence une fréquence élevée de petites anomalies, à la fois dans le modèle murin et 
pour des patients souffrant de LGMD2B (Rosales et al. 2011). La LGMD2B apparait 
habituellement à l’adolescence ou chez le jeune adulte. Elle débute par une faiblesse 
musculaire des jambes entrainant des difficultés pour courir, monter les escaliers ou se relever 
du sol. Elle est caractérisée par une atrophie des muscles des ceintures pelviennes et 
scapulaires, avec une progression lente de la fonte musculaire. Au niveau scapulaire, le biceps 
est le plus touché, le deltoïde pouvant être à l’inverse hypertrophié. Ces atteintes peuvent être 
asymétriques. 
La myopathie de Miyoshi de type 1 est la plus fréquente des myopathies distales. Elle se 
transmet selon le mode autosomique récessif, tout comme la LGMD2B. Elle débute vers l’âge 
de 20 ans et se caractérise par une atteinte préférentielle de la loge postérieure de mollets 
(muscles gastrocnémiens et soléaires). A l’inverse des autres myopathies distales, l’élévation 
des CK est très marquée. Elle touche aussi les muscles des avants bras sans affecter les mains. 
La progression de cette pathologie est lente, et peut s’étendre aux cuisses. Il existe trois types 
de myopathies de Miyoshi. Chacun des types provient de mutations sur des gènes différents.  
Le type 2 concerne une protéine, qui n’a pas encore été identifiée, codée par un gène présent    
sur le chromosome n°10 (http://www.ncbi.nlm.nih.gov/gene/100505381). Le type 3 concerne 
des mutations sur le gène codant la protéine Actonamine 5, qui est un canal chlorure activé 
par le calcium, faisant partie de la famille des Actonamine.  
Plus de 400 modifications de séquence sont aujourd’hui répertoriées sur le gène DYSF. En 
2012 266 étaient rapportées comme délétères (Blandin et al. 2012). Ces mutations sont 
réparties tout au long de la séquence codante, sans qu’aucune région surreprésentée (hot-spot) 
ne soit identifiée. Aucune corrélation des zones mutées avec le phénotype observé n’a 
également été constatée. Les mutations délétères sont de tous les types. Les mutations 




ponctuelles représentent 50% des mutations délétères avec dans la plupart des cas une absence 
d’expression de la protéine. 
  
Une découverte faite avec sérendipité a apporté des informations importantes pour l’étude de 
ces pathologies. Il a été en effet observé chez une patiente porteuse d’une mutation ayant pour 
conséquence l’expression d’une forme de dysferline tronquée proche de la  minidysferlinec72 
associée au développement d’une forme très modérée de dysferlinopathie, partiellement 
handicapante. Que l’expression transgénique de cette forme de dysferline dans des souris 
modèles de dysferlinopathie restaure la capacité des fibres musculaires striées squelettiques à 
réparer des ruptures mécaniques de leur sarcolemme (Krahn et al. 2010). Ceci confirme le 
rôle important de la minidysferlinec72 dans la réparation membranaire observée in vitro et 
ouvre la voie au développement d’une thérapie génique basé sur l’expression d’une forme 
tronquée de dysferline. De manière plus surprenante, l’expression transgénique de cette forme 
tronquée de dysferline n’empêche pas les souris modèles de développer la pathologie. Ces 
résultats montrent que le défaut de réparation membranaire n’est pas le seul facteur 
contribuant au développement des dysferlinopathies et il est envisageable que la partie 
manquante de la dysferline participe à d’autres évènements encore inconnus, mais nécessaires 
à la survie des fibres musculaires. 
 
Pour ce travail de thèse nous avons utilisé une lignée humaine élaborée à partir de myoblastes 
extraits par biopsie d’un triceps d’une femme âgée de 25 ans atteint LGMD2B. Pour cette 
patiente la mutation est une substitution d’une thymidine par une adénine en 5’ de l’intron 26 
pour les 2 allèles du gène codant la dysferline. Cette mutation ponctuelle qui touche un site 
d’épissage a pour conséquence une absence complète de l’expression de la dysferline que ce 
soit dans les myoblastes et myotubes des cultures primaires parentales ou de la lignée 
immortalisée (Philippi et al. 2012). Malgré cette absence de dysferline, et à l’instar de la 
lignée LHCN-M2, l’expression de protéines marqueurs de la myogénèse comme la chaine 
lourde de myosine, la desmine ou encore la caveoline-3 n’est pas affectée. Cette lignée 
humaine nous a servi de modèle d’étude de muscle strié squelettique déficient en dysferline. 
 
E. Les cavéolinopathies 
 
Les cavéolinopathies regroupent un ensemble de pathologies ayant en commun des mutations 
de la séquence codant la cavéoline-3 et la séquence codant la cavine-1 (Ardissone et al. 
2013)). Les déficiences en cavéoline-3 ont en commun une diminution significative de la 
présence de cavéoline-3 dans le sarcolemme des fibres musculaires. Cette diminution de la 
quantité de cavéoline-3 dans le sarcolemme a pour conséquence, en général, une 
désorganisation du réseau des tubules-T ainsi qu’une altération des voies de signalisation 
cellulaire (Gazzerro et al. 2010). En 2010, 30 mutations délétères du gène codant la cavéoline-
3 étaient répertoriées. La plupart des cavéolinopathies sont transmises selon un mode 
autosomique dominant. Cependant, des cas de transmissions autosomiques récessives ont été 
rapportés (Bruno et al. 1993) pour 6 des mutations identifiées (Gazzerro et al. 2010) 




(Tableaux 1 et 3, mutations marquées avec le symbole *). La mutation de la séquence 
codant cette protéine sur un seul allèle est suffisante pour que la protéine n’exerce plus ses 
fonctions dans les fibres musculaires. Des études ont rapporté dans le cas de mutations 
comme p.P104L, p.∆TFT 63-65, p.R27Q et p.T77K, qu’une proportion significative de la 
cavéoline-3 exprimée par les fibres musculaires forme des agrégats de masse moléculaire 
importante qui sont ségrégées dans la membrane des saccules golgiennes (F. Galbiati et al. 
1999) (Ferruccio Galbiati et al. 2000). Le fait que la mutation d’un seul allèle, soit suffisante 
pour entrainer le développement d’un phénotype pathologique, pourrait être dû au fait que les 
cavéoline-3 mutées soient capables de retenir les protéines sauvages, exprimées par l’allèle 
non muté, dans le compartiment Golgien. Néanmoins, le fait que les phénotypes 
pathologiques des mutations homozygotes soient plus modérés, suggèrent que la présence 
d’une faible proportion de cavéoline-3 au niveau du sarcolemme pourrait atténuer l’impact de 
la déficience en cavéoline-3 chez les formes hétérozygotes (Kubisch et al. 2003). Comme 
dans le cas des dysferlinopathies, il n’a pas été trouvé de lien direct entre les atteintes 
pathologiques et la localisation des mutations délétères. Celles-ci sont réparties tout le long de 
la séquence codant la cévoline-3 et une même mutation peut être la cause de manifestations 
cliniques très différentes, entre des individus de familles différentes ou au sein d’une même 






























dans la séquence 
codante 





Référence des études 
Dans le domaine N-Terminal 
c.77G>A p.R27Q LGMD (Figarella-Branger et 
al. 2003) 
c.77G>A p.R27Q LGMD, RMD (Fee et al. 2004) 
c.81C>A p.D28E LGMD, RMD, DM (Fischer et al. 2003) 
c.96C>G p.N32K LGMD (Sugie et al. 2004) 
c.114+2T>C* p.K37X LGMD (Müller et al. 2006) 
c.128T>A p.V43E LGMD (Sugie et al. 2004) 
c.133G>A p.A45T LGMD (Herrmann et al. 2000) 
c.163G>A p.G55S LGMD (McNally et al. 1998) 
Dans le domaine d’oligomérisation 
c.183C>A p.S60R LGMD, H-CK (Fulizio et al. 2005) 
c.187A>C p.T63P LGMD (C. Matsuda et al. 
2001) 
c.187_194del p.TFT63-65del LGMD (Minetti et al. 1998) 
c.216C>G p.C71W LGMD (McNally et al. 1998) 
Dans le domaine d’ancrage à la membrane 
c.233C>T* p.T77M LGMD (Monica Traverso et al. 
2008) 
c.277G>A* p.A92T LGMD-RMD (Kubisch et al. 2003) 
c.290_293del p.F96del LGMD, RMD, H-CK (Cagliani et al. 2003) 
c.314C>T p.P104L LGMD (Minetti et al. 1998) 
 
Tableau n°1 : Les mutations de la cavéoline-3 identifiées chez les patients atteints de LGMD1C. Le 
phénotype pathologique n’est pas associé à la localisation de la mutation sur la séquence codant la cavéoline-3 
puisque des mutations sur toute la séquence codante entrainent la même maladie. LGMD = LGMD1C, RMD = 
Rippling Muscle Disease, H-Ck = HyerCKémie. Le symbole «,» signifie que plusieurs maladies peuvent être 
observées pour la même mutation au sein d’une même famille, le symbole «-» indique des cas de patients 

























dans la séquence 
codante 





Référence des études 
Dans le domaine N-Terminal 
c.77G>A p.R27Q H-CK(s) (Carbone et al. 2000) 
c.83C>T p.P29L H-CK(f) (Merlini et al. 2002) 
c.99>G p.N34K H-CK(s), DM (Fulizio et al. 2005) 
Dans le domaine d’oligomérisation 
c.169G>A p.V57M H-CK(s), H-CK(f) (Reijneveld et al. 2006) 
(Alias et al. 2004) 
Dans le domaine d’ancrage à la membrane 
c.233C>A p.T78K H-CK(s) (M. Traverso et al. 
2008) 
c.233C>T p.T78M H-CK(s) (Alias et al. 2004) 
 
Tableau n°2 : Les mutations de la cavéoline-3 identifiées chez les patients atteints de HyperCKémie 
idiopathique. H-CK = HyperCKémie, DM = myopathie distale, (s) = cas sporadique, (f) = cas familial. D’après 
(Gazzerro et al. 2010). 
 
Mutation identifiée 
dans la séquence 
codante 





Référence des études 
Dans le domaine N-Terminal 
c.13InsG/c.114_453del p.E4fs19X RMD (M. Traverso et al. 
2008) 
c.77G>A p.R27Q RMD (Vorgerd et al. 2001) 
c.82C>A p.P29T RMD (Van den Bergh et al. 
2004) 
c.133G>A p.A46T RMD (R. C. Betz et al. 2001) 
c.134C>T p.A46V RMD (R. C. Betz et al. 2001) 
c.136G>A p.E47K RMD (Madrid, Kubisch, et 
Hays 2005) 
c.140A>C p.E47A RMD (Lorenzoni et al. 2007) 
Dans le domaine d’oligomérisation 
c.154A>G p.S53G RMD (Dotti et al. 2006) 
c.212C>A* p.W71X RMD (Ueyama et al. 2007) 
Dans le domaine d’ancrage à la membrane 
c.257T>C* p.L86P RMD (Kubisch et al. 2005) 
c.307_312del p.F104_F105del RMD (Bae et al. 2007) 
 
Tableau n°3 : Les mutations de la cavéoline-3 identifiées chez les patients atteints de Syndrome du muscle 













dans la séquence 
codante 





Référence des études 
Domaine N-Terminal 
c.39C>A p.V15L SIDS (Cronk et al. 2007) 
Domaine d’ancrage à la membrane 
c.233C>T p.T78M LQTS (Vatta et al. 2006) 
c.239T>A p.L80R SIDS (Cronk et al. 2007) 
c.253G>A p.A86T LQTS (Vatta et al. 2006) 
c.290T>G p.F98C LQTS (Vatta et al. 2006) 
Domaine C-Terminal 
c.423C>G p.S141R LQTS (Vatta et al. 2006) 
 
Tableau n°4 : Les mutations de la cavéoline-3 identifiées chez les patients atteints de Syndrome QT long 
congénital ou du Syndrome de la mort subite du nourrisson, 2 pathologies associées à une arythmie 
héréditaire. LQTS = Syndrome du QT long congénital ; SIDS = Syndrome de mort subite du nourrisson. 
D’après (Gazzerro et al. 2010). 
 
Les tableaux n°1 à 4 sont tirés d’une revue faisant la synthèse des mutations de la séquence 
codant la cavéoline-3, répertoriées dans la littérature, ainsi des principales maladies associées 
(Gazzerro et al. 2010). Les cavéolinopathies englobent un ensemble de pathologies très 
différentes. Ces maladies sont : 
- la LGMD1C (Tableau n°1) : cette forme de dystrophie des ceintures apparait généralement 
à la petite enfance, même si des cas rares de personnes adultes ont été rapportés dans la 
littérature (Figarella-Branger et al. 2003). Cette forme de dystrophie est notamment associée à 
une faiblesse progressive des ceintures musculaires (pelvienne ou scapulaire), un taux élevé 
de Créatine Kinase (CK) sérique et un profil normal en analyse électromyographique.  
- L’HyperCKémie (Tableau n°2) : des taux élevés en CK sériques existent dans de 
nombreux cas de dystrophies musculaires, mais aussi dans des cas d’alcoolisme, de désordres 
inflammatoires non musculaires ou de désordres métaboliques. L’hyperCKémie isolée est une 
maladie associée à un taux élevé de CK sérique sans que des atteintes musculaires puissent 
être observées. Dans le cas des hyperCKémie cavéolinopathiques, on dénombre des cas isolés 
dans des familles (Tableau n°2, s), mais aussi des cas d’hyperCKémie familiales (Tableau 
n°2, f). La plupart des mutations sont soit sporadiques, soit familiale. On note néanmoins que 
des mutations retrouvées dans des cas sporadiques et familiales à la fois existent (p.V57M).  
- Le syndrome du muscle roulant (Rippling Muscle Disease) (Tableau n°3) : Le RMD est 
une forme de myopathie bénigne avec des symptômes d’hyperexcitabilité musculaire 
indépendamment d’une activité électrique. Dans ce syndrome, les muscles se contractent par 
des stimuli mécaniques, comme l’application d’une pression ou d’un étirement sur le muscle. 
On parle de muscle roulant car la contraction est initiée au point du stimulus et se développe 
tout le long du muscle. 
- Des désordres d’arythmies cardiaques congénitales, comme le syndrome du QT long et le 
syndrome de mort subite du nourrisson (Tableau n°4). Quatre mutations différentes du gène 
codant la cavéoline-3 ont été identifiées chez 905 patients souffrant de syndrome de long QT 
(LQTS) congénital de type 9. Ce syndrome résulte d’une anomalie électrophysiologique du 




cœur. Les personnes affectées par cette anomalie ou trouble du rythme cardiaque peuvent 
avoir un rythme cardiaque élevé, appelé "Torsade de Pointes" (TdP), qui mène à la perte 
soudaine de conscience et peut causer la mort subite d’origine cardiaque. Le nom du 
syndrome du long QT se rapporte à l’intervalle QT, qui est le temps requis pour la 
dépolarisation et repolarisation des cardiomyocytes ventriculaires.  
Trois mutations du gène codant la cavéoline-3 ont été identifiées pour 133 syndromes de mort 
subite du nourrisson (SIDS). La cause des SIDS reste encore incomprise. Cependant, dans le 
cas des SIDS associés à des mutations de la séquence codant la cavéoline-3, il a été rapporté 
une augmentation d’un facteur 5 des courants sodiques tardifs. Ces désordres d’excitabilité 
cardiaque liés à des mutations du gène codant la cavéoline-3 indiquent que la cavéoline-3 
directement ou indirectement, via les cavéoles, pourrait avoir un rôle dans l’excitabilité des 
cardiomyocytes.  
D’autres pathologies, plus rares, ont été identifiées comme associées à des mutations de la 
séquence codant la cavéoline-3 : une forme de myopathie distale et des cas de 
cardiomyopathies hypertrophiques familiales.  
 
Pour une même mutation, il a été rapporté des différences pathologiques importantes entre les 
membres d’une même famille, certains individus cumulant plusieurs pathologies, d’autres 
ayant une même maladie mais avec des sévérités différentes et des individus étant 
asymptomatiques (pénétrance incomplète) (Fee et al. 2004), (Fischer et al. 2003). Ces 
observations ont fait émettre l’hypothèse que des gènes perturbateurs pourraient exister, 
comme dans le cas de mutations du gène codant l’AnxA6, associées à des formes sévères de 
dystrophies des ceintures,  
Une mutation de la cavine-1, une protéine indispensable à l’assemblage des cavéoles, est 
responsable d’une forme de lypodystrophie congénitale généralisée (de type 4). La 
transmission de cette  maladie est autosomale récessive et le patient identifié a une très faible 
proportion de tissu adipeux, avec un taux de triglycérides circulants élevé, une intolérance au 
glucose, une hyperinsulinémie, un taux élevé de CK sérique et souffre de douleurs 
musculaires. Les analyses en immunohistochimie des fibres musculaires ont mis en évidence 
la présence de cavéoline-3 au niveau du sarcolemme, malgré l’absence de cavine-1, mais une 
délocalisation partielle dans le cytosol en comparaison à des patients sains. 
Pour notre étude, nous avons utilisé une lignée générée à partir de myoblastes extraits du 
muscle vaste latéral d’un homme âgé de 44 ans et atteint de LGMD1C. Pour ce patient, la 
mutation identifiée est une mutation faux sens entrainant un changement de la séquence 
protéique p.R27Q et a pour conséquence une diminution significative de l’expression de 
caveoline-3 (Timmel et al. 2015). Cette lignée a constitué notre modèle de fibres musculaires 








Chapitre n°5 : Le placenta 
 
 
A. Présentation générale 
 
Le terme placenta est un terme latin qui signifie galette. Cet organe unique a été nommé ainsi 
en raison de sa forme circulaire (Figure 5.1). A terme, il a une forme de disque de 18 à 20 cm 
de diamètre, de 4 à 5 cm d’épaisseur au centre et 4 à 6 mm sur les bords, pour une masse 
comprise entre 450g et 500g environ. C’est un organe très particulier qui n'est retrouvé que 
chez les mammifères appartenant à la sous-classe des euthériens (ou placentaires). Cette sous-
classe de mammifères est la plus représentée sur notre planète. La caractéristique commune à 
toutes les espèces euthériennes est que le développement des embryons se fait entièrement 
dans le corps de la femelle en gestation. Les embryons/fœtus se développent et sont alimentés 
grâce aux annexes dont fait partie le placenta. 
 
 
Figure 5.1 : Représentation schématique et 
localisation du placenta humain. Le placenta est un 
organe en forme de disque avec une partie fœtale 
appelée chorion, de laquelle émerge le cordon 
ombilical et une partie maternelle divisée en plusieurs 












Le placenta est un organe écotone : il possède une partie fœtale et une partie maternelle. C’est 
un organe très riche en vaisseaux sanguins, qui régulent les échanges entre le sang maternel et 
le sang fœtal/embryonnaire. Il possède, à la fois, une fonction nutritive, respiratoire, excrétrice 
et de glande. La partie fœtale du placenta est nommée chorion. La partie maternelle est 
appelée decidua ou caduque. 
Le placenta est caractérisé chez l’Homme par son activité de glande endocrine polyvalente, 
avec la production d’une grande variété d’hormones qui lui permet de contrôler l’activité et le 
développement de plusieurs cibles (A. Malassiné, Frendo, et Evain-Brion 2003). Il produit des 
hormones stéroïdiennes, comme la progestérone et des oestrogènes, ainsi que 8 hormones 
polypeptidiques, dont la gonadotropine chorionique humaine (hCG), le lactogène placentaire 
humain (hPL ou hCS) ou l’hormone de croissance placentaire (PGH). Ces dernières sont 




produites en grande quantité, sans équivalent connu chez les mammifères. Ces hormones sont 
indispensables à la fois pour le développement du fœtus/embryon mais aussi, à l’adaptation 
du corps de la femelle en gestation au développement du fœtus/embryon. La perméabilité du 
placenta aux anticorps maternels et l’absence de molécules du Complexe Majeur 
d’Histocompatibilité à sa surface, permet de conférer au fœtus/embryon une immunité 
passive, sans être la cible du système immunitaire maternel, avant qu’il développe son propre 
système immunitaire. 
 
B. Structure du placenta mature 
 
Le placenta mature est composé de tissu fœtal, dérivé du sac chorionique, et de tissu dérivé de 
l’endomètre maternel. De manière générale, la partie fœtale du placenta est appelée plaque 
chorionique (Figure 5.2). Elle est recouverte par l’amnios. Elle comprend les vaisseaux 
sanguins fœtaux, qui sont des prolongements radiaux des vaisseaux du cordon ombilical, du 
tissu mésenchymateux, qui entoure ces vaisseaux, ainsi qu’une couche de cytotrophoblastes et 
une couche de syncytiotrophoblastes. 
 
 
Figure 5.2 : Organisation structurale du placenta mature. La partie fœtale du placenta est appelée plaque 
chorionique, elle est recouverte par l’amnios et comprend les vaisseaux sanguins fœtaux, qui sont des 
prolongements radiaux des vaisseaux du cordon ombilical, du tissu mésenchymateux, entourant ces vaisseaux, 
ainsi que du tissu trophoblastique. La partie maternelle est appelée plaque basale. Entre ces deux plaques se 
trouve l’espace intervilleux qui contient les unités fonctionnelles du placenta branchées sous forme de villosités 
contenant les vaisseaux sanguins du fœtus. Figure adaptée à http://what-when-how.com 
 




La partie maternelle est appelée plaque basale. Elle est recouverte par la caduque basale et 
elle est composée d’une couche basale résiduelle (endomètre), d’une coque 
cytotrophoblastique et d’une couche de syncytiotrophoblastes. Entre ces deux plaques se 
trouve l’espace intervilleux ou chambre intervilleuse (Figure 5.2). Cette chambre contient les 
unités fonctionnelles du placenta, sous forme de villosités. Les villosités contiennent les 
vaisseaux sanguins du fœtus. Dans un placenta mature, soit 5 mois post-fécondation, 
l’endomètre sépare de façon incomplète les villosités en unités appelés cotylédons en formant 
des sillons (Figure 5.1). L’espace intervilleux est entièrement délimité par la double couche 
de cytotrophoblastes et syncytiotrophoblastes. Le sang maternel circulant pénètre dans cet 
espace via des artères spiralées. Il baigne les villosités et repart par les veines endométriales.  
La barrière placentaire correspond aux feuillets de cellules qui séparent le sang maternel du 
sang fœtal circulant dans les villosités, au niveau de l’espace intervilleux. Chez l’Homme, le 
placenta a une structure complète à partir du 5ème mois de gestation. Cette maturation se 
caractérise par la formation de septa ou sillons intervilleux qui séparent partiellement l’espace 
intervilleux, en cotylédons (Figure 5.1). Après cette période la croissance du placenta est 
uniquement une augmentation de taille. La croissance morphologique du placenta est 
considérable durant la période de gestation. Chez l’Homme, la surface d’échange entre 
l’embryon et la mère a été estimée à 0,3 m² après 12 semaines de gestation, plus de 1 m² après 
16 semaines de gestation et 14 m² à terme (Benirschke, Burton, et Baergen 2012). 
 
C. Développement du placenta : placentation 
 
Le placenta est le premier organe apparaissant durant l'embryogénèse chez les mammifères. 
Son développement est appelé placentation. La placentation commence durant la première 
semaine du développement embryonnaire. Dans cette période, l’ovocyte se transforme 
progressivement en blastocyste, au cours de sa migration le long des trompes de Fallope. A ce 
stade, la couche de cellules externe du blastocyste, appelée zone pellucide, se rompt (J5 à J7) 
et provoque la polarisation de l’embryon avec l’apparition d’un pôle chorionique, appelé 
trophoblaste. Ce pôle chorionique donne les annexes, dont fait partie le placenta, et un pôle 
interne, sous la zone pellucide, appelé embryoblaste, qui devient le fœtus.  
Le placenta humain et des primates supérieurs est dit hémomonochorial, car il est caractérisé 
par l’invasion de l’endomètre utérin par les trophoblastes du pôle chorionique, conduisant au 
contact direct entre les trophoblastes et le sang maternel (Benirschke, Burton, et Baergen 
2012). Le développement du placenta est initié par l’entrée en phase de prolifération du 
trophoblaste, lorsque le blastocyste adhère à l’endomètre, à la fin de la première semaine du 
développement embryonnaire. De manière très simplifiée, l’adhésion du zygote polarisé est 
suivie d’une phase de nidation durant laquelle le blastocyste pénètre dans l’endomètre. Une 
série de changements morphologiques et biochimiques synchronisés de l’endomètre, contrôlés 
par le trophoblaste, va permettre le développement du placenta. Ces changements sont connus 
sous le terme de réaction déciduale. Durant cette implantation dans l’endomètre, le 
trophoblaste commence à se différencier pour donner naissance à deux feuillets de cellules : le 
cytotrophoblaste et le syncytiotrophoblaste. Ce dernier est le feuillet le plus externe. 10 jours 




après fécondation environ les cellules du trophoblaste s’étendent dans la décidue, en direction 
des capillaires sanguins maternels, pour former les villosités trophoblastiques primaires. Le 
syncytiotrophoblaste, via son activité enzymatique, érode la paroi des capillaires. Les 
capillaires sanguins s'anastomosent avec les lacunes du trophoblaste, pour former les 
sinusoïdes maternelles. A terme, ces lacunes communiquent entre elles pour former des 
chambres intervilleuses, délimitées par du syncytiotrophoblaste. Le mésenchyme extra-
embryonnaire envahit les villosités primaires pour former les villosités secondaires. Après 
trois semaines de gestation, le mésenchyme se différencie en vaisseaux sanguins pour former 
les villosités tertiaires. La fonction principale de ces villosités est d’assurer les échanges entre 
le sang fœtal et le sang maternel. 
Dans le cas du placenta humain, le trophoblaste se différencie selon deux voies indispensables 




Figure 5.3: Représentation schématique des voies de différenciation des cellules trophoblastiques 
humaines. Dans le cas du placenta humain, le trophoblaste se différencie selon deux voies. La première voie est 
la voie du trophoblaste villeux dans laquelle les trophoblastes fusionnent pour former les syncytiotrophoblastes. 
L’évagination du syncytiotrophoblaste dans la caduque initie la formation des villosités. Le syncytiotrophoblaste 
assure les échanges entre le sang maternel et le sang fœtal, mais également la production hormonale placentaire. 
Dans la voie extravilleuse, 13 jours après fécondation, des cytotrophoblastes pénètrent le syncytiotrophoblaste et 
forment des colonnes continues de cellules. Ces cellules, soit envahissent progressivement la decidue et le 
myomètre et se différencient en cellules géantes plurinucléées du placenta (voie interstitielle), soit remodèlent les 
artères utérines (voie endovasculaire).  D’après (Gude et al. 2004) 
 
 
Dans la voie des trophoblastes villeux, les cytotrophoblastes bordant les villosités 
chorioniques mésenchymateuses se différencient pour former les syncytiotrophoblastes. Ce 
feuillet de syncytiotrophoblastes a un rôle important tout le long de la période de gestation 
puisque il est le site de nombreuses fonctions placentaires incluant les échanges gazeux, 
ioniques et de nutriments, ainsi que la synthèse d’hormones peptidiques et stéroïdiennes. 
Parmi les hormones sécrétées par les syncytiotrophoblastes, la progestérone et l’hCG sont 




indispensables à la gestation humaine. A la fin du premier trimestre les syncytiotrophoblastes 
baignent  dans le sang maternel et produisent des enzymes de cellules endothéliales comme 
l’Oxyde Nitrique Synthase ou les endothélines. Ces cellules sont directement impliquées dans 
l’homéostasie de l’espace intervilleux. 
Dans la voie d’invasion extra-villeuse, des cytotrophoblastes traversent le feuillet du 
syncytiotrophoblaste, dès 13 à 14 jours de grossesse, et forment des colonnes continues de 




















Figure 5.4 : Représentation schématique de villosités chorioniques humaines pour un fœtus âgé de 12 
semaines. Les trophoblastes extravilleux s’organisent en colonnes de cellules continues, qui isolent l’espace 
intravilleux, contenant les capillaires fœtaux des cellules de la paroi utérine. Les trophoblastes envahissent la 
décidue et se transforment en cellules géantes plurinucléées ou remodèlent les artères utérines. Le 
syncytiotrophoblaste est la première barrière séparant le sang maternel arrivant dans l’espace intervilleux du 
sang fœtal circulant dans les capillaires fœtaux présents dans le mésenchyme intravilleux.  D’après (André 
Malassiné, Frendo, et Evain-Brion 2010) 
 
 
Au cours du premier trimestre de  gestation, les cellules cytotrophoblastiques extravilleuses 
infiltrent progressivement la caduque utérine sous-jacente puis migrent préférentiellement en 
direction des artères spiralées maternelles. Les trophoblastes entraînent des remaniements 
profonds de la physionomie de ces artères. Ainsi, seules les artères entourées de trophoblastes 
interstitiels montrent d’importantes altérations de leurs structures. Celles-ci se caractérisent 
par un oedème, une disparition de l’endothélium et la destruction de la tunique musculaire et 
des lames élastiques internes, remplacées par un matériel fibreux et fibrinoïde. Ces 
remaniements structuraux entrainent une perte du contrôle de ces artères par le système 




neurovasculaire et par les voies de médiateurs locaux du tonus vasculaire (prostaglandines, 
endothélines, NO, ...) de l’organisme maternel. Ces adaptations physiologiques assurent une 
augmentation importante du débit sanguin en direction du placenta. Toutefois dès la 8ème 
semaine de gestation, les trophoblastes interstitiels ont colonisé la totalité de la muqueuse 
utérine et atteignent le premier tiers du myomètre. A ce niveau, les trophoblastes se 
différentient en cellules plurinucléées connues sous le nom de cellules géantes du placenta 
(Figure 5.4) et correspondant à la forme de différenciation terminale de la voie extravilleuse. 
La colonisation du myomètre engendre un remaniement similaire des artères spiralées au 
niveau de leurs segments intramyométriaux. 
 
D. Le syncytiotrophoblaste 
 
Dans les échanges materno-fœtal, le sang maternel n’entre jamais en contact avec le sang 
fœtal. Comme vu précédemment, durant la placentation la circulation sanguine de 
l’endomètre maternel et une partie de la circulation sanguine dans le myomètre sont détournés 
vers le placenta. Pour un placenta mature, le sang maternel arrive dans les artères spiralées 
modifiées et se déverse, par projection saccadée, dans l’espace intervilleux. La chambre 
intervilleuse et les villosités chorioniques contenant le réseau de capillaires fœtaux sont 


















Figure 5.5 : Représentation schématique de la communication sanguine entre le sang maternel et le sang 
fœtal et localisation des trophoblastes. Les vaisseaux sanguins maternels et fœtaux ne sont pas directement en 
contact. Le sang maternel diffuse dans la chambre intervilleuse (ou espace intervilleux) et doit traverser une fine 
membrane appelée membrane microvillositaire. Un cotylédon comprend un groupe de villosités émergeant d’une 
même extension de vaisseaux sanguins. Le trophoblaste est la première barrière séparant le sang maternel du 
sang fœtal. Il est constitué de deux couches cellulaires appelées syncytiotrophoblastes (ST) et cytotrophoblastes 
(CT). Les ST forment la couche la plus externe, en contact direct avec le sang maternel. Figure adaptée de 
(Carmeille et al. 2015). 




Les syncytiotrophoblastes sont donc directement en contact avec le sang maternel et 
l’empêchent d’entrer en contact avec les capillaires sanguins fœtaux présents dans les 
villosités chorioniques (Figure 5.5).  
Les syncytiotrophoblastes ont un rôle essentiel dans le fonctionnement du placenta, pour la 
croissance et le développement embryonnaire par la production des hormones placentaires. 
Comme ils sont directement en contact avec le sang maternel, ils assurent aussi le rôle de 
filtre pour les échanges gazeux, ioniques et les échanges en nutriments par la présence à leur 
surface apicale de microvillosités. 
Les syncytiotrophoblastes sont des cellules quiescentes qui sont renouvelées par la fusion des 
cytotrophoblastes sous-jacents. Dans des pathologies fréquentes de la grossesse comme la 
pré-éclampsie (5% des grossesses), il a été observé une diminution de la capacité des 
cytotrophoblastes à fusionner (Langbein et al. 2008) et une émission très importante, par les 
syncytiotrophoblastes, de particules membranaires dans le sang maternel (Knight et al. 1998), 
(Johansen et al. 1999). Cette émission de matériel syncytiotrophoblastique entraine une 
réponse inflammatoire des cellules endothéliales maternelles et des leucocytes circulants, qui 
constitue un facteur physiopathologique de la pré-éclampsie (Redman et Sargent 2000). Le 
dysfonctionnement du syncytiotrophoblaste est donc la cause principale du développement de 
cette pathologie. L’émission de particules membranaires en grande quantité dans le sang 
maternel pourrait provenir d’une plus grande susceptibilité de leur membrane plasmique 
apicale aux contraintes hémodynamiques. Nous nous sommes donc orientés vers l’étude de la 
























Les objectifs de ce travail peuvent se résumer en trois questions majeures : 
 
1) Le rôle joué par l’AnxA5 dans la réparation membranaire, mis en évidence au niveau 
des cellules périvasculaires murines, s’étend-il à d’autres systèmes cellulaires ? 
 
2) Quel est le mode d’action de l’AnxA5 dans la réparation membranaire ? 
 
3) Quel(s) est (sont) le(s) mécanisme(s) de réparation membranaire des fibres 
musculaires et des trophoblastes humains ? 
Une altération du processus de réparation membranaire conduit au développement de 
certaines dystrophies musculaires, telle que la LGMD2B (Bansal et al. 2003). Le choix d’un 
des modèles d’étude s’est donc naturellement porté vers le tissu musculaire strié squelettique. 
Nous avons étudié trois lignées cellulaires : une lignée provenant d’un patient sain, une lignée 
provenant d’une patiente atteinte de LGMD2B et une lignée provenant d’un patient atteint de 
LGMD1C. 
Peu de données étant disponibles sur ces lignées, nous avons tout d’abord réalisé un travail de 
caractérisation. Nous avons ensuite analysé leur capacité à réparer des dommages mécaniques 
et des dommages créés par insertion de PFTs. Nous avons enfin étudié le comportement de 
l’AnxA5 dans ces cellules durant la lésion du sarcolemme. 
Nous avons réalisé en parallèle une étude sur des trophoblastes humains. Ce choix se justifiait 
par le fait que le placenta est un des organes les plus riches en AnxA5. D’autre part, les 
cellules trophoblastiques, qui sont présentes à la surface du placenta, subissent des contraintes 
mécaniques importantes exercées par le flux sanguin maternel. Ce travail a été réalisé en 
collaboration avec l’équipe dirigée par Danièle Evain-Brion (INSERM U1139, Université 
Paris Descartes). Cette étude a été réalisée sur la lignée trophoblastique BeWo et sur des 







































A. Culture cellulaire :
 
A1. Modèles cellulaires 
 
Pour mener à bien ce projet de recherche nous avons utilisé 3 lignées de cellules musculaires 
striées squelettiques humaines.  
-La lignée LHCN-M2 est une lignée de myoblastes dérivés de cellules satellites extraites d’un 
muscle grand pectoral d’un homme blanc âgé de 41ans et donneur d’organe (cœur). Le terme 
LHCN est un acronyme signifiant: Lox-Hygro-hTERT et Cdk4-Neo, qui sont les deux 
constructions plasmidiques utilisées (Zhu et al. 2007) pour immortaliser les myoblastes 
dérivés des cellules satellites prélevées. Le terme M2 désigne un sous-clone très bien 
différencié de myoblastes LHCN. La lignée LHCN-M2 présente les avantages de se 
différencier rapidement ainsi que d’exprimer les protéines caractéristiques du muscle strié 
squelettique (chaines lourdes de myosine par exemple) après différenciation et fusion. La 
lignée LHCN-M2 a été notre lignée référence de tissu musculaire strié squelettique sain. 
-La lignée 578 est une lignée (Philippi et al. 2012) qui a été élaborée à partir de myoblastes 
extraits par biopsie d’un triceps d’une femme âgée de 25ans atteinte de LGMD2B. La patiente 
a été diagnostiquée comme porteuse d’une mutation ponctuelle pour les 2 allèles du gène 
codant la dysferline dans un site d’épissage. Cette mutation a pour conséquence une absence 
complète de l’expression de la dysferline que ce soit dans les myoblastes et myotubes des 
cultures primaires parentales ou de la lignée immortalisée (Philippi et al. 2012). Malgré cette 
absence de dysferline et à l’instar de la lignée LHCN-M2, l’expression de protéines 
marqueurs de la myogenèse comme la chaine lourde de myosine, la desmine ou encore la 
caveoline-3 n’est pas affectée.   
-La lignée 650 a été générée à partir de myoblastes extraits du muscle vaste latéral d’un 
homme âgé de 44ans et atteint de LGMD1C. Ce patient a été caractérisé comme porteur d’une 
mutation faux sens pour un allèle du gène codant la cavéoline-3. Cette mutation a pour 
conséquence une diminution significative de l’expression de caveoline-3 (Timmel et al. 
2015). 
 
Les lignées 650 et 578 ont été établies selon le même protocole que pour la lignée LHCN-M2. 
L’ensemble des lignées nous a été fournie par la plateforme d’immortalisation des myoblastes 
humains de l’Institut de Myologie de Paris (UM76, Université Paris 6, France). 










Nom de la lignée LHCN-M2 578 650 
Laboratoire(s) ayant 




Ute Zacharias / Susanne Philippi 
Anne Bigot / Vincent Mouly 
Equipe de Simone Spuler 
Année 2007 2012 2012 
Tissu d’origine Grand pectoral Triceps Vaste latéral 
Sexe du patient homme femme homme 
Age du patient 41 ans 25 ans 44 ans 
Pathologie du patient Aucune LGMD2B LGMD1C 
Mutation Aucune c.2810+2T>A (en 5’ de l’intron 
26) homozygote 
c.80 G>A (dans l’exon 1) 
hétérozygote 
Effet de la mutation Aucune Altération d’un site d’épissage 
alternatif 
Modification de la 
séquence protéique : 
p.R27>Q 
Conséquence de la 
mutation 
Aucune Absence de dysferline Diminution de 
l’expression de la 
caveoline-3/séquestration 
dans l’appareil de Golgi 
 
Tableau A: Récapitulatif des principales informations sur les lignées utilisées. 
                                                                                                                                   
 
A2. Supports de culture 
 
Plusieurs supports de culture ont été utilisés durant ce travail de thèse. Ces supports ont été 
choisis selon nos besoins (nombre de cellules, support adapté à la microscopie, etc). Quelques 
informations les concernant sont résumées dans le Tableau B. 
Les supports que nous avons le plus utilisés pour l’observation sont : 
  
- Les chambres de culture sur lame à 8 puits (Lab-Tek™ II) sont des supports de 
culture développés spécialement pour la microscopie de fluorescence. Il s’agit d’une 
lame de borosilicate rectangulaire compartimentée par du polystyrène en 8 chambres 
de 0,7cm² de surface chacune. La lame de borosilicate est traitée pour la culture 
cellulaire et son épaisseur comprise entre 0,16mm et 0.19mm (coverslip 1,5) minimise 
la dispersion des rayonnements en microscopie inversée.  
 
- Les boites de pétri avec en leur centre une lamelle de borosilicate quadrillée et 
numérotée (MatTek Glass Bottom Culture Dishes) sont des supports circulaires en 
polystyrène de 35mm de diamètre avec en leur centre un disque en borosilicate de 14 
mm de diamètre et d’épaisseur comprise entre 0,19mm et 0,23mm. La particularité de 
ces supports développés pour la microscopie à fluorescence est qu’une grille, dont les 
cases comportent un code alphanumérique, a été gravée sur le disque central par le 
fabricant (MatTek corporation, USA). 
- Pour simplifier l’écriture de cette section « matériel et méthodes », ces supports sont 
référencés comme Lab-Tek et MatTek. 
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Tableau B : Tableau récapitulatif des caractéristiques des différents supports utilisés en culture cellulaire 
 
 




Selon les recommandations de l’Institut de Myologie de Paris, nous cultivons les myoblastes 
LHCN-M2 dans un milieu non commercial appelé KMEM. Le milieu KMEM est un milieu 
appelé milieu X supplémenté d’un mélange d’additifs. Pour faire 500ml de milieu X, il faut 




mélanger 1 volume (80ml) de milieu 199 + Glutamax™ (Gibco® by life technologies) avec 4 
volumes (320ml) de DMEM high glucose + Glutamax™ sans pyruvate (Gibco® by Life 
technologies) et ramener le tout à 20% de Sérum de Veau Fœtal décomplémenté (Gibco® by 
life technologies (100ml)). Pour faire 500ml de KMEM, nous ajoutons au milieu X, un 
mélange d’additifs commercialisé par Promocell sous le nom de Skeletal Muscle Cell Growth 
Medium SupplementMix (C-39365).  L’équipe qui nous a fourni les lignées cellulaires, nous a 
recommandé d’utiliser chacun des additifs à des concentrations moitié moins importantes que 
celles recommandées par le fabricant. Nous avons alors testé des concentrations encore plus 
basses, en vérifiant qu’elles n’affectaient ni la cinétique de croissance des myoblastes, ni la 
localisation de l’AnxA5. La nature des additifs et les concentrations retenues sont les 
suivantes :  
De la fétuine bovine (concentration finale : 12,5µg/ml) : la fétuine est une glycoprotéine 
faisant partie de la famille des fétuines. Ces protéines dont la plus connue est l’albumine sont 
fabriquées par les hépatocytes et libérées dans le sang où elles servent de protéine-cargo pour 
de nombreuses substances contenues dans le sang.  
Du « basic Fibroblast Growth Factor », recombinant humain  (bFGF, concentration finale 
: 0.25ng/ml) le bFGF est un membre de la famille des facteurs de croissance des fibroblastes. 
Le facteur de croissance basique des fibroblastes est un facteur mitogénique des myoblastes.  
De l’« Epidermal Growth Factor », recombinant humain (EGF, concentration finale : 
2,5ng/ml): le facteur de croissance épidermique est un facteur de croissance faisant partie 
d’une famille d’une douzaine de facteurs de croissance impliqués dans le développement et le 
fonctionnement normal de la plupart des tissus.  
De l’Insuline recombinante humaine (concentration finale : 2,5µg/ml). L’insuline est une 
hormone peptidique hypoglycémiante produite par les cellules β pancréatiques des ilots de 
Langerhans. Dans des conditions physiologiques son action hypoglycémiante se fait via son 
interaction avec le récepteur à l’insuline (I-R) à la membrane des cellules cibles. Utilisée à 
une très forte concentration ou sur des cellules n’exprimant pas le récepteur à l’insuline, elle 
peut agir sur d’autres récepteurs, comme l’IGF-R (pour « Insulin-like Growth Factor-1 
Receptor ») (Lamothe et al. 1998). Dans ces conditions l’insuline agit comme un facteur de 
croissance et possède des propriétés mitogénique et anti-apoptotique.  
Pour cette raison, en culture cellulaire, l’insuline recombinante est utilisée à des 
concentrations beaucoup plus importantes que la concentration physiologique (40pM et 
110pM). 
De la dexamethasone (concentration finale : 0,1µg/ml)  La dexamethasone est une hormone 
glucocorticoïde de synthèse faisant partie de la liste des médicaments essentiels selon 
l’Organisation Mondiale de la Santé. Son action sur la croissance musculaire est mal 
documentée. 




Par précaution les lignées issues de cellules pathologiques ont été cultivées dans un milieu 
similaire, mais contenant des concentrations en additifs deux fois plus importantes. Pour 
prévenir de toute contamination bactérienne nous ajoutons à ces milieux de culture une 




Dans le cas d’une mise en différenciation des cellules, les myoblastes en culture, à au moins 
80% de confluence, ont été placés dans un milieu de différenciation. Ce milieu, sans 
antibiotique, est composé par du milieu X supplémenté d’une solution d’insuline humaine 
recombinante (Sigma-Aldrich) à une concentration finale de 10µg/ml. Dans ces conditions 
de culture le stress métabolique généré par l’absence de sérum et de facteurs de croissance 
entraine une différenciation des myoblastes en myocytes durant les premières 48h (J2) à puis 
une fusion des myocytes pour former des myotubes multinucléés à partir de 72h après 
incubation (J3).  
 
A4. Entretien des cellules en culture  
 
En stock, selon nos besoins, les cellules prolifèrent sur un support en polystyrène de 25cm² de 
surface de culture, traité pour la culture cellulaire (Flask T25, Falcon®) ou de 75cm² (T75, 
Falcon®) (Tableau B). Les bouchons des flasks possèdent à leur centre une membrane 
hydrophobe en forme de disque filtrant l’air à 0,22µm, pour être en conditions optimales 
d’échanges gazeux entre les cellules et l’air environnant tout en préservant la stérilité des 
cultures. Une fois ensemencées les cellules ont été placées dans un incubateur réglé pour 
maintenir l’air à 37°C avec une humidité élevée et enrichie en CO2 (5%). Les milieux de 
culture ont été changés tous les 3 jours et/ou 24h avant une expérience. 
Lorsque les cellules ont atteint une confluence de l’ordre de 80% elles ont été mises en 
différenciation ou ont été décollées des supports de culture pour un stockage en cryothèque 
(cryoconservation) ou enfin pour un réensemencement (entretien en culture). 
 
  






Les cellules ont été, au préalable, décollées de leur support de culture. Pour ce, elles ont 
d’abord été lavées 1 fois avec du DPBS sans calcium et sans magnésium (DPBS-/-) (KCl 
2,67mM ; KH2PO4 1,47mM ; NaCl 137,93mM ; Na2HPO4-7H2O 8,06mM ; Gibco® ; 10ml 
pour une T25 et 20ml pour une T75) avant ajout de 1ml (3ml pour une T75) d’une solution de 
trypsine-EDTA 0,05% (Gibco®) pendant 5min à 37°C. Après incubation, les cellules en 
suspension ont été récupérées avec 5ml de DMEM sans pyruvate à 20% SVF (10ml pour une 
T75) et transférées dans un tube Falcon® 15ml. Elles ont ensuite été centrifugées (Eppendorf 
Centrifuge 5804R) à 200g pendant 5min afin de séparer les cellules du surnageant contenant 
la trypsine-EDTA. Le surnageant a été éliminé par aspiration et le culot cellulaire a été repris 
dans 1 ml de milieu de culture approprié.  
Pour le comptage en cellule de Toma, 10µl de cette suspension cellulaire de concentration 
inconnue ont été prélevés et mélangés à 50µl de bleu trypan (Sigma-Aldrich) 0,04% et 40µl 
de DMEM sans pyruvate 20% SVF. 10µl de ce mélange ont été prélevés et placés sur une 
cellule de Toma pour numération. Une fois la concentration en cellules évaluée les volumes 
adéquats de suspension cellulaire à réensemencer ou à congeler ont été calculés. 
Généralement 2x105 cellules ont été placées en T25 pour maintenir les lignées en culture.  
Les myotubes sont des cellules post-mitotiques (quiescentes), il n’est pas possible de les 
entretenir en culture. 
      
 b-Cryoconservation 
 
Après le traitement à la trypsine et le comptage en cellule de Toma, 5x105 à 1x106 cellules ont 
été placés dans un volume final de 1mL, de milieu de cryoconservation (90% milieu de 
culture, 10% DMSO) pour stockage. Pour la cryoconservation, les cellules ont dans un 
premier temps été placées 24h à -80°C, dans une boite de congélation dont les parois sont 
remplies d’isopropanol. Après 24h, les cellules ont été placées dans une cryothèque contenant 
de l’azote liquide. 
 
B. Microscopie : 
 
B1. Microscopie à transmission et épifluorescence 
 
Les observations ont été réalisées à l’aide d’un microscope inversé Olympus IX81 équipé 
d’un boitier de contrôle IX2-UCB, d’un système de fluorescence X-Cite® 120 PC et d’une 
caméra Olympus XM10. Les images ont été générées avec le logiciel Olympus Cellsens®.  
 
  




a-Microscopie photonique à transmission et DIC 
 
Le microscope Olympus IX81 est équipé pour des observations en transmission « classique » 
et en DIC (pour « differential interference contrast »). L’observation en DIC est réalisée grâce 
à la présence d’un filtre polarisant, au niveau du diaphragme, et de deux filtres de Wollaston. 
Deux objectifs sont équipés pour l’observation en DIC, un objectif à air x20 et un objectif à 
immersion à huile x60. Un alignement de Khöler a systématiquement été réalisé pour les 
observations en transmission ou en DIC. 
 
b-Microscopie photonique à épifluorescence 
 
Les différents fluorochromes utilisés (marqueurs fluorescents et/ou fluorochromes conjugués 
aux anticorps) ont pu être mis en évidence grâce aux 3 cubes de fluorescence dont est équipé 
le microscope Olympus IX81. Ces filtres sont les suivants : 
 
-Pour l’observation dans le bleu (exemple DAPI) : Cube U-MWU2 composé d’un filtre 
d’excitation de type passe-bande 330-385nm ; d’un miroir dichroïque 400nm (réfléchissant 
pour toutes les longueurs d’ondes inférieures à 400nm et transparent pour toutes les longueurs 
d’ondes supérieures à 400nm) et d’un filtre d’émission de type passe-haut 420nm (laissant 
passer toutes les longueurs d’ondes supérieures à 420nm)  
 
-Pour l’observation dans le vert (exemple Alexa 488) : Cube U-MINIBA2 composé d’un 
filtre d’excitation de type passe-bande 470-490nm ; d’un miroir dichroïque 505nm et d’un 
filtre d’émission de type passe-bande 510-550nm. 
 
-Pour l’observation dans le rouge (exemple Alexa 546) : Cube U-MWG2 composé d’un filtre 
de type passe-bande 510-550nm ; d’un filtre d’émission de type passe-haut 590nm et d’un 
miroir dichroïque 570nm. 
 
B2. Microscopie confocale 
 
Lors des expériences d’irradiation, les cellules ont été observées à l’aide d’un microscope 
confocal bi-photon à balayage (TCS SP2 AOBS, Leica). Nous avons utilisé 2 objectifs durant 
nos expériences : 1 objectif 10X (HC PL APO CS, 10,0X 0,40) à immersion et 1 objectif 63X 
à immersion (HCX PL APO CS, 63,0X 1,40). Les cellules ont été irradiées à l’aide d’un laser 
proche-infrarouge pulsé, associé au microscope, le dispositif est décrit dans le chapitre D, 
paragraphe D1C, consacré aux ruptures mécaniques et réparation membranaire. 
Les tests de réparation membranaire ont été réalisés uniquement à l’aide de l’objectif 63X à 
immersion et l’observation du signal de fluorescence du FM1-43 a été possible par 
l’excitation du fluorochrome avec un laser Argon 488nm (intensité paramétrée à 40% de 
l’intensité maximale). L’émission de fluorescence a été mesurée sur une fenêtre allant de 
520nm à 650nm. 
 




C. Western Blot :  
 
C1. Préparation des extraits protéiques totaux 
 
Les myoblastes à une confluence maximale de 60% environ ou les myotubes cultivés en T25 
ont été décollés de leur support comme décrit précédemment dans le chapitre A, paragraphe 
A4. Après centrifugation à 200g pendant 5min et élimination du surnageant le culot cellulaire 
a été repris dans 10ml de DPBS avec calcium et avec magnésium (DPBS+/+) (0,9mM CaCl2 
(anhydre), 0,49mM, MgCl2-6H2O, 2,67mM KCl, 1,47mM KH2PO4, 137,93mM NaCl, 
8,06mM Na2HPO4 - 7H2O) et centrifugé à nouveau à 200g durant 5min. Le surnageant a été 
éliminé par aspiration et le culot cellulaire a été repris dans 1ml de DPBS+/+ et transféré dans 
un tube eppendorf 1,5ml pour un nouveau cycle de centrifugation à 200g durant 5min 
(Eppendorf centrifuge 5415D). Le surnageant a été éliminé délicatement par aspiration et le 
culot repris dans 150µl de DPBS-/- supplémenté de 1mM EGTA. Les extraits protéiques ont 
été obtenus par traitement de la suspension cellulaire à l’aide d’un sonicateur Branson digital 
sonifier (amplitude 10%, durée de 2min avec des impulsions de 5s et intervalles de 5s) dans 
de la glace. Après sonication la suspension a été centrifugée 2 fois à 13 000g pendant 1min 
afin d’éliminer les débris cellulaires. Les extraits protéiques obtenus ont été stockés à -80°C 
jusqu’à analyse. 
 
C2. Dosage des extraits protéiques 
 
La concentration massique des extraits protéiques a été mesurée en plaque 96 puits à fonds 
plat (IMMULON™ Thermo Scientific) selon la méthode de Bradford (Bradford 1976) à 
l’aide du réactif Quick start™ bradford 1X dye reagent (Biorad). Pour ce, des duplicats de 2 et 
3µl de l’échantillon brut ont été mélangés à 98µl et 97µl respectivement du Bradford 1X dye 
reagent et l’absorbance du mélange a été mesurée à 595nm à l’aide d’un lecteur de plaque 
DYNEX Triad LT. La concentration en protéines est déterminée grâce à une gamme étalon de 
2 à 16µg/ml à partir d’une solution d’AnxA5 pure à 1mg/ml utilisée comme protéine de 
référence. 
 
C3. Electrophorèse sur gel de polyacrylamide en conditions dénaturantes 
(SDS-PAGE) 
 
La séparation des protéines des extraits totaux cellulaires a été réalisée en conditions 
dénaturantes selon la méthode de Laemmli (Laemmli 1970). 10µg d’extraits protéiques totaux 
ont été préparés dans du tampon de charge (concentrations finales : 10% glycerol ; 2% SDS ; 
0,05% bleu de bromophénol ; 50mM Tris-HCl; 0,29M β-mercapto-éthanol ; pH 6,8), déposés 
sur un gel à 10% de polyacrylamide, 0,1% SDS et laissé migrer sous un courant électrique 
d’intensité constante de 30mA, dans un tampon de migration (25mM Trizma®Base / Sigma-
Aldrich ; 200mM glycine ; 1% SDS) pendant 1h environ. 




Le marqueur de masse moléculaire Precision Plus Protein™ Standards Dual Color (Biorad) a 
été utilisé pour évaluer les masses moléculaires apparentes des protéines d’intérêt.  
 
C4. Transfert des protéines 
 
Les protéines séparées par électrophorèse ont été transférées sur une membrane de 
polyfluorure de vinylidène (PVDF) (Immun-Blot® Biorad). La membrane de PVDF a été 
préalablement hydratée par un lavage durant 5min à température ambiante dans du méthanol, 
suivi d’un lavage durant 1min à température ambiante dans de l’eau déminéralisée. Le gel et 
la membrane de PVDF hydratée ont été mis en contact dans un montage semi-sec de type 
sandwich entre 2 couches composées par une couche de papier absorbant « extra thick blot 
paper » (Biorad) et une couche de compresse fibreuse (Figure 1). A l’aide d’une pipette, les 
bulles d’air entre le gel et la membrane de PVDF ont été éliminées. L’ensemble a été trempé 
dans du tampon de transfert (20% éthanol ; 25mM Trizma®Base / Sigma-Aldrich ; 200mM 




Figure 1 : Représentation schématique du 
montage nécessaire pour le transfert des 
protéines du gel vers la membrane de PVDF 
dans nos conditions expérimentales. Après 
l’étape de migration des protéines, le gel de 
polyacrylamide a été mis en contact direct avec 
une membrane en PVDF dans un montage en 
sandwich avec une couche de papier absorbant 
et une couche de compresse fibreuse. Le 
montage a été humidifié avec du tampon de 





C5. Détection immunologique des protéines d’intérêt  
 
Une fois le transfert des protéines sur membrane de PVDF terminé cette dernière a été rincée 
rapidement avec de l’eau distillée. Le succès du transfert a été systématiquement vérifié par la 
présence sur la membrane du marqueur de masse moléculaire coloré Precision Plus Protein™. 
Après rinçage la membrane a été saturée pendant 2h à T°C ambiante sous agitation dans du 










Tableau C : Tableau résumant les données principales concernant les protéines marquées durant les expériences 
de Western blot et d’immunocytofluorescence. A noter que la ligne correspondant à l’actine est de couleur 
différente car nous avons utilisé une toxine conjuguée à un fluorochrome et non un anticorps. 
 
 
L’anticorps primaire a ensuite été incubé avec la membrane sur la nuit à 4°C sous agitation 
lente, aux dilutions indiquées dans le Tableau B, dans du tampon TBS-T/lait. Après 
incubation la membrane a été lavée 5 fois 10min à température ambiante sous agitation dans 
du tampon TBS-T/lait. L’anticorps secondaire couplé à la HRP (Horse Radish Peroxydase) a 
été ensuite incubé avec la membrane dans du tampon TBS-T/lait pendant 2h à température 
ambiante, sous agitation lente et aux dilutions indiquées dans le Tableau B. Avant l’étape 
Anticorps Primaires utilisés 
Cible Antigène ciblé Espèce de 
provenance 
Type  Clone Fournisseur Contexte 
technique 
Dilution 
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finale de révélation la membrane a été lavée 5 fois 10min à température ambiante sous 
agitation dans du tampon TBS-T/lait. La révélation a été faite par colorimétrie à l’aide du kit 
Opti-4CN™ substrate kit (Biorad) sous agitation à température ambiante. L’arrêt de la 
réaction a été réalisé avec de l’eau déminéralisée. L’intensité des bandes a été analysée à 
l’aide du logiciel ImageJ Macbiophotonic 
 
C6. Témoin de charge pour le western blot 
 
La Glycéraldéhyde 3-Phosphate DésHydrogénase (GAPDH) a été utilisée comme témoin de 
charge. La GAPDH est présente dans le cytosol, le noyau, les zones périnucléaires et les 
membranes. Des études montrent que son taux d’expression peut changer selon le type de 
tissu et que l’hypoxie est un facteur influençant également ce taux d’expression (Barber et al. 
2005) (Yamaji et al. 2003). Il est donc déconseillé de l’utiliser comme contrôle interne pour 
des études comparatives d’une protéine entre des tissus différents ou dans des phénomènes 
associés à l’hypoxie, ce qui n’est pas notre cas. 
 
D. Rupture/perforation de la membrane plasmique in vitro et 
réparation membranaire : 
 
D1. Témoin de rupture et réparation membranaire 
 
Pour tester la capacité des cellules à réparer des lésions de la membrane plasmique nous avons 
utilisé la sonde fluorescente FM1-43. Le FM1-43 (N-(3-Triethylammoniumpropyl)-4-(4-
(Dibutylamino) Styryl) Pyridinium Dibromide) est une sonde fluorescente appartenant à la 
famille des sondes amphiphiles styrylées (Figure 2).  
Ces sondes sont composées d’une partie terminale appelée queue qui consiste généralement 











Figure 2 : Structure générale des sondes styrylées. Les sondes appartenant à cette famille sont composées 
d’une queue hydrophobe leur permettant de s’insérer dans les bicouches lipidiques, d’une partie appelée noyau 
responsable de leurs propriétés de fluorescence et d’une tête polaire qui bloque le passage à travers les bicouches 
lipidiques après insertion. Inspirée de l’article : (W. J. Betz, Mao, et Smith 1996). 




La queue hautement hydrophobe permet à la sonde de s’insérer rapidement dans un feuillet de 
la bicouche lipidique. La partie centrale de ces sondes, appelée noyau, est composée de 2 
cycles aromatiques séparés par un nombre de doubles liaisons carbone-carbone variable. Cette 
partie est responsable de la fluorescence de la sonde et les spectres d’excitation-émission sont 
influencés par le nombre de doubles liaisons entre les cycles aromatiques. Plus il y a de 
doubles liaisons entre les cycles et plus les spectres d’excitation-émission ont des longueurs 
d’ondes importantes. A titre d’exemple, le FM1-43, qui possède une seule double liaison entre 
les cycles aromatiques, à des maxima d’excitation/émission de 502/625nm tandis que le FM4-
64 qui possède trois doubles liaisons à des maxima d’excitation/émission de 560/767nm 
(Figure 3A). 
Ces sondes deviennent beaucoup plus fluorescentes dans l’environnement hydrophobe de la 
membrane plasmique (Bolte et al. 2004). La dernière partie structurale de ces sondes est 
appelée tête. Elle est responsable de l’incapacité (Figure 3B) de la sonde à traverser les 
bicouches lipidiques. En effet, il s’agit de groupements alkyles reliés par des groupements 
ammonium quaternaires (charges positives) donnant aux molécules une charge globale 
positive leur empêchant de traverser l’environnement hydrophobe membranaire. 
 
D2. Cas des ruptures mécaniques induites par irradiation laser 
 
a-Préparation des cellules avant irradiation 
 
Les myoblastes ont été cultivés en Lab-Tek 8puits dans du milieu KMEM complet à une 














Figure 3 : Représentation schématique de 2 sondes styrylées (A) et représentation schématique de leur 
insertion dans les bicouches lipidiques.  
A Formules semi-développées des sondes FM1-43 et FM4-64. Figure tirée de l’article (Bolte et al. 2004). B 
Représentation schématique du mode d’insertion des sondes amphiphiles styrylées dans les membranes 
biologiques. Par leur partie apolaire, les sondes s’insèrent un feuillet de la membrane biologique et sous 
l’influence de l’environnement hydrophobe, elles émettent une fluorescence intense. Figure tirée de l’article (W. 
J. Betz, Mao, et Bewick 1992) 




Les myotubes de J3 à J4 ont été générés dans les conditions décrites en chapitre A, 
paragraphe A3, et cultivés en Lab-Tek 8puits dans du milieu KMEM différenciation. Le 




Les cellules ont été incubées 5min avant l’acquisition dans du DPBS supplémenté de 5µg/ml 
de FM1-43FX (Invitrogen) et maintenues dans  la glace. Pour induire une rupture mécanique 
de la membrane plasmique des cellules ont été irradiées à température ambiante (20-22°C) 
avec un laser pulsé Titanium : Saphire (Chameleon™, Coherent Inc, CA, USA) réglé à 
820nm et le modulateur électro-optique (EOM ; LINOS Photonics™) paramétré pour que le 
laser ait une puissance, avant entrée dans l’objectif (63X, huile) de 110mW +/- 5mW. Une 
irradiation consiste à balayer une zone d’intérêt (ROI) de 1µm x 1µm à trois reprises. Chaque 
balayage dure 1.6s. Suite à l’irradiation, 100 images successives de 512x512 pixels avec 1,6s 
de temps d’acquisition entre les images sont enregistrées par cellule irradiée. L’acquisition, 
que ce soit pour l’irradiation ou l’enregistrement post-irradiation, se fait avec le trou de 
détection confocal (pinhole) ouvert à 1 unité d’Airy. Pour chaque condition, 3 expériences 
indépendantes ont été analysées, avec au moins 5 cellules analysées par expérience. Deux 
expériences indépendantes sont réalisées à des jours différents, sur des cellules avec un 
nombre de passages différent (au minimum 2 passages après décongélation et au maximum 30 
passages dans l’absolu) et avec des préparations de DPBS/FM1-43 fraiches. La condition 
standard pour un test de réparation membranaire est réalisée dans du DPBS+/+ supplémenté 
de 1mM de Chlorure de calcium (CaCl2). Les expériences contrôles (témoin négatif) sont 
réalisées en DPBS-/- supplémenté de 1mM EGTA. La rupture de la membrane et le processus 
de réparation membranaire ont été évalués en mesurant les variations d’intensité de 
fluorescence intracellulaire du FM1-43. Le FM1-43 a été excité avec un laser Argon 488nm 
(intensité paramétrée à 40% de l’intensité maximale) et l’émission de fluorescence a été 
mesurée entre 520nm et 650nm.  
Pour l’analyse quantitative, l’intensité de fluorescence globale de la cellule a été mesurée sur 
toute la durée de l’enregistrement. L’intensité de fluorescence a été corrigée en soustrayant à 
toutes les images, l’image avant irradiation. Toutes ces opérations ont été faites grâce à 
l’utilisation du logiciel ImageJ. 
 
D3. Cas des perforations de la membrane plasmique par utilisation de la 




En Lab-Tek  8puits, les myotubes à J3 ont été lavés 1 fois avec une solution froide de DPBS-
/- supplémentée de 1mM EGTA, puis 2 fois avec une solution de DPBS+/+ supplémentée de 
1mM CaCl2. Les cellules ont été incubées dans la solution de perméabilisation (DPBS+/+ ; 
1mM CaCl2 ; 10mM DTT ; 20mM D-glucose ; 300ng/ml SLO) pendant 2min à température 




ambiante. Elles ont été ensuite rapidement lavées 2 fois avec du DPBS+/+ 1mM CaCl2 et 
placées au microscope préréglé pour l’observation de fluorescence dans le vert (25% de 
l’intensité d’émission maximale de la lampe à vapeur de mercure ; 500ms de temps 
d’exposition pour la caméra). Un champ au hasard a été sélectionné en microscopie à 
transmisson. L’observation en microscopie de fluorescence a débuté par l’ajout d’une solution 
de DPBS+/+ 1mM CaCl2 supplémentée de 5µg/ml de FM1-43. Une image a été enregistrée 
toutes les 30s pendant 360s. Les images ont été traitées à l’aide du logiciel ImageJ 
Macbiophotonics, de la même façon que pour les expériences d’irradiation laser.  
 
Nous avons systématiquement réalisés deux contrôles. Un contrôle a été réalisé en absence de 
Ca2+, en remplaçant de DPBS+/+ par du DPBS-/- dans toutes les étapes. Le second contrôle a 
consisté à réaliser la même expérience mais en absence de SLO. Les expériences de 
réparation membranaire ont été réalisées pour les lignées 578, 650 et LHCN-M2. Pour la 
lignée LHCN-M2, elles ont été réalisées pour des cellules sauvages, déficientes en AnxA5 et 
également exprimant l’EGFP-AnxA5. L’observation des cellules exprimant l’EGFP-AnxA5 a 
été réalisée en absence de FM1-43. 
 
b-Localisation des protéines endogènes dans les cellules endommagées 
 
Après traitement à la SLO, les cellules ont directement été fixées en méthanol puis 
immunomarquées comme décrit dans le paragraphe E-1 
 
E. Immunocytofluorescence : Localisation des protéines 
endogènes dans les cellules intactes et endommagées : 
 
E1. Dans les cellules intactes 
 
Les cellules (myoblastes et myotubes), en Lab-Tek 8 puits, ont été lavées 2 fois en DPBS+/+ 
puis fixées en méthanol à -20°C pendant 5min. L’excédent de méthanol a été éliminé en 
réalisant 3 lavages dans du DPBS+/+ puis, les cellules ont été traités avec du DPBS+/+ 2% 
d’albumine de sérum de bœuf (BSA) 5 minutes à température ambiante. Les incubations 
(Tableau B) ont été réalisées 1h à température ambiante avec les dilutions appropriées 
d’anticorps dans du DPBS+/+ supplémenté de 2% BSA. L’excès d’anticorps primaire a été 
éliminé par 3 lavages successifs avec du DPBS+/+ et les cellules ont été incubées avec 
l’anticorps secondaire approprié au 1/1000ième en DPBS+/+ 2% BSA 1h à température 
ambiante. Dans la dernière étape l’excès d’anticorps secondaire a été lavé 3 fois avec du 
DPBS+/+ et les  cellules ont été incubées avec une solution de 4',6'-diamidino-2-phénylindole 
(DAPI ; Sigma-Aldrich) à 200nM puis lavées à nouveau 2 fois.  
Afin d’évaluer le bruit de fond associé à l’utilisation d’anticorps secondaires couplés à des 
fluorochromes, un contrôle sans anticorps primaire a été réalisé pour chaque 




immunomarquage. Dans ce cas, après l’étape de saturation les cellules ont été incubées dans 
du DPBS+/+ 2% BSA 1h à température ambiante.  
 
E2. Dans les cellules endommagées 
 
La principale difficulté pour l’observation des protéines endogènes d’intérêts dans les cellules 
endommagées était de pouvoir retrouver les cellules irradiées après l’immunomarquage. Pour 
contourner ce problème les cellules ont été cultivées sur des supports circulaires appelés 
MatTek. Avant irradiation, grâce à l’utilisation de l’objectif 10X à immersion, nous avons 
noté la case contenant les cellules d’intérêt. Le champ d’observation a été centré sur la 
première cellule d’intérêt et un agrandissement à l’objectif 63X à immersion a été réalisé. Les 
cellules ont été irradiées dans les conditions expérimentales décrites précédemment mais dans 
du DPBS sans FM1-43 pour éviter les perturbations de fluorescence entre ce fluorochrome et 
les fluorochromes conjugués aux anticorps secondaires utilisés lors des marquages.Une fois la 
cellule d’intérêt irradiée l’acquisition a été arrêtée et une autre cellule a été irradiée. Entre 
chaque irradiation, l’objectif 10X à immersion a été utilisé pour repérer la position exacte sur 
la grille. Après la dernière irradiation les cellules ont été immédiatement fixées et 
immunomarquées dans les conditions décrites précédemment. Les résultats montrés sont 
représentatifs d’au moins 3 expériences indépendantes. Deux expériences indépendantes 
consistent à analyser des cellules à des jours différents pour des nombres de passages 
différents et avec des solutions de DPBS fraiches. Lors de chaque expérience entre 3 et 7 
cellules ont été irradiées. 
Les expériences standards ont été réalisées en DPBS+/+ supplémenté de 1mM de chlorure de 
calcium (CaCl2). Notre témoin négatif a consisté à utiliser du DPBS-/-. 
 
E3. Protocole d’observation des cellules endommagées 
 
Les observations de la localisation des protéines d’intérêt dans les cellules endommagées ont 
été faites avec le microscope inversé Olympus IX81. Les cases dans lesquelles ont été 
irradiées les cellules ont été recherchées à faible grossissement en transmission. Des photos en 
transmission puis en fluorescence ont été prises à faible grossissement puis à fort 
grossissement. Le protocole a été répété pour chacune des cellules observées.  
Toutes les images obtenues et enregistrées ont ensuite été analysées avec le logiciel ImageJ 
Macbiophotonics.  
 
E4. Expérience de microscopie corrélative 
 
Pour les observations en microscopie corrélative (microscopie de fluorescence/microscopie 
électronique), les cellules ont été cultivées et irradiées comme indiqué dans le paragraphe 
D2.b. Après irradiation, les cellules ont été fixées au glutaraldéhyde 1% pendant 20min, à 
température ambiante (T.A.). Les fonctions aldéhydes restées libres ont ensuite été bloquées 




par du chlorure d’ammonium à 25mM pendant 20min à T.A. Les cellules ont été 
perméabilisées et saturées par une solution de PBS/BSA 2%/Triton 0.1% pendant 30min à 
T.A. L’anticorps monoclonal de souris anti-AnxA5 (Sigma), dilué au 1/400 dans la solution 
de saturation, a été incubé 1h à T.A. Après trois lavages, l’anticorps anti-IgG de souris couplé 
à l’AlexA88 et à des particules d’or (FluoroNanogold, Nanoprobes), dilué au 1/100 en 
solution de saturation, a été incubé pendant 1h à T.A. Après lavages, les cellules ont été 
observées en microscopie de fluorescence. Les cellules ont ensuite été post-fixées pendant une 
nuit à 4°C, dans une solution de cacodylate 0.1M contenant 4% de paraformaldéhyde et 2% 
de glutaraldéhyde. Après plusieurs lavages à l’eau, une amplification à l’argent a été réalisée 
en utilisant le kit HQ Silver (Nanoprobes). Après lavage en tampon cacodylate 0.1M, les 
cellules ont été traitées par 1% de tetroxyde d’osmium pendant 10min à T.A. Les cellules ont 
ensuite été déshydratées par des bains d’éthanol de concentration croissante. Après un bain en 
oxyde de propylène, elles ont été incluses en résine Epon-Araldite. Des coupes fines (65nm) 
ont été obtenues par un ultramicrotome EM UC7 (Leica). Les coupes ont ensuite été marquées 
à l’actétate d’uranyl et au citrate de plomb, avant observation par le microscope électronique 
CM120 (FEI) à 120kV. Les images ont été acquises par une caméra USC1000-SSCCD 
(Gatan). 
 
F. Annexines extracellulaires : 
 
F1. Localisation de l’Annexine-A5 extracellulaire dans les cellules 
musculaires endommagées 
 
Les cellules ont été incubées dans du DPBS+/+ supplémenté de 1mM CaCl2 et 5µg/ml 
d’AnxA5 couplée à la Cyanine-3, sur de la glace durant 5min avant irradiation. La rupture 
mécanique de la membrane a été générée comme décrit dans le chapitre D, paragraphe D2 
mais en absence de FM1-43 pour éviter des interférences de fluorescence entre la Cyanine-3 
et le FM1-43. Le signal de fluorescence de la Cyanine-3 a pu être observé par l’utilisation 
d’un laser de 543nm à 40% de son intensité maximale et un enregistrement de l’émission de 
fluorescence sur un spectre allant de 560nm à 650nm. 
 
F2. Annexine-A5 extracellulaire et réparation membranaire 
 
Les myotubes de la lignée LHCN-M2 dont l’expression de l’AnxA5 a été diminuée par une 
approche de knock-down (voir chapitre H) ont été irradiés comme décrits dans le chapitre 
D, paragraphe D2 en présence d’AnxA5 extracellulaire non marquée à une concentration de 
10µg/ml et en présence de FM1-43 à une concentration de 5µg/ml. Deux formes d’AnxA5 
recombinantes ont été utilisées.  
-Une AnxA5 sauvage recombinante de rat 
-Une AnxA5 recombinante de rat modifiée pour 5 acides aminés (R16E, R23E, K27E, K56E, 
K191E) capable de se lier aux bicouches lipidiques contenant de la PS avec la même affinité 




que l’AnxA5 sauvage (Bouter et al. 2011) mais incapable de s‘auto-assembler pour former 
des réseaux-2D.  
 
G. Imagerie en temps réel : EGFP-Annexine-A5 : 
 
G1. Amplification et extraction du plasmide pDEST14 EGFP-Annexine-A5 
 
160ng de plasmide ont été utilisés pour transformer la souche bactérienne Escherichia coli 
XL1-Blue. 200µl d’une suspension de cette bactérie compétente ont été mélangés aux 160ng 
de solution plasmidique et incubés 40min à 4°C, puis 2min au bain-marie à 42°C, puis dans la 
glace. Les 200µl de mélange de la suspension bactérienne et du plasmide ont été mélangés à 
800µl de milieu de culture LB sans antibiotiques pendant 1h à 37°C. 100µl du mélange ont 
été étalés sur une boite de pétri et incubés à 37°C pendant 24h. Une colonie d’intérêt a été 
récupérée et amplifiée pendant 24h dans du milieu LB. Après les 24h d’incubation la 
suspension bactérienne a été centrifugée à 6000g, 4°C pendant 15min. 
Le plasmide amplifié a été extrait des bactéries transformées à l’aide du kit Plasmid DNA 
purification MIDI PREP (MARCHEREY-NAGEL).  
Le plasmide contenant la séquence recombinante nous a été fourni par Guillaume Pidoux 
(INSERM U1139, Université Paris Descartes, Paris, France). La méthodologie pour la 
construction du plasmide recombinant est décrite dans l’article (Pidoux et al. 2014). 
 
G2. Transfection des myoblastes 
 
Pour transfecter les cellules avec le plasmide contenant la séquence codant l’EGFP-AnxA5 
nous avons choisi d’utiliser des lipides cationiques. 
Nous nous sommes inspirés de l’article « Improved transfection technique for adherent cells 
using a commercial lipid reagent (Escobedo et Koh 2003) » et des recommandations de Life 
Technologies pour mettre au point notre protocole de transfection des myoblastes.  
 
a-Transfection reverse (cellules décollées du support de culture) : 
 
La solution de transfection a été préparée avant le passage des cellules. Le protocole décrit est 
adapté pour des cellules dans un puits de Lab-tek 8puits. Dans un tube eppendorf A de 1,5ml, 
1,01µl (1µg) de plasmide a été ajouté à 49µl de milieu OPTI-MEM® à 37°C (volume final 
50µl). Dans un tube eppendorf B de 1,5ml, 1,3µl de lipofectamine 2000 (Life Technologies) a 
été ajouté à 48,7µl de milieu OPTI-MEM® à 37°C (volume final 50µl). Les contenus des 
tubes A et B ont été mélangés et laissés 20min à température ambiante. Pendant ce temps les 
cellules à transfecter ont été passées. Après passage 4x104 cellules ont été ensemencées en 
Lab-Tek 8 puits et les 100µl de solution de transfection (milieu OPTI-MEM® contenant les 
complexes ADN-lipides cationiques) ont été  ajoutés goutte à goutte sur l’ensemble de la 
surface du puits. La solution de transfection a été diluée en ajoutant 100µl de milieu OPTI-




MEM® à 37°C et le tout a été homogénéisé. Les cellules ont ensuite été incubées pendant 4h 
dans les conditions standards de culture. Après 4h d’incubation le milieu de transfection a été 
retiré du puits par aspiration et remplacé par du milieu de culture complet pendant 20h.  
 
b-Transfection forward (cellules adhérées au support de culture) : 
 
20h après la fin de l’étape de transfection reverse, les cellules ont été transfectées une 
nouvelle fois. Les cellules ont d’abord été incubées dans 400µl, par puits, de milieu OPTI-
MEM® à 37°C pendant 30min. En parallèle la solution de transfection a été préparée dans les 
mêmes conditions que pour la transfection reverse. Après 30min d’incubation, les cellules ont 
été transfectées dans les mêmes conditions que pour l’étape de transfection reverse. Les 
cellules exprimant l’EGFP-AnxA5 ont été utilisées après au moins 20h de culture. 
 
G3. Transfection des myotubes 
 
Puisque ils ne ré-adhèrent pas au support de culture si ils sont décollés de ce support. Les 
myotubes n’ont donc pas été transfectés avec le protocole de transfection reverse. Les 
myotubes à 3 jours d’induction de la fusion ont été transfectés avec 2 transfections forward 
successives de 6h et incubés dans du milieu de différenciation après chaque étape de  
transfection.  
 
G4. Observation des cellules EGFP-Annexine-A5 
 
Les cellules transfectées ont été utilisées dans des expériences de réparation membranaire 
sans utilisation de fluorochromes (FM1-43, protéines marquées,…) comme décrit dans le 
chapitre D, mais également dans des expériences de réparation membranaire après rupture de 
la membrane plasmique par la SLO (voir chapitre D2). Les observations ont été réalisées à 
l’aide du cube de fluorescence U-MINIBA2. 
 
H. Diminution (knock-down) de l’expression de l’Annexine-A5 
dans les myotubes : interférence par des petits ARN à structure en 
épingle à cheveux (shRNA) et utilisation de particules lentivirales 
recombinantes : 
 
Le problème principal pour la transfection des myotubes est que ces cellules sont qualifiées de 
post-mitotiques ou quiescentes. Ces cellules sont nommées ainsi car elles perdent leur 
capacité de division ; or des travaux ont mis en exergue que l’efficacité de transfection par des 








H1. Partie théorique  
 
a-Les petits ARN interférants (small interfering RNA ou siRNA) :  
 
Il y a 17 ans Graig. C. Mello et Andrew Fire publiaient un article sur leur découverte, qui 
allait rapidement devenir une des avancées les plus remarquables, en sciences du vivant, du 
21ième siècle : l’interférence par ARN. Dans leur publication « Potent and specific genetic 
interference by double-stranded RNA in Caenorhabditis elegans » (Fire et al. 1998), ils 
montraient, chez le nématode Caenorhabditis elegans, que l’injection de petits ARN double 
brins provoquait la dégradation de l’ARNm complémentaire avec pour conséquence une 
extinction de l’expression des protéines codées par ces ARNm.  
La mise en évidence en 2001 par Sayda M. Elbashir et Thomas Tuschl que ce mécanisme 
existe chez les cellules de mammifères en culture (Elbashir et al. 2001) a contribué à la 
rapidité avec laquelle les connaissances théoriques et pratiques se sont accumulées. Ainsi en 
2002 l’interférence par ARN était élue technologie de l’année par le magazine Science et 4 
années plus tard Mello et Fire étaient récompensés du prix Nobel de médecine. 
Aujourd’hui l’interférence par ARN regroupe un ensemble de mécanismes. Tous ces 
mécanismes ont pour conséquences la destruction de l’ARNm cible ou l’inhibition de la 
traduction de cet ARNm. Les différences se font sur l’origine, la structure et les protéines 
reconnaissant/utilisant les ARN interférants. Pour donner un schéma très simplifié du 
mécanisme général de l’interférence par ARN nous pouvons nous focaliser sur le mécanisme 
découvert par Fire et Mello et qui est très utilisé en laboratoire : les ARNsi pour « ARN small 
interfering » (petits ARN interférants).  
L’introduction de petits ARN double brins dans une cellule eucaryote est suivie de leur 
reconnaissance par  un complexe protéique nommé DICER/TRBP qui les clive en ARNsi de 
21 paires de bases environ. Le complexe constitué du ARNsi néo-synthétisé et du dimère 
Dicer/TRBP rejoint la protéine Argonaute 2 pour former le complexe RISC (RNA-Induced 
Silencing Complex). Le brin sens appelé également brin passager du ARNsi est détruit et le 
brin complémentaire (antisens/guide) est chargé sur Argonaute 2 pour créer le complexe 
RISC activé. Le RISC s’apparie alors avec les ARNm présentant une homologie parfaite de 
séquence avec le brin guide et les détruit ce qui provoque l’extinction de l’expression de la 












Figure 4 : Mécanismes intracellulaires 
simplifiés d’interférence par ARN dans le 
cas des ARNsi et ARNsh (en épingle à 
cheveux). Dans une cellule eucaryote les petits 
ARN double brins sont reconnus par  un 
complexe protéique nommé DICER/TRBP qui 
les clive en ARNsi de 21 paires de bases 
environ. Le complexe constitué du ARNsi 
néo-synthétisé et du dimère Dicer/TRBP 
rejoint la protéine Argonaute 2 pour former le 
RISC (RNA-Induced Silencing Complex). Le 
brin sens de l’ARNsi est détruit et le brin 
complémentaire est chargé sur Argonaute 2 
pour créer le complexe RISC activé. Le RISC 
détruit alors les ARNm présentant une homologie parfaite de séquence avec le brin guide et les détruits ce qui 
provoque l’extinction de l’expression de la protéine codée par l’ARNm ciblée. L’ARNsh, est exporté dans le 
cytoplasme et il est traité comme un ARNsi. Figure tirée de l’article (Kurreck 2009). 
 
 
b-Les petits ARN à structure en épingle à cheveux (short hairpin RNA ou shRNA) : 
 
C’est en 2002 que Reuven Agami, Thijn R. Brummelkamp et René Bernards proposent une 
alternative à l’ARNsi. Cette alternative basée sur le même mécanisme que l’ARNsi est 
appelée ARNsh pour « ARN short hairpin » (Brummelkamp, Bernards, et Agami 2002). Dans 
cette étude, ils mettent au point une construction plasmidique nommée pSUPER (Supression 
of Endogenous RNA), un plasmide dans lequel ils clonent une séquence d’ADN composée 
d’une séquence de 19 nucléotides et sa séquence complémentaire, sous forme palindromique, 
séparées par une séquence intermédiaire. Le tout placé sous le contrôle d’une séquence 
promotrice de l’ARN polymérase III (ARN pol III) (Figure 5). 
L’utilisation d’un promoteur de l’ARN polymérase III a plusieurs avantages. D’abord l’ARN 
pol III transcrit les gènes dits de «classe 3» en petits ARN non traduits, de taille généralement 
inférieure à 400pb. Ensuite l’ARN pol III produit des transcrits dépourvus de coiffe ou de 
queue polyA, le signal de terminaison de la transcription étant 5 bases thymidine 
consécutives, ce qui implique une transcription de séquences plus franches qu’avec l’ARN pol 
II. L’introduction d’un tel plasmide dans la lignée humaine MCF-7 entraine la production par 
la machinerie cellulaire de petits ARN double brins avec une structure en épingle à cheveux 
(Figure 5). Ces ARN sont également reconnus par Dicer/DRBP et sont transformés en ARNsi 
(Figure 4). L’étude montre une efficacité de diminution de l’expression de protéines cibles 










Figure 5 : Structure générale d’une 
séquence codant un ARNsh sous le 
contrôle d’un promoteur de l’ARN pol 
III et structure générale d’un ARNsh. 
Dans un plasmide une séquence d’ADN 
composée d’une séquence de 19 nucléotides 
(sense) et sa séquence complémentaire sous 
forme palindromique (antisense) séparées 
par une séquence intermédiaire (loop) sont 
placées sous le contrôle du promoteur de 
l’ARNpolIII. Lorsque ce plasmide est 
introduit dans une cellule l’ARNpolIII 




Cependant les avantages de l’utilisation de ce type de construction est que l’interférence 
produite est plus longue et stable que l’injection directe d’ARNsi. En effet alors que les 
ARNsi intracellulaires sont utilisés et dégradés progressivement au cours du temps, les 
ARNsh sont continuellement exprimés par la cellule ce qui permet une production en continu 
des ARNsi. 
Ce type de construction peut être utilisé avec des nouveaux vecteurs plus efficaces que les 
vecteurs jusqu’alors employés, comme les particules lentivirales.  
 
c-Les vecteurs lentiviraux :  
 
L’utilisation de vecteurs dérivés de virus, et notamment de rétrovirus pour l’introduction de 
gènes dans des cellules s’est développé durant les années 80. Le but de ces travaux était de 
mettre au point des techniques permettant l’introduction efficace et stable de gènes pour le 
remplacement de gènes défectueux dans des cellules cibles de patients souffrant de 
pathologies d’origine génétique. Il s’est avéré que les vecteurs rétroviraux alors développés 
étaient très peu efficaces pour des cellules quiescentes (qui ne se divisent pas) (Miller, Adam, 
et Miller 1990). Les chercheurs se sont alors rapidement tournés vers l’utilisation de 
particules dérivées du virus de l’immunodéficience humaine de type 1 (VIH-1) qui est le 
membre le plus connu de la sous-famille des Lentivirus. Ces virus ont en effet la capacité 
d’infecter et d’intégrer leurs gènes dans le génome des cellules qui ne prolifèrent pas et 
permettent une expression stable et à long-terme d’une protéine d’intérêt par des cellules 
cibles. La première génération de vecteurs dérivés du VIH-1 a vu le jour au milieu des années 
90 (Naldini et al. 1996) et pour des raisons évidentes de problèmes potentiels de nocuité que 
pose la manipulation et l’utilisation in vivo de ce type de vecteurs, les chercheurs ont 
développés des systèmes de production et des constructions de vecteurs de plus en plus 
sécurisées.    
 
 




d-Production de particules lentivrales : 
 
Plusieurs générations de vecteurs lentiviraux ont vu le jour avant le début des années 2000. 
Actuellement les particules lentivirales qui sont le plus produites sont dites de 2ième 
génération. L’utilisation de telles particules comme vecteurs d’ARN d’interférence a 
commencé environ 5 ans après la publication de Fire et Mello (Tiscornia et al. 2003). Avant 
l’utilisation de ce type de vecteurs, une limitation des ARNsh était une perte progressive de 
l’efficacité d’inhibition de la traduction des protéines d’intérêt dans les cellules en 
prolifération par dilution des plasmides ou ARNsi (partage du contenu cellulaire d’une cellule 
mère ses deux cellules filles au cours de la mitose). En simplifiant au maximum, la technique 
de production de ces particules de 2ième génération consiste (Figure 6) en la transformation 
d’une lignée cellulaire humaine créée spécialement pour la production de particules virales 
(HEK293T) avec 3 plasmides permettant la production de particules virales incompétentes à 
la réplication. 2 des 3 plasmides codent les gènes essentiels à l’assemblage de particules 
virales : le plasmide d’encapsidation (Packaging plasmid) permet la production de l’ensemble 
des protéines de la capside (enzymes + protéines de structure) ; le plasmide d’enveloppe 
(Envelope plasmid) permet la synthèse de la glycoprotéine d’enveloppe qui s’associe à la 
membrane cellulaire pour former l’enveloppe des particules sortant de la cellule par 
bourgeonnement. Les glyprotéines d’enveloppe gp120 et gp40 ont été remplacées par la 
glycoprotéine du virus de la stomatite vésiculaire (VSV-G). Cette glycoprotéine possède un 
tropisme pour un très grand nombre de cellules. Enfin le dernier plasmide nommé plasmide 
vecteur (transfer plasmid, dans notre cas il s’agit du plasmide pLKO.1 puro) contient les 
séquences d’intégration dans le génome de la cellule hôte (LTR), la séquence ARNsh 
d’intérêt, la séquence d’encapsidation psi (ψ) ainsi qu’une séquence codant un marqueur de 
sélection (protéine fluorescente, résistance à un antibiotique). Le plasmide de transfert est 
transcrit par les cellules HEK293T en ARN viral qui sera incorporé dans les particules 
néoformées. L’absence de séquence d’encapsidation dans les autres plasmides implique que 
les séquences codant les protéines de structure et d’enveloppe ne seront pas présentes dans les 
particules virales produites par les cellules HEK293T. 
Ces particules sont donc dépourvues de pouvoir de réplication. Une fois les particules virales 
en interaction avec les cellules cibles, elles suivent le même schéma d’infection que le VIH 
sauvage aboutissant à l’intégration de la cassette de transfert, sous forme d’ADN double brin, 
dans le génome de la cellule hôte. Ainsi les cellules cibles exprimeront constitutivement les 


























Figure 6 : Représentation schématique de la production de particules lentivirales de secondes générations 
et de diminution de l’expression d’une protéine d’intérêt dans des cellules cibles. La technique de 
production de ces particules de 2ième génération consiste en la transformation de la lignée cellulaire humaine 
HEK293T avec 3 plasmides : le plasmide d’encapsidation (Packaging plasmid) permet la production de 
l’ensemble des protéines de la capside ; le plasmide d’enveloppe (Envelope plasmid) permet la synthèse de la 
glycoprotéine d’enveloppe ; le plasmide vecteur (transfer plasmid) qui contient les séquences d’intégration dans 
le génome de la cellule hôte (LTR), la séquence ARNsh d’intérêt, la séquence d’encapsidation psi (ψ) ainsi 
qu’une séquence codant un marqueur de sélection (protéine fluorescente, résistance à un antibiotique). Le 
plasmide de transfert est transcrit par les cellules HEK293T en ARN viral puis est incorporé dans les particules 
néoformées. Une fois les particules virales en interaction avec les cellules cibles, elles suivent le même schéma 
d’infection que le VIH sauvage aboutissant à l’intégration de la cassette de transfert, sous forme d’ADN double 
brin, dans le génome de la cellule hôte. Ainsi les cellules cibles exprimeront constitutivement les ARNsh 
provoquent le knockdown constitutif de l’expression de la protéine d’intérêt.Figure tirée du livre Molecular 
Therapies co-écrit par  Dr. Zoltán Balajthy, Dr. János Aradi, Dr. Zoltán Balajthy, Dr. Éva Csősz, Dr. Beáta 
Scholtz, Dr. István Szatmári, Dr. József Tőzsér, Dr. Tamás Varga (2011 ; Université de Debrecen ; Hongrie) 
 
 
H.2 Partie pratique  
 
Une séquence commerciale : 
5’CCGGCGCGAGACTTCTGGCAATTTACTCGAGTAAATTGCCAGAAGTCTCGCGTT-
TT3’ clonée dans un plasmide pLKO.1 puro de chez Sigma-Aldrich (MISSION® shRNA 
plasmid DNA (SHCLND), Sigma-Aldrich) a été utilisée pour le knock-down de l’Annexine-
A5 dans les myotubes. Les particules lentivirales recombinantes contenant le plasmide 
d’intérêt  ont été produites par la plateforme de vectorologie de Bordeaux (US005, Université 
de Bordeaux site Carreire) avec les conseils et l’aide précieuse de Véronique Guyonnet 
Dupérat et d’Alice Vimeney et selon la technique décrite précédemment (Figure 6). 




Comme il est difficile voir impossible d’avoir une estimation du nombre de myotubes par 
puits en Lab-Tek 8puits nous avons postulé qu’il faut autant de particules pour transduire 
(infecter) un myotube provenant de la fusion de 50 myoblastes (50 noyaux) que 50 
myoblastes individuels. Ainsi nous avons estimé pour une confluence de 90%, avant la fusion, 
il y a dans un puits de 0,7cm² 80 000 myoblastes. Nous avons calculé un nombre de particules 
sur la base de ce nombre. Après plusieurs tests  nous avons retenus une MOI (Multiplicity of 
Infection qui correspond au nombre moyen de particules virales par cellule lors de l’infection) 
de 100 comme étant optimale. Ce chiffre correspond à 80 000 x 100 particules par puits, soit 
8x106 de particules par puits. Les myotubes à J3 ont été transduits à une MOI de 100 dans un 
volume de 250µl d’OPTI-MEM® par puits en veillant à ce que le volume de particules ne 
dépasse pas 10% du volume total. L’infection a été faite à 37°C en condition normale de 
culture pendant 24h. Le lendemain, le milieu de transduction a été retiré des puits et remplacé 
par du milieu de différenciation et les cellules ont été placées pendant 24h supplémentaires 
dans l’incubateur. Les myotubes transduits ont été sélectionnés par incubation dans du milieu 
de différenciation supplémenté de 2µg/ml de puromycine (Sigma-Aldrich) pendant 24h en 
conditions standard de culture. Le jour suivant les myotubes ont été utilisés pour les 
expériences. Au moins 4h avant les expériences, le milieu de sélection a été changé par du 
milieu de différenciation.  
Dans les myotubes contrôle nous avons utilisé une séquence contrôle aspécifique ne 
reconnaissant aucune séquence d’ARNm codant les protéines humaines. Cette séquence nous 
a été fournie par la plateforme de vectorologie de Bordeaux.  
 
Séquence contrôle : 
5’CCTAAGGTTAAGTCGCCCTCGCTCGAGCGAGGGCGACTTAACCTTAGG3’ 
La condition non transduite (NT) correspond à des cellules traitées comme les cellules 
transduites mais en absence de particules lentivirales et de l’étape de sélection en milieu de 
différenciation supplémenté de puromycine. 
 
I. Test de contractilité des myotubes in vitro : 
 
Les myotubes, ont été incubés à J3, J4 ou J5 dans 1ml de  tampon de Krebs (Hepes 10mM, 
136mM NaCl, 5mM KCl, 2mM CaCl2, 1mM MgCl2, 10mM D-glucose, tamponné PH 7,4) 
30min à 37°C. Après incubation, les cellules ont été placées sur le microscope inversé 
(OLYMPUS IX 81) à faible grossissement et à température ambiante. Lorsqu’un champ 
d'intérêt a été sélectionné le tampon de Krebs a d’abord été retiré du puits délicatement par 
aspiration, puis l’enregistrement d’une acquisition en continu a été lancée (Cell^F software). 
L’instant T0 correspond à l’ajout dans le puits d’intérêt de 1ml de tampon de dépolarisation 
(Hepes 10mM, 1mM NaCl, 140mM KCl, 2mM CaCl2, 1mM MgCl2, 10mM D-glucose, 
tamponné PH 7,4). Les documents enregistrés en format avi ont été ensuite ré-analysés à 
































Partie A : Rôle de l’Annexine-A5 dans la réparation 
membranaire des cellules musculaires striées squelettiques 
humaines. 
 
Chapitre n°1 : Caractérisation des modèles cellulaires 
 
L’identification des différents partenaires de la machinerie de réparation est devenue un enjeu 
important depuis qu’un lien direct a été établi entre la défaillance du processus de réparation 
membranaire et le développement de certaines dystrophies musculaires (Bansal et al. 2003). 
L’élaboration de cette liste exhaustive nécessite de développer des outils fiables permettant 
l’obtention de résultats reproductibles et potentiellement transposables à l’Homme. 
Actuellement la majorité des travaux sur la réparation membranaire et la physiopathologie des 
dystrophies musculaires privilégient l’utilisation de lignées cellulaires plutôt que des cultures 
primaires. En effet, comme toutes les cultures primaires, les fibres musculaires striées 
squelettiques sont sujettes au phénomène de dégénérescence réplicative. La dégénérescence 
réplicative ou sénescence cellulaire est un phénomène multifactoriel décrit pour la première 
fois en 1961 par Léonard Hayflick et Paul Moorhead (Hayflick et Moorhead 1961). Elle se 
caractérise par l’entrée des cellules en culture dans une phase d’arrêt irréversible de leur 
croissance, accompagnée de nombreux changements morphologiques et métaboliques 
(sénescence). Les cultures primaires de cellules ont donc une capacité de prolifération limitée 
et le phénomène de sénescence implique la possibilité de variations du transcriptome et 
protéome au cours du temps, malgré des conditions de culture inchangées. D’autre part, dans 
le cas de patients atteints de dystrophies musculaires pour lesquels le tissu musculaire est peu 
à peu remplacé par du tissu fibreux, les prélèvements d’une quantité suffisante de fibres 
musculaires sont contraignants et douloureux ce qui diminue considérablement la possibilité 
de les répéter sur un même individu. Or, le changement fréquent de la source de prélèvement 
peut entrainer des variabilités de résultats ayant pour origine la variabilité interindividuelle 
(génétique, épigénétique,…) des patients prélevés. Même si elles peuvent présenter des 
différences avec les cultures primaires parentales, les lignées cellulaires, qui ont une durée de 
vie beaucoup plus longue, sont une bonne alternative à ces problèmes.  
La majorité des études sur la réparation membranaire des cellules musculaires striées 
squelettiques saines ou pathologiques utilisent des lignées établies à partir de tissu musculaire 
de souris ou de rat (les lignées C2C12 ou L6 respectivement, par exemple). Or, des travaux in 
vivo avec des souris transgéniques modèles d’étude de la dystrophie de Duchenne, ont montré 
d’importantes différences physiopathologiques entre l’humain et la souris (Collins et Morgan 
2003). Ces différences restreignent de façon notable la possibilité d’étendre les connaissances 
acquises chez l’animal à l’Homme.  
Pour cette étude, nous avons privilégié l’utilisation d’une lignée cellulaire de muscle strié 
squelettique humain, nommée LHCN-M2 (Zhu et al. 2007). Cette lignée a été établie à partir 
de cellules satellites isolées du muscle grand pectoral (pectoralis major) d’un homme 




« caucasien » âgé de 41 ans, et ne présentant aucune pathologie du tissu musculaire strié 
squelettique. Depuis l’élaboration de cette lignée, plusieurs lignées musculaires humaines 
modèles de dystrophies musculaires ont également été établies en utilisant un protocole 
similaire (Philippi et al. 2012). Afin de réaliser une étude comparative de la réparation 
membranaire entre le tissu musculaire sain et des tissus musculaires striés pathologiques, nous 
avons utilisé la lignée LHCN-M2 comme référence de cellules saines et les lignées 650 et 
578, comme modèles d’étude des dystrophies musculaires des ceintures de type 1C et 2B, 
respectivement. 
Peu de données étant publiées sur ces lignées, la première partie de ce travail a consisté à 
caractériser les cellules de chaque lignée aux stades myoblaste et myotube. Pour cela nous 
avons mesuré leurs dimensions caractéristiques dans nos conditions de culture. Nous avons 
également comparé la cinétique de formation des myotubes des trois lignées et nous avons 
enfin analysé l’organisation et la fonctionnalité de leur cytosquelette contractile. 
 
A. Lignée modèle de muscle strié squelettique humain sain : LHCN-M2 
 
A1. Taille, morphologie et capacité à fusionner 
 
La lignée LHCN-M2 a été cultivée selon les recommandations de la plateforme 
d’immortalisation des myoblastes humains de l’Institut de Myologie de Paris (UM76, 
Université Pierre et Marie Curie, Paris), qui nous a fourni ces cellules.  
Dans nos conditions de culture les myoblastes sont des cellules mononuclées, qui une fois 
adhérées au support de culture, semblent fines et ont une forme majoritairement fusiforme 
(Figure 1.1). 
Les myoblastes LHCN-M2 ont en moyenne une longueur de 93 (+/-31) µm, une largeur de 35 
(+/-12) µm pour une surface totale de 2001 (+/- 678) µm². Leur noyau occupe en moyenne 13 














Figure 1.1 : Myoblastes LHCN-M2 en culture à faible (A) et fort grossissement (B). Des myoblastes en 
culture à une confluence de l’ordre de 50% ont été fixés avec du méthanol à -20°C pendant 5 min et observés en 
contraste interférentiel différentiel à l’aide du microscope Olympus IX-81. La membrane plasmique d’un 
myoblaste a été dessinée sous forme de pointillés blancs sur chaque image. 













Tableau 1A : Tableau récapitulatif des principales dimensions des myoblastes LHCN-M2. Les myoblastes 
ont été cultivés et fixés comme indiqués dans la légende de la Figure 1.1. Les données morphologiques 
correspondent aux moyennes déterminées en analysant un échantillon de 30 cellules, issues de 3 cultures 
différentes à des nombres de passages différents (10 cellules par culture, 2 champs aléatoires, 5 cellules par 
champ) à l’aide du logiciel ImageJ. Les données présentées entre parenthèses correspondent aux écart-types. 
                                                     
 
In vivo les myoblastes sont des cellules qui, sous l’influence de stimuli, ont la capacité de se 
différencier et fusionner pour donner naissance aux fibres musculaires. In vitro, la 
différenciation/fusion peut être induite en cultivant les myoblastes dans du milieu de culture 
dépourvu de sérum et d’additifs. L’absence de facteurs de croissance sériques, notamment le 
« basic Fibroblast Growth Factor » (Clegg et al. 1987), entraine une différenciation des 
myoblastes en cellules plus allongées, nommées myocytes. Les myocytes fusionnent ensuite 
pour former de grandes cellules multinucléées et postmitotiques appelées myotubes. In vivo, 
les myotubes se différencient pour donner les fibres musculaires matures. Actuellement aucun 
protocole ne permet d’induire la maturation des myotubes en fibres musculaires in vitro. Les 
myotubes perdent leur pouvoir prolifératif durant leur différenciation et ne ré-adhèrent pas 
aux supports de culture une fois décollés. Il faut donc continuellement les générer à partir de 
myoblastes en culture.  
 
Pour obtenir des myotubes, nous avons cultivé les myoblastes dans du milieu de culture sans 
sérum et additifs, supplémenté d’insuline recombinante humaine à une concentration finale de 
10µg/ml. La Figure 1.2 présente la cinétique de différenciation et fusion des myoblastes 
LHCN-M2 dans ces conditions. Au moment de l’induction de la différenciation, les 
myoblastes doivent être à une confluence d’environ 80% (Figure 1.2, J0). Après 24 heures de 
culture en milieu de différenciation, la plupart des myoblastes ont un aspect très allongé et 
s’alignent selon une orientation commune (Figure 1.2, J1). Ce stade de différenciation 
correspond très probablement au stade myocyte. 48h après l’induction de la différenciation, 
les premières cellules plurinucléées de petite taille, apparaissent (Figure 1.2, J2). Afin 
d’estimer la proportion de myoblastes ayant fusionné au cours du temps, nous avons mesuré 
l’indice de fusion. Cet indice de fusion est défini comme le rapport (exprimé en pourcentage) 
entre le nombre de noyaux contenu dans les myotubes sur un champ donné et le nombre de 
noyaux totaux contenu dans ce même champ. L’indice de fusion représente donc la proportion 
de myoblastes ayant fusionné sur une période donnée. 48 heures après induction de la fusion,  
 
Caractéristiques morphologiques des  
myoblastes LHCN-M2 
Longueur (µm) 93 (+/- 31) 
Largeur (µm) 35 (+/- 12) 
Surface totale (µm²) 2001 (+/- 678) 
Surface nucléaire (µm²) 245 (+/- 68) 
Rapport 
nucléocytoplasmique (%) 13 (+/- 3) 















































Figure 1.2 : Cinétique de formation des myotubes LHCN-M2 par différenciation et fusion des myoblastes. 
Des myoblastes à 80% de confluence ont été fixés au méthanol à -20°C pendant 5 min (J0) ou incubés dans du 
milieu de différenciation et fixés après 24 heures (J1), 48 heures (J2), 72 heures (J3), 96 heures (J4), 144 heures 
(J6), 168 heures (J7) et 192 heures (J8). Pour chaque condition, l’indice de fusion a été calculé en faisant le 
rapport du nombre de noyaux dans les myotubes sur le nombre total de noyaux, pour 12 champs aléatoires dans 
3 expériences indépendantes. A J1, nous avons observé un allongement et alignement des cellules correspondant 
au stade myocyte. Les premières cellules plurinucléées apparaissent à J2. A J2, les flèches montrent plusieurs 
noyaux dans une même cellule. L’indice de fusion est maximal à J4. 









Tableau 1B : Tableau récapitulatif des principales dimensions des myotubes LHCN-M2 à J3. Les 
myotubes ont été cultivés et fixés comme indiqué dans la légende de la figure 1.3. Les données morphologiques 
ont été estimées en analysant un échantillon de 30 cellules issues de 3 cultures différentes à des nombres de 
passages différents (10 cellules par culture, 2 champs aléatoires, 5 cellules par champ) à l’aide du logiciel 
ImageJ. 
                                                     
 
l’indice de fusion est de l’ordre de 2% (Figure 1.2, J2). L’indice de fusion maximal est atteint 
à J4, où il est d’environ 70% (Figure 1.2, J4). A partir de J6, soit 144 heures de culture en 
milieu de différenciation, nous avons mesuré une diminution de l’indice de fusion (Figure 
1.2, J6). Cette baisse résulte du décollement des myotubes sénescents (Figure 1.2, J8).   
 
L’intervalle de temps permettant l’expérimentation sur des myotubes est donc relativement 
limité, s’étalant de J3 à J6. Cette courte durée de vie des myotubes LHCN-M2 a restreint 
l’application de certains protocoles expérimentaux et constitué un des obstacles que nous 
avons rencontrés durant ce projet de recherche. 
 
Les myotubes LHCN-M2 à J3, observés en microscopie à contraste interférentiel, ont une 
structure majoritairement en étoile avec des ramifications qui vont dans toutes les directions 
(Figure 1.3A). Il est très difficile d’évaluer la taille de ces cellules car même à faible 
grossissement (6.3x), il est rarement possible de pouvoir observer un myotube en entier. Nous 
avons estimé qu’en moyenne les myotubes ont une longueur de l’ordre du mm, une largeur de 
plusieurs centaines de µm et un nombre de noyaux par myotube pouvant atteindre mille unités 
(Tableau 1B). A fort grossissement (37.8x), nous avons observé que les ramifications des 
myotubes sont composées de structures filamenteuses parallèles qui pourraient correspondre 
aux microfilaments d’actine (Figure 1.3B, flèche blanche).  
 
A2. Organisation du cytosquelette et test de contractilité 
 
In vivo, la motricité statique et dynamique des individus est assurée par la capacité des fibres 
musculaires à se contracter et relaxer de façon volontaire. Cette capacité est la conséquence 
directe de l’acquisition par les cellules musculaires, au cours de leur différenciation, d’un 
cytosquelette hautement organisé dont l’unité motrice à l’échelle subcellulaire est nommée 
sarcomère (Figure 1.4). 
 
 
Caractéristiques morphologiques des  
myotubes LHCN-M2 à J3 
Longueur (mm) 0.3 à 2 
Largeur (mm) 0.1 à 1 
Surface totale (mm²) 0.03 à 2 
Nombre de noyaux par myotube 10 à 1000 















Figure 1.3 : Myotubes LHCN-M2 en culture après 72h (J3) de culture en milieu de différenciation. Les 
myotubes ont été obtenus à partir de myoblastes à 80% de confluence cultivés pendant 3 jours (J3) en milieu de 
différenciation. Les myotubes ont été fixés avec du méthanol à -20°C pendant 5 min et observés en contraste 
interférentiel différentiel à l’aide du microscope Olympus IX-81. La membrane plasmique d’un myotube a été 
dessinée par des pointillés blancs sur chaque image. En A, un myotube observé à faible grossissement. On 
observe une large zone cytoplasmique avec la présence de ramifications. En B, une ramification observée à fort 




Le muscle strié squelettique est composé de cellules appelées fibres musculaires, regroupées 
sous forme de faisceaux. Chaque fibre est composée de structures cylindriques appelées 
myofibrilles et chaque myofibrille est une succession de structures répétées, appelées 
sarcomères. Le sarcomère, qui est l’unité contractile de la cellule musculaire, est une région 
de la myofibrille délimitée par deux zones successives denses en actinine-α, appelées stries Z. 
L’interaction entre les filaments de myosine et d’actine, deux composants majeurs du 
sarcomère, permet le raccourcissement des sarcomères aboutissant à la contraction 
musculaire. 
Nous nous sommes intéressés à deux protéines composant les sarcomères des fibres 
musculaires : l’actine et l’actinine-α. L’actine est une protéine globulaire présente chez tous 
les eucaryotes avec une séquence très conservée. Cette protéine polymérise pour donner 
naissance à des filaments linéaires à deux brins nommés filaments d’actine ou microfilaments. 
Il existe trois isoformes d’actine (α, β et γ) chez les vertébrés et un microfilament n’est 
constitué que d’une seule isoforme. L’actine α est spécifique du tissu musculaire différencié 
(strié et lisse) alors que les isoformes β et γ sont exprimées uniquement dans les tissus non-
musculaires. Dans le muscle strié squelettique, l’actine α est organisée en faisceaux 
antiparallèles ancrés à une protéine nommée actinine-α. Cette actinine-α est une protéine très 
conservée parmi les mammifères (Virel et Backman 2004). Elle fait partie de la superfamille 
des spectrines qui regroupe un ensemble de protéines de liaison à l’actine (Sjöblom, Salmazo, 
et Djinović-Carugo 2008). Chez les mammifères, il existe six isoformes différentes 
d’actinine-α. Parmi ces six isoformes, deux isoformes sont retrouvées principalement dans le 
tissu musculaire strié squelettique, ce sont les actinine-α2 et actinine-α3. Dans la fibre 
musculaire, l’actinine-α constitue la strie Z (ou ligne Z) et délimite le sarcomère. Elle permet,  















Figure 1.4 : Schéma de la structure interne d’un muscle strié squelettique humain. Un muscle est composé 
d’un ensemble de faisceaux de fibres musculaires entourées par plusieurs membranes de tissu conjonctif 
(epimysium, périmysium, endomysium). Chaque faisceau est un regroupement de fibres, qui sont elles-mêmes 
organisées en un regroupement de myofibrilles. Ces myofibrilles sont une succession longitudinale de 
sarcomères. Le sarcomère, qui est l’unité contractile de la cellule musculaire, est une région de la myofibrille 
délimitée par deux zones successives denses en actinine-α, appelées stries Z. L’interaction entre les filaments de 
myosine et d’actine, deux composants majeurs du sarcomère, permet le raccourcissement des sarcomères 
aboutissant à la contraction musculaire. Figure adaptée des sites de l’Université du nouveau-Mexique 
(www.unm.edu) et de l’Université Francis-Marion (www.fmarion.edu). 
 
 
sous forme de dimères, de lier deux sarcomères adjacents stabilisant ainsi la structure du 
cytosquelette (Figure 1.4). 
Nous avons analysé la distribution subcellulaire de l’actine et l’actinine-α dans les myoblastes 
et myotubes de la lignée LHCN-M2. L’actine a été marquée à l’aide de phalloïdine conjuguée 
au fluorochrome TRITC. La phalloïdine est une toxine faisant partie de la classe des 
phallotoxines et extraite du champignon vénéneux Amanita Phalloïdes. Elle pénètre dans les 
cellules et se fixe à toutes les isoformes de l’actine sous forme filamenteuse (Dancker et al. 
1975) empêchant, entre autre, sa dépolymérisation. L’actinine-α a été visualisée après 
immunomarquage à l’aide d’un anticorps primaire monoclonal généré chez la souris et dirigé 
contre les isoformes α2 et α3 de l’actinine-α.  
 
Nous avons observé que, dans les myoblastes, l’actine filamenteuse est dispersée de façon 
anarchique dans le cytoplasme de la cellule. L’intensité de fluorescence plus forte dans la 
région proche de la membrane plasmique traduit la présence d’un réseau sous-membranaire 
de microfilaments (actine corticale) dense (Figure 1.5A). L’actinine-α ne semble pas ou très 
(Strie Z) 




faiblement exprimée dans les myoblastes en condition de culture (Figure 1.5B) comme dans 
les myoblastes en condition de différenciation (Figure 1.5D, flèche blanche). Pour les 
myotubes, nous avons observé que le réseau d’actine se présente sous forme de faisceaux 
parallèles et orientés dans la même direction que la cellule (Figure 1.5C). Cette disposition 
des filaments d’actine est très similaire à celle observée dans les fibres musculaires, condition 
indispensable à la contraction musculaire. Contrairement aux myoblastes, l’actinine-α est 
fortement exprimée dans les myotubes (Figure 1.5D). Comme pour l’actine, elle est présente 
sous forme de fibres parallèles et orientées dans la même direction que les myotubes. 
Cependant, contrairement à l’actine, le marquage observé est discontinu (Figure 1.5D). Ce 
marquage suggère que l’actinine-α est en association avec l’actine et en structures répétées, 
pouvant correspondre aux stries Z. 
 
 
Figure 1.5 : Distribution subcellulaire de 
l’actine et l’actinine-α dans les myoblastes et 
myotubes de la lignée LHCN-M2. Des 
myoblastes (A et B) et des myotubes (C et D) 
cultivés comme indiqué dans les légendes des 
figures 1.1 et 1.3, respectivement, ont été fixés 
au méthanol à -20°C pendant 5min. L’actinine-α 
a été immunomarquée à l’aide d’un anticorps 
primaire monoclonal de souris et d’un anticorps 
secondaire couplé à l’Alexa-488 (vert). Le 
marquage de l’actine a été réalisé à l’aide de 
phalloïdine conjuguée au TRITC (rouge). Dans 
les myotubes, les microfilaments d’actine (C) 
sont organisés en faisceaux parallèles ayant la 
même direction que les cellules, alors que dans 
les myoblastes (A) leur agencement semble 
complètement désorganisé. L’actinine-α, spécifiquement exprimée par les myotubes, s’organise sous forme de 
faisceaux alignés dans la même direction que la cellule (D). L’aspect ponctué du marquage de cette protéine 
suggère qu’elle est répartie en structures répétées, pouvant correspondre aux stries Z. 
 
 
En complément de cette analyse structurale du cytosquelette, nous avons réalisé une analyse 
fonctionnelle en testant la capacité de contraction des myotubes LHCN-M2 in vitro. La 
contraction volontaire du tissu musculaire strié squelettique in vivo est la conséquence d’une 
stimulation des fibres musculaires par un motoneurone. Lorsqu’un motoneurone est excité, le 
potentiel d’action qui le traverse sous forme d’influx nerveux est transmis jusqu’à la 
terminaison axonale, provoquant la libération d’un neuromédiateur (l’acétylcholine) au niveau 
de la jonction neuromusculaire. L’acétylcholine libérée va alors diffuser dans la fente 
synaptique et se lier à la cellule musculaire au repos via le récepteur nicotinique à 
l’acétylcholine. L’association ligand-récepteur entraine une dépolarisation de la membrane 
sarcoplasmique causée par une entrée massive de Na+. La dépolarisation de la membrane 
sarcoplasmique entraine une libération calcique importante du réticulum sarcoplasmique dans 




le sarcoplasme. L’augmentation de la concentration intracellulaire en Ca2+ entraine la 
contraction musculaire.  
La mise en place de jonctions neuromusculaires fonctionnelles nécessite la présence de 
motoneurones et de cellules de Schwann (Dennis 1981). Comme les cultures cellulaires 
utilisées sont dépourvues de motoneurones, un tel mécanisme ne peut être reproduit in vitro. Il 
est cependant possible de faire contracter in vitro les cellules musculaires striées squelettiques 
(Frank 1960) en augmentant la concentration extracellulaire en K+ (Hodgkin et Horowicz 
1960). Ce phénomène, connu sous le nom choc potassique, consiste à ajouter un excès de K+ 
dans le milieu extracellulaire afin de diminuer le potentiel d’équilibre de cet ion. Ceci entraine 
une dépolarisation de la membrane sarcoplasmique au-delà du seuil nécessaire pour 
l’initiation des phénomènes moléculaires associés à la contraction (Adrian 1956).  
Le protocole que nous avons utilisé a été adapté d’une étude réalisée sur des cellules 
musculaires de rat (Rezgui et al. 2005). Après une pré-incubation des cellules dans un tampon 
physiologique contenant 136mM NaCl et 5mM KCl pendant 30 min à 37°C, les myotubes ont 
été placés dans un tampon de dépolarisation contenant 1mM NaCl et 140mM KCl. Dans ces 
conditions, le chlorure de K+ est ajouté en large excès sans modification de l’osmolarité. La 
présence de K+ à forte concentration dans le milieu extracellulaire entraine le phénomène de 
choc potassique et mime les effets d’une dépolarisation de la membrane par le biais de la 
liaison de l’acétylcholine sur son récepteur in vivo.  
La Figure 1.6 présente les résultats observés après incubation de myotubes LHCN-M2 à J3 
dans le tampon de dépolarisation. Nous avons observé que la contraction des myotubes se 
produit, le plus souvent, dès les premières secondes après ajout du tampon de dépolarisation 
(Figure 1.6, +6s). Contrairement aux conditions physiologiques, où les fibres musculaires 
libèrent dans l’espace intersynaptique de l’acétylcholine estérase qui, en dégradant 
l’acétylcholine, arrête la contraction musculaire et permet au tissu musculaire de se relaxer, la 
dépolarisation membranaire par ajout d’excès de K+ conduit à une contraction continue. Cette 
contraction continue a conduit parfois à la déchirure du sarcolemme des myotubes (Figure 
1.6, +80s). 
 
B. Lignées modèles de dystrophies musculaires : 
 
B1.  Modèle de dystrophie des ceintures de type 2B (dysferlinopathie) : lignée 578 
 
B1.a. Taille, morphologie et capacité à fusionner 
 
La lignée 578 a été établie à partir de myoblastes extraits par biopsie d’un triceps d’une 
patiente âgée de 25 ans et atteint de dystrophie musculaire des ceintures de type 2B 
(LGMD2B de l’anglais « Limb-Girdle Muscular Dystrophy type 2B »). La LGMD2B est une 
forme autosomale récessive de dystrophie musculaire des ceintures qui résulte de mutations 
dans le gène codant la dysferline, entrainant un défaut de réparation membranaire des cellules 
musculaires (Bansal et al. 2003). 
 



















Figure 1.6 : Capacité de contraction des myotubes LHCN-M2. Des myotubes LHCN-M2 à J3 ont été placés 
dans un tampon de dépolarisation contenant 140mM KCl (T0) puis imagés toutes les 2s pendant 90s en 
microscopie à contraste interférentiel différentiel. La contraction du myotube au centre du champ (flèche 
blanche) débute dès les premières secondes après incubation en tampon de dépolarisation. Elle se poursuit 
jusqu’à déchirure de la cellule. 
 
 
Nous avons tout d’abord analysé les principales caractéristiques morphologiques des 
myoblastes et myotubes de la lignée 578 et étudié la cinétique de formation des myotubes, 
afin de comparer ces paramètres à ceux mesurés pour la lignée LHCN-M2. 
D’un point de vue morphologique, les myoblastes 578 ressemblent beaucoup aux myoblastes 
LHCN-M2 avec un aspect majoritairement fusiforme (Figure 1.7A). Ils ont, en moyenne, une 
longueur de 92 (+/-41)µm, une largeur de 42 (+/-12)µm pour une surface totale de 2721 (+/-












Tableau 1C : Tableau récapitulatif des données morphologiques des myoblastes 578. Les myoblastes ont été 
cultivés et fixés comme indiqué dans la légende de la figure 1.7. Les données morphologiques correspondent aux 
moyennes déterminées en analysant un échantillon de 30 cellules, issues de 3 cultures différentes à des nombres 
de passages différents (10 cellules par culture, 2 champs aléatoires, 5 cellules par champ) à l’aide du logiciel 
ImageJ. Les données présentées entre parenthèses correspondent aux écart-types. 
 
 
Caractéristiques morphologiques des 
myoblastes 578 
Longueur (µm) 92 (+/- 41) 
Largeur (µm) 42 (+/- 12) 
Surface totale (µm²) 2721 (+/- 1620) 
Surface nucléaire (µm²) 240 (+/- 85) 
Rapport 
nucléocytoplasmique (%) 
10,5 (+/- 5) 













Figure 1.7 : Morphologie des myoblastes et myotubes de la lignée 578. Des myoblastes (A) en culture à une 
confluence de l’ordre de 50% et des myotubes (B), obtenus à partir de myoblastes à 80% de confluence cultivés 
pendant 3 jours (J3) en milieu de différenciation, ont été fixés avec du méthanol à -20°C pendant 5 min et 
observés en contraste interférentiel différentiel à l’aide du microscope Olympus IX-81. La membrane plasmique 
d’une cellule a été dessinée sous forme de pointillés blancs sur chaque image. 
 
 
Nous avons ensuite analysé la cinétique de fusion des myoblastes 578 en myotubes. Des 
conditions expérimentales identiques à celles utilisées pour la lignée LHCN-M2 (Figure 1.2) 
ont été utilisées. L’induction de la différenciation est déclenchée en plaçant les myoblastes à 
80% de confluence en milieu de différenciation. Néanmoins, contrairement aux myoblastes 
LHCN-M2, nous avons observé une différenciation en myocytes et la formation des premières 
cellules plurinucléées avant même l’ajout du milieu de différenciation (Figure 1.8, J0). Les 
myoblastes 578 semblent donc avoir la capacité de se différencier et fusionner en myotubes 
de façon spontanée, sous la seule influence de la densité cellulaire. Après 24 heures de culture 
en condition de différenciation, nous avons observé la formation de nombreux myotubes de 
petites tailles et d’aspect fusiformes, avec un indice de fusion de 25% (Figure 1.8, J1). A J2, 
nous avons observé la formation des premiers gros myotubes en forme d’étoile, avec un 
indice de fusion de l’ordre de 51% (Figure 1.8, J2). Nous avons observé que l’indice de 
fusion est maximal à J3 pour la lignée 578, atteignant une valeur de 72% (Figure 1.8, J3). 
Nous avons observé une baisse de l’indice de fusion à partir de quatre jours après induction de 
la différenciation (Figure 1.8, J4) et un décollement important des myotubes après sept jours 
(Figure 1.8, J7). Comme dans le cas de la lignée LHCN-M2, l’intervalle de temps permettant 
l’expérimentation sur les myotubes 578 est relativement limitée et s’étale sur une période 

















































Figure 1.8 : Cinétique de formation des myotubes 578 par différenciation et fusion des myoblastes. Des 
myoblastes à 80% de confluence ont été fixés au méthanol à -20°C pendant 5 min (J0) ou incubés dans du milieu 
de différenciation et fixés après 24 heures (J1), 48 heures (J2), 72 heures (J3), 96 heures (J4), 144 heures (J6) et 
168 heures (J7). Pour chaque condition, l’indice de fusion a été calculé en faisant le rapport du nombre de noyaux 
dans les myotubes sur le nombre total de noyaux pour 12 champs aléatoires dans 3 expériences indépendantes. Un 
allongement et alignement des cellules correspondant au stade myocyte ainsi que l’apparition des premières 
cellules plurinucléées sont observés dès J0, suggérant une différenciation/fusion spontanée des myoblastes. 
L’indice de fusion est maximal à J3. 











Tableau 1D : Tableau récapitulatif des données morphologiques des myotubes 578 à J3.  
Les myotubes ont été cultivés et fixés comme indiqués dans la légende de la figure 1.7 Les données 
morphologiques ont été estimées en analysant un échantillon de 30 cellules issues de 3 cultures différentes à des 




Les myotubes 578, comme les myotubes LHCN-M2, sont de très grandes cellules dont 
l’observation en totalité est impossible sur un seul champ, même au plus faible grossissement 
(6.3x). Les dimensions estimées pour ces myotubes sont identiques à celles estimées pour les 
myotubes LHCN-M2 (Tableau 1D). 
 
B1.b. Organisation du cytosquelette et test de contractilité 
 
Afin d’analyser l’organisation du cytosquelette des cellules 578, nous avons étudié la 
distribution subcellulaire de l’actine et de l’actinine-α dans les myoblastes et myotubes de 
cette lignée (Figure 1.9). Dans les myoblastes, l’actine fibreuse à une répartition éparse dans 
la cellule (Figure 1.9A), avec un réseau cortical dense (Figure 1.9A, tête de flèche). Comme 
observé pour les myoblastes de la lignée LHCN-M2, l’actinine-α est peu ou pas exprimée 
dans les myoblastes 578 (Figure 1.9B). Dans les myotubes à J3, nous avons observé que 
l’actine forme des longs filaments parallèles et orientés longitudinalement (Figure 1.9C). 
L’actinine-α forme également des faisceaux parallèles avec un marquage ponctué qui suggère 
qu’elle forme des motifs répétés, correspondant probablement aux stries Z (Figure 1.9D). La 
répartition de l’actine et de l’actinine-α dans les myotubes 578 est donc très similaire à ce que 
nous avons observé pour la lignée LHCN-M2. Afin de vérifier leur capacité à se contracter, 
des myotubes 578 ont été placés en tampon de dépolarisation dans des conditions identiques à 
celles utilisées pour les myotubes LHCN-M2. 
Nous avons observé que les myotubes de la lignée 578 ont également la capacité de se 
contracter in vitro, la contraction a été observée dès les premières secondes après ajout du 
tampon de dépolarisation et s’est prolongée pendant plusieurs dizaines de secondes pour 




Caractéristiques morphologiques des  
myotubes 578 à J3 
Longueur (mm) 0.3 à 2 
Largeur (mm) 0.1 à 1 
Surface totale (mm²) 0.03 à 2 
Nombre de noyaux par myotube 10 à 1000 





Figure 1.9 : Distribution subcellulaire de 
l’actine et actinine-α dans les myoblastes et 
myotubes 578. Des myoblastes (A et B) et des 
myotubes (C et D) de la lignée 578 ont été traités 
comme indiqué dans la légende de la figure 1.5. 
Dans les myotubes, les microfilaments d’actine 
(rouge) sont organisés en faisceaux parallèles 
ayant la même direction que les cellules, alors 
que dans les myoblastes leur agencement semble 
complètement désorganisé. L’actinine-α (vert), 
spécifiquement exprimée par les myotubes, 
s’organise sous forme de faisceaux alignés dans 
la même direction que la cellule. L’aspect 
ponctué du marquage de cette protéine suggère 
qu’elle est répartie en structures répétées, 





B1.c. Expression et distribution subcellulaire de la dysferline 
 
Les LGMD2B résultent de mutations du gène de la dysferline (Rumaisa Bashir et al. 1998) 
(Bansal et al. 2003), qui conduisent à une déstabilisation de la structure protéique et une 
baisse de son expression. Les taux résiduels de dysferline sont néanmoins très variables d’un 
individu à l’autre (Illa et al. 2007). 
Nous avons analysé par western blot, l’expression de la dysferline dans la lignée 578 en 
comparaison à la lignée contrôle LHCN-M2 (Figure 1.10). Contrairement à la lignée LHCN-
M2, où nous avons observé sa présence en quantité similaire dans les myoblastes et les 
myotubes (Figure 1.10, LHCN-M2), la dysferline est indétectable dans les cellules de la 
lignée 578 (Figure 1.10, 578). 
 
 
Figure 1.10 : Expression de la dysferline 
dans les myoblastes et myotubes des 
lignées LHCN-M2 et 578. 20µg d’extraits 
protéiques totaux issus de myoblastes (Mb) 
et de myotubes (MT) des lignées LHCN-M2 
et 578 ont été séparés sur un gel SDS-PAGE 
10%  puis transférés sur une membrane de 
PVDF. La dysferline (230kDa) et la tubuline-α (50kDa, témoin de charge) ont été détectés avec un anticorps 




L’absence d’expression de la dysferline dans les myoblastes et myotubes 578 a été vérifiée 
par immunocytofluorescence (Figure 1.11, 578). Dans les myoblastes et myotubes LHCN-
M2, le marquage de la dysferline est d’aspect ponctué avec une répartition large dans les 




cellules, indiquant sa présence sous forme de clusters dans le cytoplasme et à la membrane 
plasmique (Figure 1.11, LHCN-M2). 
Comme attendu (Philippi et al. 2012), les mutations du gène de la dysferline chez la patiente à 





















Figure 1.11 : Localisation subcellulaire de la dysferline dans les myoblastes et myotubes des lignées 
LHCN-M2 et 578. Les myoblastes et les myotubes à J3 ont été fixés avec du méthanol à -20°C pendant 5min 
puis immunomarqués pour la dysferline à l’aide d’un anticorps monoclonal de souris et d’un anticorps 
secondaire de chèvre conjugué à l’Alexa-488 (vert). Un marquage au DAPI a été réalisé pour mettre en évidence 
les noyaux des cellules (bleu). La dysferline est répartie majoritairement sous forme d’agrégats dans les 
myoblastes et myotubes LHCN-M2. La dysferline est peu ou pas exprimée dans les cellules de la lignée 578. 
 
 
B2. Modèle de dystrophie des ceintures de type 1C (cavéolinopathie) : lignée 650 
 
B2.a. Taille, morphologie et capacité à fusionner 
 
La lignée 650 a été générée à partir de myoblastes extraits du muscle vastus lateralis d’un 
homme âgé de 44 ans et atteint de LGMD1C, une forme autosomale dominante de dystrophie 
musculaire des ceintures résultant de mutations de la séquence codant la caveoline-3 (Minetti 
et al. 1998).  
Les myoblastes de cette lignée sont des cellules mononuclées d’aspect majoritairement 
fusiforme (Figure 1.12A) ayant, en moyenne, une longueur de 96 (+/- 34)µm, une largeur de 




47µm (+/- 15µm) pour une surface totale de 2651 (+/- 680)µm² (Tableau 1E). Leur noyau 








Tableau 1E : Tableau récapitulatif des données morphologiques des myoblastes 650. Les myoblastes ont été 
cultivés et fixés comme indiqué dans la légende de la figure 1.13. Les données morphologiques correspondent 
aux moyennes déterminées en analysant un échantillon de 30 cellules, issues de 3 cultures différentes à des 
nombres de passages différents (10 cellules par culture, 2 champs aléatoires, 5 cellules par champ) à l’aide du 









Figure 1.12 : Morphologie des myoblastes et myotubes de la lignée 650. Des myoblastes (A) en culture à une 
confluence de l’ordre de 50% et des myotubes (B), obtenus à partir de myoblastes à 80% de confluence cultivés 
pendant 3 jours (J3) en milieu de différenciation, ont été fixés avec du méthanol à -20°C pendant 5 min et 
observés en contraste interférentiel différentiel à l’aide du microscope OLYMPUS IX-81. La membrane 
plasmique d’une cellule a été dessinée sous forme de pointillés blancs sur chaque image. 
 
 
La cinétique de formation de myotubes a été une nouvelle fois suivie en plaçant des 
myoblastes à une confluence de 80% en milieu de différenciation. Dans ces conditions les 
myoblastes apparaissent comme des cellules allongées, alignées dans une direction commune 
(Figure 1.13, J0). Contrairement à la lignée 578, aucun myotube n’est présent dans la culture 
avant passage en milieu de différenciation. 24 heures après induction de la 
différenciation/fusion, nous avons observé l’apparition de petites cellules plurinucléées, avec 
un indice de fusion inférieur à 5% (Figure 1.13, J1). La formation de myotubes d’une 
longueur de plusieurs centaines de µm est intervenue à partir de J2 (Figure 1.13, J2). Comme  
 
Caractéristiques morphologiques des  
myoblastes 650 
Longueur (µm) 96 (+/- 34) 
Largeur (µm) 47 (+/- 15) 
Surface totale (µm²) 2651 (+/- 680) 
Surface nucléaire moyenne (µm²) 277 (+/- 71) 
Rapport nucléocytoplasmique (%) 11 (+/- 3.5) 






























Figure 1.13 : Cinétique de formation des myotubes 650 par différenciation et fusion des myoblastes. Des 
myoblastes à 80% de confluence ont été fixés au méthanol à -20°C pendant 5 min (J0) ou incubés dans du milieu 
de différenciation et fixés après 24 heures (J1), 48 heures (J2), 72 heures (J3), 96 heures (J4), 144 heures (J6) et 
168 heures (J7). Pour chaque condition, l’indice de fusion a été calculé en faisant le rapport du nombre de 
noyaux dans les myotubes sur le nombre total de noyaux, pour 12 champs aléatoires dans 3 expériences 
indépendantes. Un allongement et alignement des cellules correspondant au stade myocyte ainsi que l’apparition 
des premières cellules plurinucléées sont observés dès J0, suggérant une différenciation/fusion spontanée des 
myoblastes. L’indice de fusion est maximal à J3. 




pour la lignée 578 nous avons observé que l’indice de fusion présente sa valeur maximale à 
J3, atteignant 65% (Figure 1.13, J3). Dès 96h après induction de la différenciation, nous 
avons observé une baisse de l’indice de fusion, résultant une fois encore du décollement des 
myotubes du support de culture. Nous avons ainsi montré que malgré la déficience en 
cavéoline-3, la capacité de différenciation/fusion des myoblastes 650 n’est pas affectée. La 
vitesse de fusion de cette lignée est même supérieure à celle évaluée pour la lignée saine 
LHCN-M2.  L’intervalle de temps permettant l’expérimentation sur les myotubes 650 s’étale 
de J3 à J6, période sur laquelle l’indice de fusion est supérieur à 50%. Les myotubes 650 à J3 
ont une morphologie (Figure 1.12B) et des dimensions tout à fait similaires au myotubes de 








Tableau 1F : Tableau récapitulatif des données morphologiques des myotubes 650 à J3. Les myotubes ont 
été cultivés et fixés comme indiqués dans la légende de la figure 1.13. Les données morphologiques ont été 
estimées en analysant un échantillon de 30 cellules issues de 3 cultures différentes à des nombres de passages 
différents (10 cellules par culture, 2 champs aléatoires, 5 cellules par champ) à l’aide du logiciel ImageJ. 
                                                     
 
 
B2.b. Organisation du cytosquelette et test de contractilité 
 
Concernant l’analyse de l’organisation de l’actine et l’actinine-α dans les myoblastes et 
myotubes nous avons observé pour les myoblastes une répartition éparse et 
multidirectionnelle de l’actine (Figure 1.14A) ainsi qu’une absence ou très faible expression 
de l’actinine-α (Figure 1.14B). Ces observations sont identiques à celles faites sur les lignées 
LHCN-M2 et 578. 
Les myotubes ont un cytosquelette d’actine très organisé avec la présence de filaments 
parallèles orientés dans la même direction que la cellule (Figure 1.14C). Nous avons 
également observé une expression significative de l’actinine-α dans les myotubes à J3 avec 
une organisation similaire à l’actine et un marquage ponctué, suggérant que cette protéine y 
est organisée en structures répétées comme nous l’avons observé pour les deux autres lignées 
(Figure 1.14D). 
Les tests de contraction sur les myotubes de la lignée 650 ont donné des résultats identiques à 
ce que nous avons observé pour les lignées LHCN-M2 et 578 (Figure non montrée). 
 
 
Caractéristiques morphologiques  
myotubes  650 à J3 
Longueur (mm) 0.3 à 2 
Largeur (mm) 0.1 à 1 
Surface totale (mm²) 0.03 à 2 
Nombre de noyaux par myotube 10 à 1000 























Figure 1.14 : Distribution de l’actine et de l’actinine-α dans les myoblastes et myotubes de la lignée 650. 
Des myoblastes (images du haut) et des myotubes (images du bas) de la lignée 650 ont été traités comme indiqué 
dans la légende de la figure 1.5. Dans les myotubes, les microfilaments d’actine (rouge) sont organisés en 
faisceaux parallèles ayant la même direction que les cellules, alors que dans les myoblastes leur agencement est 
désorganisé. L’actinine-α (vert), spécifiquement exprimée par les myotubes, s’organise sous forme de faisceaux 
alignés dans la même direction que la cellule. L’aspect ponctué du marquage de cette protéine suggère qu’elle 




B2.c. Expression et distribution subcellulaire de la cavéoline-3 
 
L’origine de la pathologie du patient, à partir duquel a été établie la lignée 650, est la 
substitution d’une guanine par une adénine dans le premier exon d’un allèle de la séquence 
codant la caveoline-3. Cette transition nucléotidique provoque un changement de l’acide 
aminé en position 27 (p.R27>Q) dans la séquence protéique. Afin d’évaluer les conséquences 
potentielles de cette mutation, nous avons analysé, par western blot, l’expression de la 
cavéoline-3 dans les myoblastes et myotubes de la lignée 650, en comparaison à la lignée 
LHCN-M2 (Figure 1.15). La cavéoline-3 est indétectable dans les myoblastes des deux 
lignées (Figure 1.15, Mb), en accord avec les observations faites pour des cellules primaires 
et lignées murines, (Volonte, Peoples, et Galbiati 2003), (Parton et al. 1997), (Song et al. 
1996). La cavéoline-3 a été détectée dans les extraits protéiques de myotubes de la lignée 
saine LHCN-M2 (Figure 1.15, LHCN-M2, MT), mais pas dans ceux des myotubes de la 




   










Figure 1.15 : Expression de la cavéoline-3 dans les myoblastes et myotubes des lignées LHCN-M2 et 650. 
40µg d’extraits protéiques totaux issus de myoblastes (Mb) et de myotubes (MT) des lignées LHCN-M2 et 650 
ont été séparés sur un gel SDS-PAGE 10%  puis transférés sur une membrane de PVDF. La cavéoline-3 (22kDa 
environ) et la GAPDH (37kDa, témoin de charge) ont été détectés avec un anticorps monoclonal de souris anti-
cavéoline-3 (Santa-Cruz) et un anticorps polyclonal de lapin anti-GAPDH (Santa-Cruz) respectivement. 
 
 
La présence et la distribution subcellulaire de la cavéoline-3 ont ensuite été analysées par 
immunocytofluorescence dans les cellules LHCN-M2 et 650 (Figure 1.16). Les résultats 
confirment l’absence de cavéoline-3 dans les myoblastes des deux lignées. En 
immunocytofluorescence, la cavéoline-3 est détectée dans les myotubes 650 (Figure 1.16, 
650, myotubes). Bien qu’en concentration faible, la cavéoline-3 est donc exprimée par les 
myotubes 650. Nous avons néanmoins constaté que sa distribution subcellulaire dans les 
myotubes de la lignée 650 diffère de celle observée dans la lignée LHCN-M2. Alors que la 
cavéoline-3 apparait selon une distribution ponctiforme dans les myotubes LHCN-M2, dans le 
cytoplasme et à la membrane (Figure 1.16, LHCN-M2, flèches blanches), le marquage dans 
les myotubes 650 montre qu’une faible partie de la cavéoline-3 est présente dans le 
sarcolemme, mais que la majeure partie s’accumule dans des structures filamenteuses de 
plusieurs µm de long (Figure 1.16, 650, flèches blanches). Il a précédemment été montré que 
la mutation R27>Q pouvait conduire à une rétention de la cavéoline-3 dans l’appareil de 
Golgi (Federica Sotgia et al. 2003). Nous avons réalisé un co-immunomarquage de la 
cavéoline-3 et de la protéine GOSR1, un marqueur des saccules golgiennes. Nous n’avons pas 
observé de co-localisation entre ces deux protéines (résultat non montré), ce qui indique que 
cette forme mutée de cavéoline-3 se trouve probablement séquestrée dans la membrane d’un 
autre compartiment. D’autres compartiments cellulaires, tel que le réticulum endoplasmique, 
devront être analysés.  
Par ailleurs, la présence de la cavéoline-3 dans certains myoblastes, en condition de 
différenciation (Figure 1.16, flèche rouge), confirme que l’expression de cette protéine est 
initiée lors de la différenciation.  
 
 


























Figure 1.16 : Localisation subcellulaire de la cavéoline-3 dans les myoblastes et myotubes des lignées 
LHCN-M2 et 650. Des myoblastes et des myotubes à J3 des lignées LHCN-M2 et 650 ont été fixés avec du 
méthanol à -20°C pendant 5min puis immunomarqués pour la cavéoline-3 à l’aide d’un anticorps primaire 
monoclonal de souris dirigé et d’un anticorps secondaire de chèvre conjugué à l’Alexa-488 (vert). Un marquage 
au DAPI a été réalisé pour mettre en évidence les noyaux des cellules (bleu). La cavéoline-3 n’est pas exprimée 
dans les myoblastes en condition de culture des deux lignées. Elle est présente dans les myoblastes en condition 
de différenciation (flèche rouge) suggèrant que son expression est déclenchée durant la différenciation des 
myoblastes. Elle est fortement exprimée dans les myotubes des deux lignées. Dans les myotubes de la lignée 
LHCN-M2, la cavéoline-3 est répartie en petits amas à la membrane plasmique et dans le cytoplasme (flèches 
blanches). Dans les myotubes 650, elle apparait sous forme de petits filaments, suggérant une localisation et/ou 
une organisation différente de celle observée dans les myotubes LHCN-M2 (flèches blanches). 
 
 
C. Conclusion :  
 
Les caractéristiques morphologiques des myoblastes (Tableau 1G) et des myotubes (Tableau 
1H) des trois lignées étudiées sont résumées ci-dessous. 
Les myoblastes de la lignée saine LHCN-M2 et des lignées pathologiques 650 et 578 ont une 
morphologie très similaire, avec un aspect majoritairement fusiforme. Nous avons néanmoins 
observé que les myoblastes des lignées pathologiques sont plus larges que les myoblastes de 
la lignée saine LHCN-M2, respectivement de 20% et 30% pour les lignées 578 et 650 
(Tableau 1G). La longueur des myoblastes des trois lignées ne variant pas, la surface totale 
occupée par les myoblastes des lignées pathologiques est en conséquence plus importante que 
celle de la lignée saine. 
 
 





Tableau 1G : Tableau récapitulatif des caractéristiques morphologiques des myoblastes pour les lignées 
LHCN-M2, 578 et 650. Les données indiquées sont issues des tableaux 1A (LHCN-M2), 1C (578) et 1E (650). 
Les dimensions mesurées pour les lignées pathologiques 578 et 650 ont été comparées à celles mesurées pour la 
lignée saine LHCN-M2 à l’aide d’un test de Student. La significativité des différences est indiquée selon les 




Nom de la lignée LHCN-M2 578 650 
Longueur (mm) 0.3 à 2 0.3 à 2 0.3 à 2 
Largeur (mm) 0.1 à 1 0.1 à 1 0.1 à 1 
Surface totale (mm²) 0.03 à 2 0.03 à 2 0.03 à 2 
Nombre de noyaux  10 à 1000 10 à 1000 10 à 1000 
Indice de fusion à J2 2% 51% 12% 
Indice de fusion à J3 62% 72% 65% 
Indice de fusion à J4 68% 50% 53% 
 
Tableau 1H : Tableau récapitulatif des caractéristiques morphologiques des myotubes pour les lignées 
LHCN-M2, 578 et 650. Les dimensions morphologiques indiquées sont issues des tableaux 1B (LHCN-M2), 1D 
(578) et 1F (650). Les indices de fusion indiqués sont issus des figures 1.2 (LHCN-M2), 1.8 (578) et 1.14 (650). 
 
 
L’augmentation du rapport nucléocytoplasmique est un critère de diagnostic pour de 
nombreuses pathologies, comme certaines formes de dysplasies et de cancers (Zink, Fischer, 
et Nickerson 2004). Il résulte le plus souvent d’une augmentation importante de la taille des 
noyaux. Dans le cas de certaines dystrophies musculaires, comme la dystrophie de Duchenne, 
il a été montré que les cellules satellites ont un noyau plus grand, de l’ordre de 40%, en 
comparaison aux cellules saines (Watkins et Cullen 1988). Les rapports nucléocytoplasmiques 
des myoblastes des lignées pathologiques 578 et 650 sont inférieurs à celui des myoblastes de 
la lignée LHCN-M2 (Tableau 1G). Ces variations s’expliquent uniquement par la différence 
de surface totale entre les cellules pathologiques et les cellules saines, la surface nucléaire 
étant inchangée quelle que soit la lignée. L’état pathologique associé aux myoblastes 650 et 
578 ne semble pas être associé à une morphologie nucléaire originale. La morphologie 
nucléaire est donc un mauvais critère diagnostic pour les LGMD2B et 1C. 
Le suivi cinétique de la formation des myotubes LHCN-M2  montre que l’indice de fusion est 
supérieur à 50% de J3 à J6, période adaptée pour l’expérimentation sur ces cellules, avec un 
Myoblastes 
Nom de la lignée LHCN-M2 578 650 






































indice maximal à J4 (Tableau 1H). Les myotubes caractérisés à J3 ont des dimensions 
morphologiques énormes, incomparables avec les valeurs observées sur des modèles murins 
ou de rat. Ces dimensions extrêmes ont rendu impossible l’observation sur un champ unique, 
même en microscopie à faible grossissement, de myotube en entier. Les mesures réalisées ont 
par conséquent été très approximatives.  
Nous avons observé que les cellules de la lignée 578, au stade myoblaste ainsi qu’au stade 
myotube, n’expriment pas la dysferline, comme attendu (Philippi et al. 2012). Alors que la 
déficience en dysferline retarde fortement la différenciation myogénique des myoblastes 
murins (Belanto et al. 2010), nous avons observé que les myoblastes 578, totalement 
dépourvus de dysferline, conservent la capacité de se différencier et de fusionner en 
myotubes, avec une cinétique plus rapide comparée aux cellules LHCN-M2. La dysferline ne 
semble donc pas jouer de rôle dans la fusion myoblaste-myoblaste au niveau du muscle strié 
squelettique humain. Les indices de fusion mesurés sont supérieurs à 50% entre J2 et J4, avec 
un maximum de 72% atteint à J3 (Tableau 1H). Le fait que les myoblastes 578 ont la 
capacité de fusionner spontanément, en absence d’induction, et le fait que leur cinétique de 
formation de myotubes est plus rapide, suggèrent même que la dysferline pourrait jouer un 
rôle de régulateur négatif de la fusion myoblaste-myoblaste. Il serait intéressant d’étendre 
cette étude à plusieurs lignées provenant d’autres patients atteints de LGMD2B avec la même 
mutation et des mutations différentes, ainsi que plusieurs lignées provenant de patients sains 
pour confirmer cette hypothèse, ou vérifier que ce ne soit pas un phénomène associé à un 
contexte génétique particulier du patient dont a été générée la lignée 578. 
A ce jour, de nombreuses mutations du gène codant la cavéoline-3 ont été identifiées comme 
responsable du développement de la pathologie LGMD1C (Gazzerro et al. 2010). Les 
myoblastes de la lignée 650 ont été établis à partir de patients porteur de la mutation p.R27Q 
(Timmel et al. 2015). C’est une des mutations de la cavéoline-3 les plus décrites dans la 
littérature. Le taux d’expression de la cavéoline-3 chez les patients atteints de LGMD1C est 
très variable en fonction du type de mutation, mais également en fonction de l’individu pour 
une même mutation ((Minetti et al. 1998), (Carbone et al. 2000), (Timmel et al. 2015)).  
Nous avons étudié par western-blot et immunocytofluorescence le taux d’expression et la 
distribution subcellulaire de la cavéoline-3 dans les myoblastes et myotubes des lignées 
LHCN-M2 et 650. Nous avons d’abord observé, par les deux approches, que la cavéoline-3 
n’est pas exprimée dans les myoblastes des deux lignées. Ce résultat est en accord avec ce qui 
a été décrit dans la littérature pour les cellules musculaires murines, pour lesquelles 
l’expression de la cavéoline-3 est initiée lors du processus myogénique. L’observation d’un 
marquage positif de la cavéoline-3, dans certains des myoblastes en condition de 
différenciation, renforce ce résultat et suggère que l’expression de la cavéoline-3 est initiée à 
un stade précoce de la différenciation. Dans les myotubes 650, la cavéoline-3 a été détectée 
par immunocytofluorescence, mais pas par western-blot, indiquant une très faible expression. 
Nous avons observé un profil de marquage très différent entre les lignées LHCN-M2 et 650. 
Dans les myotubes LHCN-M2, la distribution de la cavéoline-3 est ponctiforme et répartie à 




la fois dans le cytoplasme et dans le sarcolemme. Dans le cas des myotubes 650, la cavéoline-
3 forme des fibres de plusieurs µm de long dont la majorité semble être cytoplasmique. 
Comme il a été décrit que le mutant p.R27Q de la cavéoline-3, pour des systèmes 
d’expression hétérologues, s’accumule au niveau de la membrane des saccules golgiennes, 
nous avons co-immunomarqué la cavéoline-3 avec une protéine spécifique du compartiment 
golgien. Nous n’avons pas observé de co-localisation de ces deux protéines, indiquant que la 
cavéoline-3 est séquestrée dans une autre structure. En connaissance de la voie de biosynthèse 
de la cavéoline-3, le réticulum endoplasmique nous semble être un bon candidat. 
Contrairement à la lignée musculaire murine C2C12, où la diminution de l’expression de la 
cavéoline-3 inhibe la fusion des myoblastes (Ferruccio Galbiati et al. 1999), les myoblastes 
650 conservent une capacité à fusionner pour former des myotubes. Leur cinétique de fusion 
est supérieure aux myoblastes sains LHCN-M2, mais cette différence est moins prononcée 
que celle déterminée entre la lignée 578 et la lignée LHCN-M2. Nos observations indiquent 
que la cavéoline-3 ne semble pas jouer de rôle majeur dans la myogénèse du muscle strié 
squelettique humain, contrairement à ce qui a été décrit pour la lignée murine C2C12.  
Nous avons enfin observé que les myotubes à J3, pour les trois lignées étudiées, via l’analyse 
de la structuration et de la fonctionnalité de leur cytosquelette contractile, ont une maturation 
myogénique se rapprochant des fibres musculaires physiologiques. Sauf lorsque mentionné, 
l’ensemble des expériences portant sur l’étude de la réparation membranaire a été réalisé sur 
des myotubes à J3. 
 
  




Chapitre n°2 : Capacité de réparation membranaire des cellules 
musculaires striées squelettiques humaines saines et pathologiques 
 
Les fibres musculaires striées squelettiques, par leur déformation durant la contraction, 
subissent des contraintes mécaniques considérables pouvant conduire à une rupture de leur 
sarcolemme (P. L. McNeil et Khakee 1992). Cette rupture entraine une élévation de la 
concentration en Ca2+ intracellulaire qui peut conduire à la mort de la cellule si elle n’est pas 
réparée rapidement (B. P. Morgan, Luzio, et Campbell 1986). L’incapacité de réparer ces 
ruptures membranaires est à l’origine de certaines dystrophies musculaires telles que la 
dystrophie musculaire des ceintures de type 2B et la myopathie de Myioshi (Bansal et al. 
2003).  
Les ruptures mécaniques ne sont cependant pas les seuls dommages que peut subir le 
sarcolemme. La membrane plasmique, tout type cellulaire confondu, peut être endommagée 
par l’insertion dans la bicouche lipidique de différents produits : toxines de bactéries 
pathogènes, protéines de lymphocytes T cytotoxiques et « natural killer » ou encore complexe 
d’attaque membranaire du système du complément. Des différences majeures existent entre 
les ruptures mécaniques et des perforations engendrées par l’insertion de protéines dans la 
membrane plasmique :  
- La taille d’une rupture mécanique (quelques µm) est bien plus grande que la taille d’un pore 
dont le diamètre excède rarement 30nm. Une taille plus grande implique des échanges plus 
importants entre les milieux extracellulaire et intracellulaire, avec notamment une exposition 
plus forte du contenu cytosolique aux composés oxydants. 
- La rupture mécanique de la membrane plasmique entraine l’exposition des domaines 
hydrophobes des phospholipides membranaires. 
- Les phosphatidylsérines (PS), majoritairement présentes sur le feuillet interne de la 
membrane plasmique, sont exposées aux facteurs pro-coagulants dans le cas d’une rupture 
mécanique. 
- La rupture mécanique est associée à des dégâts collatéraux comme l’altération du 
cytosquelette cortical. 
- A l’échelle d’une cellule, les dommages engendrés par l’insertion de protéines dans la 
membrane plasmique sont le plus souvent multiples. 
 
Parmi les différents mécanismes de réparation proposés, il faut noter que le modèle du « patch 
lipidique » a été soumis sur la base d’expériences de rupture mécanique de la membrane 
plasmique (Cooper et McNeil 2015) alors que les mécanismes de réparation par endocytose 
ou bourgeonnement membranaire ont été proposés suite à des études de perforation de la 
membrane plasmique par des toxines bactériennes (Draeger et al. 2014). Cela suggère que 
l’ensemble de ces mécanismes pourraient coexister dans une même cellule, leur mise en place 
dépendant du type de dommage et/ou du type cellulaire. Cette question majeure reste 
néanmoins posée. 
 




Plusieurs méthodes pour endommager la membrane plasmique des cellules eucaryotes in vitro 
existent : 
- Des méthodes chimiques par l’utilisation de détergents (Triton X-100, saponine,…). Ces 
molécules s’insèrent dans la bicouche lipidique et déstabilisent la structure de la membrane 
plasmique. 
- Des méthodes biochimiques par utilisation de toxines bactériennes formant des pores dans la 
membrane plasmique. De nombreuses bactéries produisent ce type de toxines afin 
d’introduire dans des cellules cibles des facteurs de virulence ou de lutter contre des cellules 
du système immunitaire. A titre d’exemple, au début des années 2000, parmi les 325 toxines 
bactériennes identifiées, 115 étaient des toxines endommageant les membranes (Alouf 2001). 
La streptolysine O (SLO) est aujourd’hui l’une des toxines les plus utilisées, notamment pour 
perméabiliser les cellules vivantes (Walev et al. 2001) dans le but de délivrer dans les cellules 
du matériel extracellulaire d’intérêt (plasmides, protéines,….). 
- Des méthodes physiques comme le scraping (grattage mécanique des cellules), le 
beatbeating (utilisation de petites billes pour déformer la membrane jusqu’à rupture), la 
perforation avec une aiguille ou encore l’irradiation laser. Parmi toutes ces méthodes, seule 
l’irradiation laser et la perforation par une aiguille permettent de créer une rupture 
membranaire unique sur une seule cellule à la fois.  
 
Pour avoir un regard assez étendu sur le(s) mécanisme(s) de réparation membranaire qui 
peu(ven)t se mettre en place au niveau du sarcolemme, nous avons expérimenté deux types de 
dommages : la rupture mécanique et la perméabilisation par insertion de toxine bactérienne. 
 
Pour les expériences de rupture mécanique, notre choix s’est porté vers l’irradiation laser qui 
offre la possibilité de créer des dommages de manière plus contrôlée et reproductible que les 
autres méthodes mécaniques. Pour créer des pores dans le sarcolemme des cellules 
musculaires striées squelettiques humaines, nous avons utilisé une des toxines bactériennes 
les plus employées en recherche qui est la SLO. Cette toxine, monomérique sous forme 
soluble, polymérise dans les membranes lipidiques contenant du cholestérol et génère des 
pores de 30nm de diamètre environ (Keyel et al. 2013). Nous avons testé à l’aide de ces deux 
approches la capacité de chacune des lignées, aux stades myoblaste et myotube, à réparer des 
lésions de leur sarcolemme. 
 
A. Rupture mécanique par irradiation laser 
 
A1. Approche expérimentale 
 
Afin de créer une rupture de la membrane plasmique, les myoblastes et les myotubes ont été 
irradiés à l’aide d’un laser dans le proche infrarouge (820nm) couplé à un microscope 
confocal en présence de FM1-43. Le FM1-43 est une sonde fluorescente styrylée qui s’insère 
dans les bicouches lipidiques sans avoir la capacité de les traverser totalement. Une fois inséré 
dans la membrane, sous l’influence de l’environnement membranaire hydrophobe, l’intensité 




de fluorescence du FM1-43 augmente (Bolte et al. 2004). Seule la membrane plasmique 
apparait fluorescente pour une cellule intacte (Figure 2.1, -1.6s). L’irradiation de la 
membrane plasmique provoque sa rupture et l’entrée de FM1-43 dans la cellule lésée. Une 
fois dans la cellule, le FM1-43 s’insère dans le réseau membranaire intracellulaire conduisant 
à une augmentation de l’intensité de fluorescence intracellulaire au cours du temps (Figure 
2.1, +1.6s, B et C). 
La rupture de la membrane plasmique a été réalisée en scannant à trois reprises une région de 
1 µm de côté (Figure 2.1, -1.6s, carré blanc) à l’aide d’un microscope confocal à balayage. 
Afin de sélectionner les conditions optimales pour l’étude des cellules musculaires striées 
squelettiques humaines, nous avons réalisé des irradiations laser à des puissances comprises 
entre 60 et 200mW (Figure 2.1).  
 
Pour une puissance réglée à 200mW à l’entrée du microscope, nous avons observé que 
l’irradiation conduisait à un échauffement très important de la zone scannée, induisant 
l’apparition d’une bulle et créant un dommage catastrophique de la membrane plasmique 
(Figure 2.1A). Pour une puissance de 160mW, cet échauffement de la zone irradiée ne s’est 
plus produit (Figure 2.1B). A cette puissance, la rupture engendrée s’étend sur plusieurs µm, 
conduisant à une entrée massive et rapide de Ca2+ dans la cellule et induisant, le plus souvent, 
la contraction des myotubes et leur déchirure (Figure 2.1B, médaillons). A 110mW, la taille 
de la rupture du sarcolemme est d’environ 1 µm (Figure 2.1C, +1.6s). Elle conduit à une 
entrée immédiate de FM1-43 dans la cellule. Pour des puissances inférieures à 110mW, nous 
avons observé la présence de rupture de la membrane plasmique de façon très aléatoire. Nous 
avons observé qu’à 60mW et pour des puissances inférieures, l’irradiation laser n’avait aucun 
effet sur la membrane (Figure 2.1D). Une irradiation avec un laser d’une longueur d’onde de 
820nm, réglé à une puissance de 110mW, a donc été retenue pour l’étude de la réparation 
membranaire des cellules musculaires striées squelettiques humaines. 
Afin de s’assurer de la reproductibilité des dommages réalisés, la région membranaire irradiée 
a systématiquement été imagée (Figure 2.2). L’image du premier scan a permis de vérifier le 
positionnement de la zone sélectionnée, la membrane plasmique devant être parfaitement 
centrée dans le champ (Figure 2.2, scan 1). Le réglage optimal de la focalisation du laser sur 
la membrane s’est traduit par l’observation systématique du photoblanchiment du FM1-43 
(Figure 2.2, scan 2). Le laser émettant des rayonnements de longueurs d’onde centrées sur 
820nm et le FM1-43 présentant un maximum d’absorption autour de 490nm, l’excitation du 
fluorophore n’est possible qu’après absorption quasi-simultanée de deux photons, selon un 
mode bi-photonique. Dans ces conditions, le photoblanchiment du fluorophore ne peut être 
réalisé que pour une parfaite focalisation du laser. 
Nous avons enfin vérifié systématiquement l’apparition d’une petite bulle d’un diamètre 
d’environ 200nm, traduisant un échauffement localisé de la membrane et conduisant à sa 
rupture (Figure 2.2, scan 3). Sur ce troisième balayage, nous avons observé un retour de 
fluorescence du FM1-43, consécutif à son entrée dans la cellule par la zone endommagée. 
Toutes les expériences ne répondant pas à ces critères d’irradiation ont été systématiquement 
rejetées de l’analyse. 





Figure 2.1 : Influence de la puissance laser sur le dommage membranaire lors d’une irradiation du 
sarcolemme. Les cellules ont été irradiées sur une région de 1µm de côté (carré blanc) à l’aide d’un microscope 
confocal à balayage. Afin de sélectionner les conditions optimales, les cellules musculaires striées squelettiques 
humaines ont été irradiées avec un laser d’une puissance de 200mW (A), 160mW (B), 110mW (C) et 60mW (D), 
en présence de 5µg/mL de FM1-43 (vert). La longueur d’onde du laser a été fixée à 820 nm. Les puissances du 
laser ont été mesurées à l’entrée du microscope. Dans toutes les images, la zone irradiée est indiquée avec une 
flèche rouge avant irradiation et une flèche blanche après irradiation. Les temps indiqués correspondent au temps 
en secondes avant (-) et après (+) irradiation respectivement. La puissance de 110mW, qui crée un dommage 























   Figure 2.2 : Evènement de rupture du sarcolemme durant l’irradiation laser. La rupture de la membrane 
plasmique a été réalisée en scannant à trois reprises une région de 1 µm de côté à l’aide d’un microscope 
confocal à balayage en présence de FM1-43 (vert). Scan 1 : la membrane plasmique doit être parfaitement 
centrée dans le champ. Scan 2 : le photoblanchiment du FM1-43 assure une focalisation optimale du laser. Scan 
3 : l’apparition d’une petite bulle traduit un échauffement localisé. 
 
 
Le suivi cinétique de l’entrée du FM1-43 dans les cellules a été utilisé pour l’analyse de la 
réparation membranaire. En absence de réparation de la membrane plasmique le FM1-43 
pénètre en continu dans la cellule conduisant à une augmentation massive et continue de la 
fluorescence intracellulaire. Au contraire, le colmatage de la rupture stoppe l’entrée de FM1-
43 dans la cellule ce qui stabilise l’intensité de fluorescence intracellulaire au cours du temps. 
La représentation graphique d’un évènement de réparation de la membrane plasmique donne 
alors une courbe caractérisée par la présence d’un plateau. Le suivi cinétique de l’intensité de 
fluorescence intracellulaire renseigne donc sur la capacité de réparation d’une cellule.  
 
A2. Cas de la lignée LHCN-M2 
 
La capacité de réparation des myoblastes et des myotubes LHCN-M2 a d’abord été testée. Les 
cellules ont été incubées dans du tampon contenant 1mM Ca2+ et 5µg/ml de FM1-43 et 
irradiées selon les paramètres décrits ci-dessus.  
Pour les myoblastes, nous avons observé une entrée de FM1-43 dès les premières secondes 
après irradiation de la membrane plasmique, comme le montre l’augmentation locale de 
l’intensité de fluorescence à l’endroit de l’irradiation (Figure 2.3, myoblaste, +1.6s, flèche 
blanche). Cette entrée de FM1-43 traduit la présence d’une rupture de la membrane 
plasmique. 160 secondes après l’irradiation, nous avons observé une intensité de fluorescence 
intracellulaire importante dans l’ensemble des myoblastes LHCN-M2 endommagés, résultant 
d’une entrée massive de FM1-43 (Figure 2.3, myoblaste, +160s). L’analyse de l’évolution de 




l’intensité de fluorescence intracellulaire moyenne au cours du temps montre une 
augmentation forte et continue tout au long de l’enregistrement (Figure 2.4, cercles vides). 
Ce résultat met en évidence une incapacité des myoblastes LHCN-M2 à réparer une rupture 
mécanique de la membrane plasmique d’une taille d’environ 1µm. 
 
 
Figure 2.3 : Réponses des myoblastes et myotubes LHCN-M2 aux dommages membranaires après 
irradiation laser. Les séquences d’images sont représentatives des réponses observées pour un myoblaste et un 
myotube LHCN-M2 à une irradiation avec un laser d’une longueur d’onde de 820nm et de puissance 110mW  
(+/-5mW) sur une surface de 1µm². Avant irradiation les  cellules ont été lavées 3 fois avec du D-PBS+/+ 1mM 
CaCl2 froid. Sur toutes les images la zone irradiée est indiquée avec une flèche rouge avant irradiation et une 




L’incapacité de réparation des myoblastes LHCN-M2 pourrait être liée à l’absence 
d’expression de la cavéoline-3 et d’autres protéines impliquées dans la réparation 
membranaire, et dont l’expression est initiée lors de la différenciation/fusion des myoblastes. 
En effet, il a été observé, pour des cellules musculaires murines, que les myoblastes 
n’expriment pas MG53, une protéine cruciale pour la réparation membranaire (Cai, 
Masumiya, Weisleder, Pan, et al. 2009a). Il serait intéressant d’étudier l’expression de cette 
protéine dans les cellules LHCN-M2. 
Pour les myotubes LHCN-M2, la rupture du sarcolemme conduit également à une entrée de 
FM1-43 dès les premières secondes (Figure 2.3, myotube, +1,6s, flèche blanche). En 
revanche, nous avons observé que 160s après l’irradiation, l’augmentation de la fluorescence 
intracellulaire reste limitée à une zone restreinte d’environ 100µm² autour du site de rupture 
(Figure 2.3, myotube, +160s, flèche blanche). 
 




Pour les myotubes LHCN-M2, l’analyse cinétique des variations d’intensité de fluorescence 
intracellulaire montre une augmentation relativement faible durant les 70 premières secondes 
après irradiation puis une stabilisation jusqu’à la fin de l’enregistrement (Figure 2.4, cercles 
pleins). Cet arrêt de l’accroissement de l’intensité de fluorescence intracellulaire traduit un 
arrêt de l’entrée de FM1-43 dans les cellules irradiées. Ce phénomène est lié à une réparation 















Figure 2.4 : Courbes représentant l’intensité de  fluorescence moyenne du FM1-43, dans les myoblastes et 
myotubes LHCN-M2 endommagés, au cours du temps. Les données présentées correspondent aux moyennes 
observées pour 50 cellules (+/- l’écart-type). Pour les myoblastes (Mb ; cercles vides) l’intensité de fluorescence 
augmente continuellement durant les 160 secondes d’enregistrement suggérant une absence de réparation 
membranaire sur la durée d’enregistrement. Pour les myotubes (MT ; cercles pleins) l’intensité de fluorescence 




Nous en avons conclu que les myotubes LHCN-M2 ont la capacité de réparer des ruptures 
mécaniques de leur sarcolemme alors que les myoblastes de cette lignée en sont incapables. 
 
A3. Cas de la lignée pathologique 578  
 
Nous avons ensuite testé la capacité de réparation de la membrane plasmique des myoblastes 
et myotubes de la lignée 578. Nous avons observé, pour les myoblastes comme pour les 
myotubes, une augmentation du signal de fluorescence intracellulaire dès les premières 
secondes consécutives à l’irradiation laser (Figure 2.5, +1,6s). Comme pour les cellules 
LHCN-M2, nous avons observé la création d’une rupture modérée d’environ 1µm de large, 
validant les conditions d’irradiation pour cette lignée pathologique. Nous avons 
systématiquement observé pour les myoblastes 578, comme pour les myotubes, une entrée 
massive de FM1-43 intracellulaire 160s après l’irradiation laser (Figure 2.5, +160s).  





Figure 2.5 : Réponses des myoblastes et myotubes 578 aux dommages membranaires après irradiation 
laser. Les conditions expérimentales sont identiques à celles décrites dans la légende de la Figure 2.3. On 
observe une entrée massive de FM1-43 (vert) dans les myoblastes après irradiation laser (flèche). La rupture 




L’analyse cinétique des variations d’intensité de fluorescence intracellulaire montre une 
augmentation continue à la fois dans les myoblastes 578 (Figure 2.6, cercles vides) et dans 
les myotubes 578 (Figure 2.6, cercles pleins). Ces résultats indiquent que, comme les 
myoblastes sains LHCN-M2, les myoblastes pathologiques 578 sont incapables de réparer une 
rupture mécanique de leur membrane plasmique. Ils montrent de plus que, contrairement aux 
myotubes LHCN-M2, les myotubes 578 sont incapables de restaurer l’intégrité de leur 
sarcolemme après sa rupture mécanique. L’évolution plus lente de l’intensité de fluorescence 
pour les myotubes (Figure 2.6, cercles pleins), comparé aux myoblastes (Figure 2.6, cercles 
vides), résulte probablement de la différence de taille entre les myoblastes et les myotubes 
mais pourrait aussi être la conséquence d’une bouchure partielle de la rupture dans les 
myotubes.    
Nous avons également observé qu’environ la moitié des myotubes 578 endommagés se sont 
déchirés (Figure 2.5, myotube, +160s, flèche blanche). Cette déchirure, initiée à partir du 
site de rupture membranaire, a le plus souvent débuté 1 min après l’irradiation laser (Figure 
2.5, image +80s, flèche blanche) ce qui traduit une fragilité membranaire qui n’a pas été 
























Figure 2.6 : Courbes représentant l’intensité de  fluorescence moyenne du FM1-43, dans les myoblastes et 
myotubes 578 endommagés, au cours du temps. Les données présentées correspondent aux moyennes 
observées pour 50 cellules (+/- l’écart-type). Pour les myoblastes (Mb, cercles vides) comme pour les myotubes 
(MT, cercles pleins), l’intensité de fluorescence intracellulaire moyenne augmente durant toute la durée de 
l’enregistrement suggérant un défaut de réparation des ruptures membranaires 
 
 
L’ensemble de ces résultats montre que les myoblastes 578, comme les myoblastes de la 
lignée saine LHCN-M2 sont incapables de réparer des ruptures mécaniques de leur 
sarcolemme. Ils montrent également que, contrairement aux myotubes LHCN-M2, les 
myotubes 578 sont incapables de réparer des ruptures mécaniques de leur sarcolemme. Ce 
résultat confirme le rôle majeur joué par la dysferline, dont les myotubes 578 sont totalement 
dépourvus (Figure 1.11), dans la réparation membranaire de ruptures mécaniques (Bansal et 
al. 2003). L’absence de mécanisme de réparation membranaire des cellules 578 est très 
probablement la cause majeure de l’état pathologique de la patiente dont ont été extraites ces 
cellules musculaires. 
 
A4. Cas de la lignée pathologique 650 
 
Nous avons ensuite testé la capacité de réparation membranaire des myoblastes et myotubes 
de la lignée 650. Pour les myoblastes comme pour les myotubes, l’irradiation a été 
systématiquement suivie d’une augmentation locale de l’intensité de la fluorescence au niveau 
de la zone de rupture (Figure 2.7, +1,6s, flèches blanches) traduisant une entrée de FM1-43 
dans les cellules irradiées suite à une rupture du sarcolemme. Nous avons observé une entrée 
massive de FM1-43 sur la durée de l’enregistrement pour les myoblastes (Figure 2.7, ligne 
du haut) comme pour les myotubes (Figure 2.7, ligne du bas), caractérisée par une 
augmentation importante et continue de l’intensité de fluorescence intracellulaire (Figure 
2.8). Pour environ la moitié des myotubes endommagés, la rupture a été suivie d’une 
déchirure à partir de la zone où la membrane a été endommagée (Figure 2.7 ; ligne du bas ; 
+80s et +160s, flèches blanches), comme observé pour les myotubes de la lignée 578. 
 





Figure 2.7 : Réponses des myoblastes et myotubes 650 aux dommages membranaires après irradiation 
laser. Les conditions expérimentales sont identiques à celles décrites dans la légende de la Figure 2.3. On 
observe une entrée massive de FM1-43 (vert) dans les myoblastes après irradiation laser (flèche). La rupture 




Figure 2.8 : Courbes représentant l’intensité de  
fluorescence intracellulaire moyenne du FM1-43, 
pour les myoblastes et myotubes 650 
endommagés, au cours du temps. Les données 
présentées correspondent aux moyennes observées 
pour 50 cellules (+/- l’écart-type). Pour les 
myoblastes (Mb, cercles vides) comme pour les 
myotubes (MT, cercles pleins), l’intensité de 
fluorescence intracellulaire moyenne augmente 
durant toute la durée de l’enregistrement suggérant 




Nous pouvons conclure que les myoblastes et les myotubes de la lignée 650 sont, comme les 
cellules de la lignée 578, incapables de réparer des ruptures mécaniques de leur membrane 
plasmique. La cavéoline-3 interagit avec la dysferline dans les cellules musculaires 
squelettiques saines (Matsuda et al. 2001) et les mutations de la cavéoline-3, à l’origine du 
développement de la LGMD1C, sont responsables d’une localisation subcellulaire anormale 
de la dyferline. Ces observations laissaient postuler que les cellules déficientes en cavéoline-3 
pouvaient être incapable de réparer leur membrane. Néanmoins, à notre connaissance, nos 




résultats constituent la première démonstration directe que la cavéoline-3 est indispensable 
pour la réparation des ruptures mécaniques du sarcolemme chez l’Homme. Ce défaut de 
réparation membranaire est probablement la cause majeure du développement de la 
dystrophie des ceintures de type 1C.  
 
A5. Conclusion 
   
Nous avons observé que les myoblastes générés à partir de cellules musculaires striées 
squelettiques d’un patient sain (LHCN-M2) et de patients souffrant de dystrophie des 
ceintures de type 2B (578) et 1C (650), sont incapables de réparer des ruptures mécaniques de 
leur membrane plasmique. L’absence de réparation membranaire des myoblastes est 
probablement due à l’absence de protéines composant la machinerie de réparation, telles que 
MG-53 (Cai, Masumiya, Weisleder, Pan, et al. 2009a) et la cavéoline-3 ((Ferruccio Galbiati et 
al. 1999), (Smythe et al. 2003)). Contrairement à ce qui a été observé dans des cellules 
musculaires murines (Belanto et al. 2010), nous avons mesuré des niveaux d’expression de la 
dysferline similaires dans les myoblastes et myotubes LHCN-M2. Le défaut de réparation 
membranaire observé dans les myoblastes n’est donc pas dû à l’absence de la dysferline. 
Au contraire, nous avons observé par western blot et par immunocytofluorescence que 
l’expression de la cavéoline-3 augmente très significativement lors de la myogénèse. Ce 
résultat pourrait être une première indication sur la cause du défaut de réparation membranaire 
observé pour les myoblastes de la lignée LHCN-M2. L’analyse d’autres protéines comme 
MG53 pourrait nous donner des indications supplémentaires.  
Les myotubes de la lignée LHCN-M2 réparent très efficacement (en 70s) des ruptures 
mécaniques d’au moins 1µm² de surface. Ce résultat confirme l’existence d’une machinerie 
de réparation membranaire efficace dans les fibres musculaires squelettiques humaines. 
Les myotubes de la lignée 578 n’ont pas la capacité de réparer ce type de dommage. 
L’absence de dysferline dans les myotubes 578 (cf Figure 1.11) est très probablement la 
cause de ce défaut de réparation membranaire. Comme décrit précédemment (Bansal et al. 
2003), ce défaut de réparation membranaire est très probablement à l’origine du 
développement de la LGMD2B diagnostiqué chez le patient à partir duquel a été établie la 
lignée 578.  
Les myotubes de la lignée 650 sont également incapables de réparer des ruptures mécaniques 
de leur membrane plasmique. A notre connaissance, il s’agit de la première observation 
directe qu’une déficience en cavéoline-3 conduit à une absence de réparation membranaire. 
L’origine de cette défaillance pourrait provenir d’une diminution de l’expression de la 
dysferline ou de la perturbation de son trafic intracellulaire. En effet, il a été montré que la 
cavéoline-3 interagit avec la dysferline dans des fibres musculaires humaines provenant de 
patients sains et que dans les fibres musculaires issues de patients atteints de LGMD1C, 
l’expression  de la dysferline est diminuée ou sa distribution subcellulaire perturbée (Matsuda 
et al. 2001). Il serait intéressant de voir si l’expression de la forme mutée de la cavéoline-3 
affectant la lignée 650 à un impact sur la localisation de la dysferline avant ou après rupture 
de la membrane plasmique des myotubes.  




Nos résultats indiquent que la déficience en cavéoline-3 conduit à un défaut de réparation 
membranaire qui pourrait constituer la cause majeure du développement de la  LGMD1C. 
 
B. Perforation de la membrane plasmique par la Streptolysine O : 
 
Afin d’analyser le comportement des cellules musculaires saines et pathologiques après 
perméabilisation de leur sarcolemme par l’insertion de toxines bactériennes formant des 
pores, l’effet de la SLO a été étudié sur les trois lignées cellulaires. La SLO est une protéine 
appartenant à la famille des Cytolysines Dépendant du Cholestérol (CDC). Les protéines de 
cette famille ont la propriété de former des pores une fois insérées dans des membranes 
biologiques contenant du cholestérol. La SLO est une protéine monomérique de 61kDa en 
solution, produite par plusieurs souches de streptocoques β-hémolytiques (groupe A, C et G). 
Une fois en contact avec des membranes lipidiques contenant du cholestérol elle s’auto-
assemble pour former des polymères (Figure 2.9, étape b). La polymérisation entraine un 
changement de conformation de la SLO permettant son insertion dans la bicouche lipidique 
(Figure 2.9, étape c) (Tweten 2005). Une fois dans la membrane plusieurs polymères 
s’associent entre eux pour former des structures en anneaux, responsables de la formation des 
pores dans la bicouche lipidique (Figure 2.9, étape e). La liaison aux membranes cibles n’est 
pas sensible à la température ; elle se fait à basse température, à température ambiante ou à 
37°C. De plus le processus de formation des pores est indépendant de la présence d’ATP. 
 
B1. Approche expérimentale 
 
La SLO est une toxine sensible à l’oxydation, son activité étant fortement diminuée en 
présence d’oxygène ou des dérivés oxygénés du cholestérol (Duncan et Buckingham 1978). 
Son utilisation nécessite l’ajout d’agents réducteurs comme le DTT. Cette susceptibilité à 
l’oxygène est due à la présence d’une cystéine très conservée dans la partie C-Terminale des 
streptolysines. La sensibilité à l’oxydation de la SLO peut être abolie sans affecter l’activité 
de la toxine en remplaçant cette cystéine par une alanine (Pinkney, Beachey, et Kehoe 1989). 
 
 
Figure 2.9 : Modèle d’assemblage des 
structures en anneaux formées par la 
SLO dans les bicouches lipidiques. Les 
monomères en solution se lient de façon 
réversible aux membranes biologiques 
contenant du cholestérol (a) puis 
s’associent à d’autres monomères (b). Les 
polymères formés s’insèrent dans la 
membrane (c) et s’associent à leur tour à 
d’autres monomères (d) pour former des 
structures en anneau dont le  diamètre 
peut être supérieur à 30nm. Figure 
adaptée de (Bhakdi et al. 1996).  




Comme nous n’avions pas à disposition cette toxine mutée nous avons utilisé une SLO 
recombinante commerciale (Abcam) nécessitant une activation par la présence d’agents 
réducteurs. 
Les conditions expérimentales ont été adaptées des travaux réalisés par Babiychuk et ses  
collaborateurs (Eduard B. Babiychuk et al. 2011) ainsi que des recommandations d’utilisation 
du fabricant (Abcam). Nous avons tout d’abord déterminé le temps nécessaire pour observer 
une perméabilisation significative des myotubes par la SLO. Pour cette expérience 
préliminaire, les myotubes LHCN-M2 ont été incubés avec 300ng/ml de SLO et 5µg/ml de 
FM1-43 à température ambiante. Les variations d’intensité de fluorescence intracellulaire ont 
été suivies par vidéo-microscopie. Il a été montré précédemment que la machinerie de 
réparation mise en place en cas de dommages créés par des toxines bactériennes 
membranaires est dépendante du Ca2+ (Thelestam et Möllby 1983). Afin d’éviter que les 
cellules ne puissent éliminer les pores créés par la SLO au cours de l’enregistrement, cette 
première expérience a été réalisée en absence de Ca2+. 
Dans ces conditions nous avons observé une augmentation de l’intensité de fluorescence 
intracellulaire dans les trois minutes suivant l’ajout de la SLO (Figure 2.10). 
 
L’augmentation de l’intensité de fluorescence traduit une entrée de FM1-43 dans les 
myotubes consécutive à la perméabilisation du sarcolemme par la SLO. La quantification de 
l’intensité de fluorescence intracellulaire au cours du temps montre que l’intensité de 
fluorescence intracellulaire augmente significativement à partir d’environ 90s après ajout de 
la SLO (Figure 2.11). Ce délai est probablement celui requis pour l’interaction de la SLO 
avec le sarcolemme, sa polymérisation et la formation de pores, dans nos conditions 
expérimentales. Nous avons observé une augmentation continue de la fluorescence 
intracellulaire entre 90 et 180s après ajout de la SLO (Figure 2.11). Ce résultat traduit 
l’incapacité des cellules à réparer les dommages membranaires créés par la toxine 
bactérienne, comme attendu. 
Nous avons donc conclu que la perméabilisation du sarcolemme par la SLO est indépendante 
de la présence du Ca2+, condition sinequanone pour étudier l’influence du Ca2+ sur la 
machinerie de réparation de ce type de dommage. Nous avons conclu également que 2 
minutes d’incubation de la SLO avec les cellules étaient suffisantes pour observer une 
perméabilisation significative des myotubes.  
 
 






















Figure 2.10 : Perméabilisation du sarcolemme des myotubes LHCN-M2 par la SLO. Les myotubes LHCN-
M2 ont été incubés en présence de 300ng/ml de SLO et de 5µg/ml de FM1-43 (vert) à température ambiante. Les 
cellules ont été photographiées toutes les 20 secondes par microscopie de fluorescence. L’intensité de 
fluorescence intracellulaire augmente significativement environ 90s après ajout de la SLO. 
 
 
Figure 2.11 : Evolution de l’intensité de fluorescence 
intracellulaire des myotubes LHCN-M2 incubés en 
présence de SLO et en absence de calcium. Les 
myotubes LHCN-M2 ont été incubés en présence de 
300ng/ml de SLO et 5µg/ml de FM1-43, en absence de 
Ca2+, à température ambiante. Les myotubes ainsi traités 
ont été photographiés toutes les 20 secondes par 
microscopie de fluorescence. L’intensité de fluorescence 
intracellulaire a été mesurée à l’aide du logiciel ImageJ 
Macbiophotonics. Les données présentées sont des valeurs 





Afin d’étudier le comportement des myotubes des trois lignées cellulaires (LHCN-M2, 650 et 
578) en réponse aux dommages créés par l’insertion de la SLO, le protocole suivant a été 
appliqué : les cellules ont été incubées avec 300ng/ml de SLO pendant 2 minutes à 
température ambiante, en présence ou non de Ca2+. Afin de permettre, le cas échéant, aux 
cellules de réparer les dommages causés par la SLO et de restaurer leur membrane plasmique, 
l’excès de SLO a été retiré par lavage après ces deux minutes d’incubation. 5µg/ml de FM1-




43 ont ensuite été ajoutés, cet ajout marquant le début de la phase d’observation par vidéo-
microscopie de fluorescence (0s). 
 
B2. Cas de la lignée saine LHCN-M2 
 
En absence de Ca2+, nous avons observé une augmentation de l’intensité de fluorescence 
intracellulaire des myotubes LHCN-M2 au cours des 5 minutes suivant l’ajout du FM1-43 
(Figure 2.12, sans Ca2+). Une nouvelle fois, cette augmentation traduit l’entrée de FM1-43 
dans le cytoplasme des myotubes, consécutive à la perméabilisation des cellules. Le suivi 
cinétique des variations d’intensité de fluorescence intracellulaire montre que le FM 1-43 
pénètre dans la cellule quasiment immédiatement après son ajout (Figure 2.13, courbe 
rouge). Nous avons observé une augmentation continue de la fluorescence, indiquant 
l’absence de réparation de la membrane plasmique. L’activité de la SLO est fortement 
diminuée en présence d’oxygène et son utilisation nécessite la présence dans le tampon 
d’agents réducteurs, tel que le DTT. Nous avons vérifié que les effets observés n’étaient pas 
dus à la présence de cet agent réducteur en incubant les cellules dans du tampon dépourvu de 
SLO. Dans ce cas nous n’avons pas observé d’entrée de FM1-43 dans les myotubes (Figure 
2.12, Tampon sans Ca2+ et Figure 2.13, courbe bleue). La SLO est donc bien responsable 
de la perméabilisation membranaire observée sur les cellules. 
En présence de Ca2+, nous n’avons pas observé variation de l’intensité de fluorescence 
intracellulaire (Figure 2.12, avec Ca2+ et Figure 2.13, courbe verte), ce qui suggère que 
l’effet perméabilisant de la SLO sur les myotubes LHCN-M2 a été endigué durant les 2 
minutes d’incubation avec la toxine précédant l’ajout de FM1-43. Ce résultat indique que les 
myotubes LHCN-M2 possèdent une machinerie permettant d’éliminer les pores membranaires 
formés par l’insertion de la SLO. 
Cette première expérience a validé les conditions expérimentales qui permettent de 
discriminer sans aucun doute possible entre l’absence et la présence de mécanisme de 
réparation membranaire. Nous avons pu conclure que les myotubes LHCN-M2 possèdent une 
machinerie dépendante du Ca2+ capable de réparer les dommages membranaires engendrés 





















































Figure 2.12 : Réponse des myotubes LHCN-M2 après exposition à la SLO en présence ou en absence de 
calcium. Les séquences d’images sont représentatives des réponses observées pour les myotubes LHCN-M2 
après incubation pendant 2 min avec 300ng/ml de SLO à température ambiante en absence (A et C) ou en 
présence de 1mM Ca2+ (B). Après les 2 minutes d’incubation, les cellules ont été lavées avec du tampon afin de 
retirer l’excès de SLO non insérée dans les sarcolemmes. L’observation en microscopie de fluorescence a été 
initiée immédiatement après ajout de 5µg/ml de FM1-43 (vert, T0). Les temps indiqués en secondes 
correspondent aux délais après ajout du FM1-43. Une expérience contrôle a été réalisée en absence de SLO et en 
absence de Ca2+ (C). 
 




Figure 2.13 : Courbes représentant l’intensité de 
fluorescence intracellulaire du FM1-43 au cours 
du temps dans les myotubes de la lignée LHCN-
M2 traités par la SLO en présence ou en absence 
de calcium. Les myotubes ont été traitées comme 
indiqué dans la légende de la Figure 2.12. Les 
données présentées correspondent aux intensités de 
fluorescence moyennes (n=15, +/- l’écart-type) 
mesurées en absence de Ca2+ et de SLO (bleu), en 
absence de Ca2+ et en présence de SLO (rouge) et en 
présence de Ca2+ et de SLO (vert). Pour les myotubes 
traités à la SLO en absence de Ca2+, l’intensité 
intracellulaire moyenne de fluorescence augmente 
durant toute la durée de l’enregistrement suggérant 




B3. Cas de la lignée pathologique 578  
 
Nous avons observé précédemment que les myotubes de la lignée 578  sont incapables de 
réparer leur sarcolemme suite à une rupture mécanique par  irradiation laser, ce défaut étant 
probablement dû à l’absence d’expression de la dysferline. 
Nous nous sommes intéressés aux conséquences potentielles de l’absence de dysferline sur le 
comportement des myotubes en présence de SLO. Comme dans le cas de la lignée LHCN-
M2, nous avons observé une augmentation de l’intensité de fluorescence intracellulaire des 
myotubes traités par la SLO en absence de Ca2+ (Figure 2.14, Sans Ca2+). Ce résultat indique  
une entrée de FM1-43 dans le sarcoplasme consécutive à la perméabilisation des myotubes 
par la SLO. L’analyse cinétique des variations d’intensité de fluorescence intracellulaire 
témoigne d’une augmentation immédiate de la fluorescence dès l’ajout du FM1-43 (Figure 
2.15, courbe rouge). Nous avons observé une augmentation continue de l’intensité de 
fluorescence sur toute la durée de l’enregistrement indiquant une absence de réparation 
membranaire. Comme observé précédemment sur les myotubes LHCN-M2, nous avons 
vérifié que l’effet observé était strictement dépendant de la présence de SLO (Figure 2.14, 
Tampon sans Ca2+).  
En présence de Ca2+, nous avons observé une augmentation de l’intensité de fluorescence 
intracellulaire dans les myotubes 578 (Figure 2.14, Avec Ca2+). L’analyse cinétique des 
variations d’intensité de fluorescence intracellulaire montre une augmentation immédiate dès 
l’ajout de FM1-43 et continue tout le long de l’enregistrement (Figure 2.15, courbe verte). 
Ce résultat indique que les myotubes 578 sont incapables d’éliminer les pores créés par la 
SLO, même en présence de Ca2+. L’évolution de l’intensité de fluorescence est 
significativement plus lente en présence (Figure 2.15, courbe verte) qu’en absence de Ca2+ 
(Figure 2.15, courbe rouge), indiquant la mise en place de processus de réparation qui reste 
néanmoins défaillant.   
 
 








































Figure 2.14 : Réponse des myotubes 578 après leur exposition à la SLO en présence ou en absence de 
calcium. Les séquences d’images sont représentatives des réponses observées pour les myotubes 578 après 
incubation pendant 2 min avec 300ng/ml de SLO à température ambiante en absence (A et C) ou en présence de 
1mM Ca2+ (B). Après les 2 minutes d’incubation, les cellules ont été lavées avec du tampon afin de retirer 
l’excès de SLO non insérée dans les sarcolemmes. L’observation en microscopie de fluorescence a été initiée 
immédiatement après ajout de 5µg/ml de FM1-43 (vert, T0). Les temps (en secondes) indiqués correspondent 
aux délais après ajout du FM1-43. Une expérience contrôle a été réalisée en absence de SLO et en absence de 
Ca2+ (C) 




Figure 2.15 : Courbes représentant l’intensité 
de  fluorescence moyenne du FM1-43 au cours 
du temps dans les myotubes de la lignée 578 
traités par la SLO en présence ou en absence de 
calcium. Les cellules ont été traitées comme 
indiqué dans la légende de la Figure 2.14. Les 
données présentées correspondent aux intensités de 
fluorescence moyennes (n=20, +/- l’écart-type) 
mesurées en absence de Ca2+ et de SLO (bleu), en 
absence de Ca2+ et en présence de SLO (rouge) et 
en présence de Ca2+ et de SLO (vert). Pour les 
myotubes traités à la SLO en présence ou en 
absence de Ca2+, l’intensité intracellulaire moyenne 
de fluorescence augmente durant toute la durée de 
l’enregistrement suggérant un défaut de réparation membranaire. 
 
 
Nous avons donc conclu que la machinerie protéique de réparation que possèdent les 
myotubes de la lignée saine LHCN-M2, leur permet de restaurer l’intégrité de leur 
sarcolemme suite aux dommages créés par l’insertion de SLO, est défaillante dans les 
myotubes 578. Ce résultat suggère que la dysferline est un membre de la machinerie protéique 
de réparation lors de l’exposition des cellules à des toxines formant des pores. 
 
B4. Cas de la lignée pathologique 650 
 
Nous avons enfin analysé la réponse des myotubes de la lignée 650 après exposition à la SLO. 
En absence de Ca2+, pour les myotubes 650, une augmentation de l’intensité de fluorescence 
intracellulaire a été observée immédiatement après ajout du FM1-43 et ce de façon continue 
tout au long de l’enregistrement (Figure 2.16, Sans Ca2+ et Figure 2.17, courbe rouge). En 
absence de Ca2+, les myotubes 650 sont incapables de contrer l’action de la SLO.  
En présence de Ca2+, nous n’avons observé aucune variation de l’intensité de fluorescence 
intracellulaire (Figure 2.16, Avec Ca2+). La quantification de la fluorescence intracellulaire 
au cours du temps montre que l’intensité de fluorescence reste quasiment nulle tout au long de 
l’expérience (Figure 2.17, courbe verte). Ce résultat, similaire à celui obtenu avec la lignée 
saine LHCN-M2, montre que la déficience en cavéoline-3 n’affecte pas la capacité de 

















































Figure 2.16: Réponse des myotubes  de la lignée 650 après exposition à la SLO en absence ou en présence 
de calcium. Les séquences d’images sont représentatives des réponses observées pour les myotubes 650 après 
incubation pendant 2 min avec 300ng/ml de SLO à température ambiante en absence (A et C) ou en présence de 
1mM Ca2+ (B). Après les 2 minutes d’incubation, les cellules ont été lavées avec du tampon afin de retirer 
l’excès de SLO non liée au sarcolemme des cellules. L’observation en microscopie de fluorescence a été initiée 
immédiatement après ajout de 5µg/ml de FM1-43 (vert, T0). Les temps (en secondes) indiqués correspondent 
aux délais après ajout du FM1-43. Une expérience contrôle a été réalisée en absence de SLO et en absence de 
Ca2+ (C). 
 




Figure 2.17 : Courbes représentant l’intensité de  
fluorescence moyenne du FM1-43 au cours du temps 
dans les myotubes de la lignée 650 après exposition à 
la SLO en présence ou en absence de calcium. Les 
cellules ont été traitées comme indiqué dans la légende 
de la Figure 2.16. Les données présentées correspondent 
aux intensités de fluorescence moyennes (n=10, +/- 
l’écart-type) mesurées en absence de Ca2+ et de SLO 
(bleu), en absence de Ca2+ et en présence de SLO 
(rouge) et en présence de Ca2+ et de SLO (vert). Pour les 
myotubes traités à la SLO en absence de Ca2+, 
l’intensité intracellulaire moyenne de fluorescence 





Les myotubes sains possèdent un (des) mécanisme(s) de réparation membranaire permettant 
de répondre efficacement à la fois à une rupture mécanique micrométrique et à la formation 
d’une multitude de pores protéiques membranaires par l’insertion de toxines bactériennes. 
Ce(s) mécanisme(s), qui dépend(ent) strictement de la présence de Ca2+ à une concentration 
de l’ordre du mM, reste(nt) à élucider. En aucun cas nous avons observé de bourgeonnement 
membranaire suite aux différents dommages, suggérant que ce n’est pas ce type de 
mécanisme qui se met en place dans les cellules musculaires striées squelettiques humaines. 
Les paramètres d’acquisitions des intensités de fluorescence étant différents entre les 
expériences de rupture mécanique et les expériences utilisant la SLO, il n’est pas possible de 
comparer les cinétiques de réparation.  
Les myotubes 578, dépourvus de dysferline, sont inaptes pour réparer leur sarcolemme suite à 
des dommages mécaniques ou durant son exposition à la SLO. Le patient atteint de 
LGMD2B, à partir duquel a été établie la lignée 578, est composé par un tissu musculaire strié 
squelettique d’une très grande fragilité, tout dommage membranaire conduisant très 
probablement à la nécrose des fibres musculaires. Ce résultat suggère également que la 
dysferline serait impliquée dans le(s) processus de réparation des deux types de dommage 
membranaire. Ce résultat confirme le rôle majeur joué par la dysferline dans la réparation 
membranaire (Bansal et al. 2003). 
Enfin, alors qu’ils sont incapables de réparer une rupture mécanique micrométrique de leur 
sarcolemme, les myotubes de la lignée 650 ont la capacité de réparer les dégâts causés par 
l’insertion membranaire de la SLO. Plusieurs hypothèses peuvent être proposées pour 
expliquer ce résultat inattendu. Tout d’abord il est possible que la cavéoline-3 ne soit pas 
impliquée dans le mécanisme mis en œuvre pour l’élimination des pores membranaires 
formés par des toxines bactériennes. Cela supposerait qu’au moins deux mécanismes 
différents existeraient, l’un se mettant en place dans le cas de rupture mécanique 
micrométrique, l’autre dans le cas d’une perméabilisation membranaire nanométrique par des 
toxines bactériennes. On peut également postuler que la cavéoline-3 est impliquée dans les 




mécanismes de réparation membranaire quel que soit le type de dommage, mais que la 
mutation que porte cette lignée (R27>Q) n’affecte pas sa fonction dans l’élimination des 
pores protéiques. Cela supposerait également que les mécanismes de réparation ne sont pas 










































Chapitre n°3 : Rôle de l’Annexine-A5 dans la réparation 
membranaire du muscle strié squelettique humain sain 
 
Le muscle strié squelettique est probablement le tissu le plus étudié dans le domaine de la 
réparation membranaire. Néanmoins, la composition exacte de la machinerie protéique 
responsable de la réparation des dommages membranaires est à découvrir. De plus, les 
mécanismes mis en jeu lors du processus de réparation membranaire restent très 
hypothétiques. Plusieurs mécanismes coexistent probablement dans les cellules musculaires, 
leur mise en place dépendant du type de dommage. 
Différents travaux ont suggéré l’implication de certaines Annexines (Anx) dans la réparation 
membranaire. Dans des cellules primaires de muscle de souris, l’AnxA1 et l’AnxA2 
agrégeraient les vésicules cytoplasmiques lors de la formation du patch lipidique et 
permettraient son recrutement au niveau de la zone de rupture en interagissant avec la 
dysferline (Lennon et al. 2003). Pour le poisson zèbre, la réparation membranaire du muscle 
squelettique serait basée sur la formation d’un échafaudage hautement organisé impliquant la 
dysferline, l’AnxA1, l’AnxA2 et l’AnxA6 (Roostalu et Strähle 2012). Enfin, une isoforme 
atypique de l’AnxA7 avec une localisation subcellulaire altérée a été observée dans les souris 
MDX modèle de dystrophie musculaire de Duchenne (Selbert et al. 1996). A notre 
connaissance, aucune étude n’a porté sur le rôle des Anx dans la réparation membranaire du 
muscle strié squelettique humain. 
L’équipe a montré que l’AnxA5 joue un rôle crucial dans la réparation membranaire des 
cellules périvasculaires murines (Bouter et al. 2011). En formant un réseau bidimensionnel 
sur les bords de la zone de rupture, elle stabilise la membrane endommagée et empêche la 
propagation de la rupture en s’opposant aux forces de tension exercées par le cytosquelette 
cortical. Ce rôle de l’AnxA5 a été très récemment confirmé dans des cellules trophoblastiques 
humaines (Carmeille et al. 2015). Ces résultats sont décrits dans la Partie B de ce manuscrit. 
L’objectif de l’étude décrite ci-dessous était de déterminer si l’AnxA5 jouait un rôle dans la 
réparation membranaire du muscle strié squelettique humain 
 
A. Expression et distribution subcellulaire de l’Annexine-A5 endogène dans 
les cellules LHCN-M2 intactes : 
 
Nous avons tout d’abord évalué le taux d’expression de l’AnxA5 dans les myoblastes et les 
myotubes LHCN-M2 par western blot (Figure 3.1). Nous avons observé que l’AnxA5 est 
exprimée de façon équivalente dans les myoblastes (Figure 3.1, Mb) et les myotubes (Figure 
3.1, MT). En comparaison à un dépôt de 100ng d’AnxA5 recombinante (Figure 3.1, AnxA5 
pure), nous avons estimé que la quantité d’AnxA5 endogène dans ces cellules est de l’ordre 








Figure 3.1 : Expression de l’Annexine-A5 
dans les myoblastes et myotubes LHCN-M2. 
Le contenu en AnxA5 des myoblastes et 
myotubes a été quantifié par western blot en 
comparaison avec un dépôt de 100ng d’AnxA5 
recombinante (AnxA5 pure). 10µg d’extraits 
protéiques totaux de myoblastes et myotubes à 
J3 ont été analysés. L’AnxA5 a été détectée avec 
un anticorps monoclonal de souris. La protéine 
GAPDH a été utilisée comme témoin de dépôt. 
 
 
L’AnxA5 représenterait ainsi jusqu’à 1% de la masse protéique totale dans le muscle strié 
squelettique humain. Un taux similaire a été mesuré dans des fibroblastes (Schlaepfer et 
Haigler 1990),(Jennifer L. Barwise et Walker 1996) et des trophoblastes humains (Carmeille 
et al. 2015) confirmant le fait que l’AnxA5 est une protéine ubiquitaire et très abondante dans 
la majorité des tissus. 
Nous avons ensuite analysé la distribution subcellulaire de l’AnxA5 endogène dans les 
myoblastes et les myotubes par immunocytofluorescence (Figure 3.2). Dans les myoblastes, 
l’AnxA5 est localisée à la fois dans le cytoplasme et dans le noyau (Figure 3.2A). Le 
marquage homogène et diffus, observé dans le cytoplasme, laisse penser que l’AnxA5 est 
présente dans le cytosol. Pour les myotubes, l’AnxA5 est uniquement cytoplasmique (Figure 
3.2B). A proximité des noyaux, nous avons parfois observé un marquage d’aspect fibreux 
(Figure 3.2C). Nous avons observé que dans ces régions périnucléaires l’AnxA5 co-localise 
avec les filaments d’actine (Figure 3.2D, E, F). Il est donc possible que dans les myotubes 
une partie de l’AnxA5 soit en interaction avec les microfilaments, comme observé pour les 
plaquettes sanguines activées (Tzima et al. 1999).  
La localisation à la fois cytosolique et nucléaire de l’AnxA5 dans les myoblastes est en accord 
avec des observations faites sur d’autres lignées cellulaires comme la lignée de fibroblastes 
humaines HFF (J. L. Barwise et Walker 1996), la lignée périvasculaire murine PVC (Bouter 
et al. 2011) ou encore la lignée de trophoblastes humains BeWo (Carmeille et al. 2015). 














































Figure 3.2 : Distribution subcellulaire de l’Annexine-A5 dans les myoblastes et les myotubes de la lignée 
LHCN-M2. Les cellules ont été fixées 5 min à -20°C avec du méthanol et marquées à l’aide d’un anticorps 
monoclonal de souris anti-AnxA5 1h à température ambiante. Les complexes anticorps primaires-AnxA5 ont été 
mis en évidence à l’aide d’un anticorps secondaire polyclonal de chèvre conjugué au fluorochrome Alexa 488 
(vert, A à D). Dans les myoblastes (A), l’AnxA5 est localisée dans le cytosol ainsi que dans le noyau. Dans les 
myotubes, l’AnxA5 est uniquement cytoplasmique (B). Dans certains cas, pour les zones périnucléaires, nous 
avons observé à fort grossissement que le marquage de l’AnxA5 était d’aspect fibreux suggérant qu’elle pourrait 
co-localiser avec des protéines du cytosquelette (C et D). Le co-marquage de l’actine, à l’aide de phalloïdine-
TRITC (rouge, E), montre que, par endroit, l’AnxA5 colocalise avec les fibres d’actine (flèches). L’astérisque 
(*) montre une zone où l’AnxA5 est totalement cytosolique. F : superposition des images D et E. 
 
 
La localisation nucléaire de l’AnxA5 reste une énigme. Théoriquement sa masse moléculaire 
de 35kDa et ses dimensions de 6x4x3nm3 (Huber, Römisch, et Paques 1990) lui permettent de 
diffuser passivement à travers les pores nucléaires, la limite de taille pour la diffusion passive 
d’une protéine à travers ces pores étant estimée à 9 nm de diamètre (Paine, Moore, et 
Horowitz 1975), (Hinshaw, Carragher, et Milligan 1992). Les différences de localisation de 
l’AnxA5 entre les myoblastes et les myotubes suggèrent donc des mécanismes de 
rétention/import/export différents entre ces cellules. Pour le moment, aucun signal de 
localisation nucléaire (NLS) connu n’a été identifié dans la séquence protéique de l’AnxA5. 
Les connaissances sur les mécanismes et signaux de rétention/import/export nucléaire restent 
incomplètes car plusieurs protéines comme le MIF (macrophage migration inhibitory factor), 
la galectine-1 ou l’α-synuclein ne possèdent pas de NLS mais ont été décrites comme ayant 
une localisation nucléaire (Arnoys et Wang 2007). Il est probable que, comme pour ces 
protéines, l’AnxA5 possède un ou des NLS qui n’ont pas encore été identifiés. Néanmoins, la 
localisation nucléaire de l’AnxA5 pourrait aussi provenir d’un artéfact lié à la culture 
cellulaire in vitro. Il a été décrit que la localisation nucléaire de l’AnxA5 dans les fibroblastes 




HFF et dans la lignée d’ostéosarcome MG-63 dépend de la présence de facteurs de croissance 
contenus dans le sérum (Jennifer L. Barwise et Walker 1996), (Mohiti, Caswell, et Walker 
1997). Alors que l’AnxA5 est présente dans le noyau de ces cellules cultivées en milieu 
complet, la culture en absence de sérum pendant 96 heures entraine une délocalisation de 
l’AnxA5 nucléaire. Nous avons testé si l’absence de sérum dans le milieu de différenciation 
était la cause de la délocalisation nucléaire de l’AnxA5 dans les myotubes. Pour ce faire, nous 
avons cultivé des myotubes dans du milieu de croissance en présence de 20% sérum pendant 
72 heures. Dans ces conditions, nous n’avons pas observé la présence d’AnxA5 nucléaire 
(Figure 3.3). Le sérum contient un ensemble de facteurs de croissance et la présence d’Anx-
A5 dans le noyau des myoblastes pourrait être liée à l’activité mitotique de ces cellules. Les 
myotubes sont des cellules post-mitotiques qui ont perdu leur capacité à se diviser. Ainsi, 
même en présence des facteurs de croissance contenus dans le sérum, l’AnxA5 resterait dans 
le cytoplasme des myotubes. Le rôle potentiel de l’AnxA5 dans la prolifération cellulaire reste 
néanmoins à démontrer. 
 
 
Figure 3.3 : Localisation subcellulaire de l’AnxA5 dans 
les myotubes LHCN-M2 cultivés en présence de sérum. 
Les myoblastes ont été incubés pendant 72h dans du milieu 
de différenciation puis les myotubes à J3 ont été incubés 
dans du milieu de croissance contenant 20% sérum. Les 
myotubes ont été fixés au méthanol et immunomarqués 
pour l’AnxA5, comme décrit dans la légende de la Figure 
3.2. Dans ces conditions, l’AnxA5 reste localisée dans le 






B. Distribution subcellulaire et trafic de l’Annexine-A5 dans les cellules 
LHCN-M2 endommagées : 
 
La plupart, des protéines impliquées dans la réparation membranaire, s’accumule au niveau 
du site de rupture suite à un dommage membranaire. C’est le cas de la dysferline (Glover et 
Brown 2007), de la cavéoline-3 (Corrotte et al. 2013) et de MG53 (Cai, Masumiya, 
Weisleder, Matsuda, et al. 2009), par exemple. L’équipe a montré que l’AnxA5 est recrutée 
au site de rupture en quelques secondes après un dommage mécanique des cellules 
périvasculaires murines (Bouter et al. 2011). Le recrutement d’une protéine à la zone 
membranaire lésée constitue donc un indice important dans l’identification des composants de 
la machinerie protéique de réparation. Nous avons étudié la localisation subcellulaire de 
l’AnxA5 dans des myoblastes et myotubes endommagés par irradiation laser ou par traitement 
à la SLO. Pour y parvenir, nous avons utilisé plusieurs approches expérimentales. Nous avons 
étudié la localisation subcellulaire de l’AnxA5 endogène par immunocytofluorescence, étudié 




son trafic par utilisation de la protéine de fusion EGFP-AnxA5 et étudié également le 
comportement d’AnxA5 extracellulaire couplé à un fluorophore.  
 
B1. Cas des ruptures mécaniques par irradiation laser 
 
B1.a. Localisation de l’Annexine-A5 endogène 
 
Nous avons étudié la localisation de l’AnxA5 endogène après rupture mécanique de la 
membrane plasmique des myoblastes et des myotubes de la lignée LHCN-M2. La rupture du 
sarcolemme par irradiation laser est réalisée sur quelques cellules parmi des dizaines de 
milliers au cours d’une expérience. Analyser la distribution subcellulaire d’une protéine 
endogène par immunocytofluorescence requiert donc le repérage très précis des cellules 
endommagées. Pour cela nous avons utilisé des outils développés pour la microscopie 
corrélative. Les cellules ont été cultivées dans des boîtes de Petri à fond en verre équipées 
d’une lamelle quadrillée contenant un code alphanumérique dans chaque case. Les cellules 
ont été irradiées en présence de 1mM Ca2+ selon les paramètres décrits précédemment, mais, 
dans ce cas, en absence de FM1-43 afin d’éviter des problèmes de parasitage de l’émission de 
fluorescence associée à l’immunomarquage de l’AnxA5. Nous avons étudié la localisation de 
l’Anx-A5 endogène pour deux intervalles de temps moyens entre l’irradiation laser et la 
fixation : 7 minutes et 28 minutes.  
Pour 50% des myoblastes LHCN-M2, observés 7 minutes après le dommage membranaire, de 
l’Anx-A5 s’est accumulée au niveau de la zone de rupture de la membrane plasmique (Figure 
3.4A, flèche). Sur l’autre moitié des myoblastes, nous n’avons pas observé d’accumulation 
spécifique d’AnxA5 au niveau de la zone de rupture (Figure 3.4B, flèche). De la même 
façon, pour un intervalle moyen de 28 minutes entre la rupture membranaire et la fixation des 
myoblastes, nous avons observé pour 50% des cellules, une accumulation d’Anx-A5 au 
niveau de la zone de rupture (Figure 3.4C, flèche) et 50% non (Figure 3.4D, flèche). Dans 
les myoblastes endommagés, nous avons systématiquement observé une délocalisation de 
l’Anx-A5 nucléoplasmique vers l’enveloppe nucléaire, suggérant une entrée massive de Ca2+ 
dans la cellule, avec une concentration approchant ou atteignant le mM dans le noyau (Figure 
3.4A-D, *). 
Pour la majorité des myotubes endommagés (85%), nous avons observé que l’AnxA5 se 
concentre exactement au site de rupture 7 minutes après irradiation (Figure 3.4E, flèche). 
L’agrégat formé par l’AnxA5 semble plus dense que dans le cas des myoblastes. L’intensité 
de fluorescence plus faible autour de la zone dense en AnxA5 suggère un recrutement local en 
AnxA5 cytosolique. Comme pour les myoblastes, la présence d’AnxA5 au niveau du site de 
rupture n’a pas été systématique. 15% des myotubes fixés 7 minutes après le dommage 
membranaire n’ont pas montré une accumulation spécifique d’AnxA5 (Figure 3.4F, flèche). 
Pour des myotubes fixés 28 minutes après irradiation, nous avons observé dans la majorité des 









Figure 3.4 : Distribution subcellulaire de l’Annexine-A5 endogène dans les myoblastes et myotubes 
LHCN-M2 endommagés par irradiation laser. Les myoblastes (A à D) et myotubes (E à H) ont été irradiés 
avec un laser d’une puissance de 110mW (+/- 5mW) en présence de 1mM Ca2+. Après irradiation, les cellules 
ont été fixées au méthanol pendant 5 min à -20°C puis immunomarquées pour l’AnxA5 (blanc). Deux intervalles 
de temps entre l’irradiation et la fixation sont présentés : 7 minutes (A, B, E et F) et 28 minutes (C, D, G et H). 
La valeur en pourcentage indique la proportion de cellules répondant comme la cellule présentée sur l’image. 
Dans 50 % des cas, l’AnxA5 est recrutée au niveau de la zone de rupture des myoblastes. Elle est 
systématiquement recrutée au niveau de l’enveloppe nucléaire des myoblastes. Le noyau des myoblastes 
endommagés est marqué par un astérisque (*). 7 minutes après le dommage membranaire, la majorité des 
myotubes (70%) ont une accumulation forte d’AnxA5 au site de rupture. En revanche 28 minutes après le 
dommage membranaire, l’AnxA5 est retrouvée au niveau de la zone de rupture que dans 30% des myotubes. 
 
 
Cette chute de la proportion de cellules marquées pour l’AnxA5 au site de rupture suggère 
que l’AnxA5 est « éliminée » de la zone endommagée au cours du temps, sans savoir si elle 
est rejetée dans le milieu extracellulaire ou restituée au cytoplasme. 
Si la méthode utilisée a l’avantage de pouvoir visualiser l’AnxA5 endogène, naturellement 
présente dans les cellules, elle ne renseigne sur la localisation subcellulaire de la protéine 
d’intérêt que plusieurs minutes après le dommage. En effet l’intervalle minimum entre le 
dommage et la fixation des cellules est de 7 minutes correspondant aux 2 minutes de 
manipulation des cellules après irradiation sous le microscope et aux 5 minutes de fixation. 
L’absence d’AnxA5 au site de rupture dans un grand nombre de cellules s’explique 
probablement par la longueur de cet intervalle de temps au cours duquel différents 
évènements peuvent conduire au départ de l’AnxA5. Nous avons néanmoins observé une 
accumulation d’AnxA5 pour la majorité des myotubes LHCN-M2, au niveau du site de 
rupture, ce qui suggère que l’AnxA5 est impliquée directement ou indirectement dans le(s) 
mécanisme(s) de réparation des dommages membranaires mécaniques. 





















Figure 3.5 : Analyse de la distribution subcellulaire de l’AnxA5 endogène par microscopie électronique, 
dans les myotubes LHCN-M2 endommagés par irradiation laser. Un myotube LHCN-M2 a été irradié et 
immunomarqué comme indiqué dans la légende de la Figure 3.4. Après irradiation, les cellules ont été fixées au 
glutaraldéhyde 1% pendant 10 min à température ambiante, puis immunomarquées pour l’AnxA5 à l’aide d’un 
anticorps secondaire couplé à la fois à l’Alexa-488 et à des particules d’or, permettant son observation en 
microscopie de fluorescence (A) et en microscopie électronique à transmission (C à E). L’intervalle de temps 
entre l’irradiation et la fixation est de 7 minutes. (A) La cellule endommagée a été observée en microscopie de 
fluorescence. 7 minutes après le dommage membranaire, une forte accumulation d’AnxA5 (blanc) est visible au 
site de rupture (flèche). (B) Schéma des plans de coupe. Des coupes de différentes profondeurs, contenant la 
zone endommagée, ont été collectées à partir des cellules incluses en résine. La flèche rouge indique le sens de 
l’irradiation laser : les cellules adhérées sur une lamelle de verre sont irradiées par le dessous à l’aide d’un 
microscope inversé. L’encart représente un schéma de la zone endommagée avec la position des trois coupes 
(C.1 à C.3) analysées en C, D et E, respectivement. La distance entre chaque coupe successive est d’environ 65 
nm. (C à E) Images en microscopie électronique à transmission (ME), à fort grossissement, de la zone irradiée 
selon les trois coupes décrites en B. Les numéros en rouge indiquent la position de trois vésicules. Ils permettent 
se de repérer sur les trois coupes. La coupe 1, qui correspond à la zone la plus proche de l’interface 
lamelle/cellule, montre une large ouverture dans la membrane. Le site de rupture contient du matériel 
membranaire marqué par l’AnxA5 (grains noirs). La coupe 2 permet d’observer la présence de vésicules 
lipidiques marquées par l’AnxA5. Les vésicules sont de taille variable. La vésicule n°3, très large, pourrait 
correspondre à la fusion de plusieurs vésicules. Sur la coupe 3, qui présente une zone plus profonde dans la 




Pour observer la distribution subcellulaire de l’AnxA5 au site de rupture, à plus forte 
résolution, une expérience similaire a été réalisée, en utilisant un anticorps secondaire couplé 
au fluorochrome Alexa-488 et des particules d’or. Cet anticorps permet de corréler les 
observations en microscopie de fluorescence avec des observations en microscopie 
électronique à transmission. 7 minutes après un dommage membranaire par irradiation laser, 




nous avons vérifié la présence d’AnxA5, accumulée au site de rupture d’un myotube LHCN-
M2, par microscopie de fluorescence (Figure 3.5A). Le site de rupture a ensuite été observé 
par microscopie électronique à transmission selon différents plans de coupes (Figure 3.5B). 
La zone la plus proche de l’interface cellule/support, montre une ouverture large du 
sarcolemme, dans laquelle est présente du matériel membranaire associé à de l’AnxA5 
(Figure 3.5C, grains noirs). Une coupe intermédiaire montre la présence, dans cette 
ouverture, de vésicules lipidiques exposant de l’AnxA5 à leur surface (Figure 3.5D). La taille 
des vésicules est très variable. Certaines grandes vésicules pourraient résulter d’un processus 
de fusion (Figure 3.5D, n°3). Sur la coupe la plus profonde, nous avons observé une 
ouverture de diamètre plus faible, suggérant la constriction de la rupture (Figure 3.5E). Cette 
constriction aboutit probablement à la fermeture complète de la membrane sur des zones plus 
profondes. Sur cette coupe l’AnxA5 apparait à la fois associée à du matériel membranaire 
dans la lumière du site endommagé, mais également en interaction avec la membrane 
plasmique sur les bords du site de rupture (Figure 3.5E, têtes de flèches). Ces résultats 
indiquent, tout d’abord, que le dommage du sarcolemme conduit à une accumulation de 
vésicules lipidiques au site de rupture. Ces vésicules associées les unes aux autres pourraient 
constituer le « patch » lipidique permettant de colmater la rupture. Ces résultats indiquent 
également que l’AnxA5 se lie aux bords de la zone de rupture, comme proposé dans le 
modèle de réparation des cellules périvasculaires murines (Bouter et al., 2011). Ils indiquent, 
enfin, de façon tout à fait originale, que l’AnxA5 est également liée à la surface des vésicules 
lipidiques s’accumulant dans la lumière de l’ouverture du sarcolemme. 
 
Afin de pouvoir étudier plus en détail le comportement de l’AnxA5 au cours des premières 
secondes suivant la lésion membranaire, nous avons décidé d’étudier des cellules exprimant 
une protéine de fusion EGFP-AnxA5. 
 
B1.b. Suivi de l’EGFP-Annexine-A5 
 
Les myoblastes et myotubes LHCN-M2 ont été transfectés avec un plasmide pDEST14 dans 
lequel la séquence codant l’AnxA5 humaine a été fusionnée à la protéine fluorescente EGFP. 
La protéine résultant de l’expression de cette construction est une AnxA5 à laquelle est 
accrochée sur sa partie N-Terminale une protéine fluorescente EGFP (Figure 3.6). 
 
Nous avons observé que la rupture du sarcolemme des myoblastes conduit à un recrutement 
de l’AnxA5 aux alentours du site irradié en quelques secondes (Figure 3.7A, +1.6s). 
Rapidement ce marquage membranaire localisé laisse place à un marquage vésiculaire réparti 
dans toute la cellule (Figure 3.7A, +25.6s). Enfin, environ 30s après la rupture, nous avons 
observé une délocalisation de l’AnxA5 nucléoplasmique vers l’enveloppe nucléaire (Figure 
3.7A, +40s). La présence d’AnxA5 à l’enveloppe nucléaire traduit une entrée massive et 
profonde de Ca2+ dans les myoblastes. 
 
 





Figure 3.6 : Représentation schématique de la protéine de fusion 
EGFP-Annexine-A5. « L’Enhanced Green Fluorescent Protein » (EGFP) 
recombinante a été fusionnée à la partie N-Terminale de l’AnxA5 
recombinante humaine. La protéine résultante de cette fusion à une masse 
moléculaire de 62kDa (68% plus grande que l’AnxA5 seule) et un 








Cette entrée massive de Ca2+ dans la cellule, subséquente à l’absence de réparation 
membranaire, est probablement à l’origine du faible recrutement de l’AnxA5 au site de 
rupture. En effet, le flux calcique entrant est plus rapide que la diffusion de l’AnxA5 (et 
d’autant plus de l’EGFP-AnxA5) vers le site de rupture. L’AnxA5 cytoplasmique au contact 
de Ca2+ à  une concentration de l’ordre du mM se retrouve alors piégée, en interaction avec 
des vésicules exposant des PS.  
Dans les myotubes, l’EGFP-AnxA5 est recrutée dès les premières secondes après rupture de 
la membrane plasmique (Figure 3.7B, +6.4s, flèche). Cet assemblage d’AnxA5 augmente en 
taille et en intensité durant une trentaine de secondes (Figure 3.7B, +40s, flèche) puis se 
stabilise pendant une quarantaine de secondes avant de se désassembler (Figure 3.7B, + 136s, 
flèche). L’accumulation d’EGFP-AnxA5 au niveau du site de rupture est moins intense que 
celle observée pour l’AnxA5 endogène (Figure 3.4E), probablement du fait que l’EGFP-
AnxA5 est en compétition avec l’AnxA5 endogène pour l’interaction avec la membrane 
endommagée. Or, les dimensions nettement supérieures de l’EGFP-AnxA5 limitent sa 
diffusion comparée à l’AnxA5 endogène.   
Nos résultats montrent que l’EGFP-AnxA5 est rapidement mobilisée au site de rupture des 
myotubes endommagés et que cette accumulation d’AnxA5 est « éliminée » dès que la 
membrane plasmique est réparée (70s, cf Figure 2.4). Le manque de résolution de la 
technique ne permet pas d’établir si l’AnxA5 est rejetée dans le milieu extracellulaire ou 
restituée au cytoplasme. 
 
B1.c. Suivi d’Annexine-A5 extracellulaire fluorescente 
 
Plusieurs études ont rapporté l’existence d’AnxA5 dans le milieu extracellulaire ((Flaherty et 
al. 1990), (Tait et al. 1988), (Krikun et al. 1994), (Römisch et al. 1992), (Kaneko et al. 1996), 
(Masuda et al. 2004)). Afin d’analyser le comportement de l’AnxA5 extracellulaire au cours 
de la rupture membranaire des myotubes LHCN-M2, les cellules ont été irradiées en présence 
d’AnxA5 extracellulaire conjuguée au fluorochrome Cyanine-3 (AnxA5-Cy3).  




Immédiatement après la rupture, nous avons observé un recrutement d’AnxA5-Cy3 
exactement au niveau de la zone de rupture (Figure 3.8, +1,6s). 
 
 
Figure 3.7 : Trafic subcellulaire de l’EGFP-Annexine-A5 lors d’un dommage membranaire dans les 
myoblastes et les myotube LHCN-M2. Les cellules transfectées par le plasmide pDEST14-EGFP-AnxA5 ont 
été irradiées avec un laser d’une puissance de 110 (+/- 5) mW en présence de 1mM Ca2+. L’EGFP-AnxA5 (vert) 
a été imagée avant (-1,6s) et après l’irradiation laser pendant environ 2,5 minutes. Les flèches blanches indiquent 
la zone membranaire irradiée. Les temps correspondent aux délais après irradiation laser. Sur l’image du 
myoblaste à 1.6s après l’irradiation laser, l’encart montre un grossissement de la zone encadrée en blanc sur 
l’image. Dans les myotubes, l’EGFP-AnxA5 est recrutée au niveau du site de rupture en quelques secondes. 




Ce recrutement s’est poursuivi durant environ 30 secondes (Figure 3.8, +30,4s) puis la taille 
de l’assemblage a diminué significativement (Figure 3.8, +155s). Ces résultats indiquent que 
l’AnxA5 extracellulaire est capable également de se lier en quelques secondes au sarcolemme 




endommagé. Comme l’AnxA5 endogène, elle est libérée du site de rupture dès la réparation 
membranaire réalisée. Cette expérience ne permet pas, encore une fois, de déterminer si elle 
est rejetée dans le milieu extracellulaire ou internalisée dans le cytoplasme. Nous pouvons  
 
Figure 3.8 : Localisation de l’Annexine-A5-Cy3 extracellulaire après rupture de la membrane plasmique 
des myotubes de la lignée LHCN-M2 par irradiation laser. Les myotubes ont été irradiés en présence de 
5µg/mL d’AnxA5-Cy3 et de 1mM Ca2+ et observés simultanément en microscopie à contraste de phase (ligne du 
haut) et de fluorescence (ligne du bas). La zone irradiée est indiquée avec une flèche rouge avant irradiation et 
une flèche blanche après irradiation. Les temps indiqués correspondent au temps en secondes avant (-) et après 
(+) irradiation, respectivement. Dès la première seconde suivant la rupture de la membrane, l’AnxA5-Cy3 
extracellulaire est mobilisée à la zone de rupture où elle s’accumule pendant une trentaine de secondes avant 
d’être « éliminée ». 
 
 
conclure qu’en se liant à la zone de rupture dans les toutes première secondes après un 
dommage membranaire mécanique, l’AnxA5 extracellulaire, comme l’AnxA5 endogène, 
pourrait jouer un rôle dans la réparation du sarcolemme.  
 
B2. Cas des perforations membranaires par la SLO 
 
Afin d’étudier le comportement de l’AnxA5 pour des dommages membranaires variés, nous 
avons ensuite analysé sa distribution subcellulaire et son trafic lors de traitement des cellules 
par la SLO. Des approches expérimentales identiques à celles utilisées pour l’étude des 
ruptures mécaniques ont été employées. 
 
B2.a. Localisation de l’Annexine-A5 endogène 
 
Nous avons tout d’abord analysé la distribution subcellulaire de l’AnxA5 endogène par 
immunocytofluorescence dans des myotubes LHCN-M2 traités à la SLO pendant 2 minutes 
en présence de 1mM Ca2+. Dans ces conditions, nous avons observé un marquage ponctiforme 
de l’AnxA5 (Figure 3.9A). L’observation à fort grossissement montre que les assemblages 




d’AnxA5, dont le diamètre est inférieur au µm, se forment majoritairement à la membrane 
plasmique (Figure 3.9A). Nous avons observé que cette distribution de l’AnxA5 était 

































Figure 3.9 : Localisation de l’AnxA5 endogène dans les myotubes LHCN-M2 endommagés par traitement 
à la SLO. Les cellules ont été traitées (A et B) ou non (C) avec 300ng/mL de SLO pendant 2 min à température 
ambiante, en présence (A et C) ou non (B) de 1mM Ca2+. Les cellules ont ensuite été fixées au méthanol pendant 
5 min à -20°C et immunomarquées pour l’AnxA5, comme décrit dans la légende de la Figure 3.2. Les cellules 
ont été observées par microscopie à épifluorescence à faible (x6.3, colonne de gauche) et à fort (x37.8, colonne 
de droite) grossissement. Le traitement à la SLO en présence de 1mM Ca2+ conduit à la formation d’agrégats 
d’AnxA5 à la membrane des myotubes. Pour visualiser plus facilement les différentes cellules, les noyaux ont 
été marqués à l’aide de DAPI. 




Ces résultats indiquent que l’entrée de Ca2+, subséquente à la perforation du sarcolemme des 
myotubes LHCN-M2 par la SLO, conduit à des recrutements localisés de l’AnxA5 endogène 
au sarcolemme. Même si nos expériences ne montrent pas directement une co-localisation 
entre les molécules de SLO et les molécules d’Anx-A5, nous pouvons postuler que les 
assemblages d’AnxA5 se forment au niveau des pores membranaires. Ce résultat suggère que 
l’AnxA5 endogène pourrait jouer un rôle dans le processus d’élimination des pores formés par 
la SLO dans le sarcolemme. 
Il faut noter que, comme dans le cas des ruptures mécaniques, la distribution subcellulaire de 
l’AnxA5 endogène n’est ici observé que plusieurs minutes après les dommages membranaires 
induits pas la SLO. Il faut effectivement prendre en compte les 2 minutes de traitement à la 
SLO et les 5 minutes de fixation au méthanol. Afin d’appréhender la cinétique des différents 
évènements se déroulant au cours de la perforation membranaire avec la SLO, nous avons 
réalisé le même type d’expérience sur des myotubes transfectés exprimant l’EGFP-AnxA5. 
 
B2.b. Suivi de l’EGFP-Annexine-A5 
 
Pour cette expérience, les myotubes LHCN-M2 transfectés par le plasmide pDEST14-EGFP-
AnxA5 ont été incubés avec 300ng/ml de SLO en présence de 1 mM Ca2+ et immédiatement 
imagés par microscopie de fluorescence. Nous avons observé l’apparition d’agrégats d’EGFP-
AnxA5 dès la première minute après l’ajout de SLO (Figure 3.10, +60, flèches blanches). 2 
minutes et 30 secondes après l’ajout de SLO, nous avons observé une délocalisation totale de 
l’EGFP-AnxA5, qui se retrouve alors accumulé sous forme d’un ensemble de petits amas 
répartis dans toute la cellule (Figure 3.10, +150s). 
 
 
Figure 3.10 : Localisation subcellulaire de l’EGFP-Annexine-A5 
dans les myotubes LHCN-M2 en présence de SLO. Les myotubes 
LHCN-M2 transfectés par le plasmide pDEST14-EGFP-AnxA5 ont été 
incubés avec 300ng/ml de SLO en présence de 1 mM Ca2+ et 
immédiatement imagés par microscopie de fluorescence. Des images 
ont été acquises au moment de l’ajout de SLO (0s) puis toutes les 30s. 
A partir de 1 min après ajout de la SLO, on observe la formation de 
multiples assemblages d’EGFP-AnxA5 au sarcolemme. La formation 
de ces assemblages est hautement dynamique : ils se forment et 
disparaissent en quelques dizaines de secondes. 2,5 minutes après 














Observés à fort grossissement, les assemblages d’EGFP-AnxA5 apparaissent comme des 
extensions tubulaires, se formant à partir du sarcolemme en direction du milieu extracellulaire 
(Figure 3.11, flèches blanches). La distribution de l’EGFP-AnxA5 dans ces extensions 
apparait polarisée, avec une accumulation plus forte à l’extrémité apicale de la structure 
tubulaire (Figure 3.11, têtes de flèches). Afin de déterminer la nature membranaire, ou non, 
de ces extensions, des myotubes non-transfectés ont été traités à la SLO pendant 2min en 
présence de 1 mM Ca2+, puis incubés avec 5µg/ml de FM1-43. Dans ces conditions, nous  
 
 
Figure 3.11 : Formation d’extensions tubulaires riche en 
EGFP-AnnexineA5 à la surface des myotubes traités à la SLO. 
Images représentant 3 myotubes (MT 1 à 3) exprimant l’EGFP-
AnxA5 et traités à la SLO environ 90s. Les myotubes présentent 
des extensions membranaires (flèches blanches) contenant à leur 
extrémité une accumulation d’EGFP-AnxA5 (têtes de flèche). 
Certaines extensions peuvent atteindre une longueur de 8 µm 














avons observé le marquage des extensions tubulaires indiquant la nature membranaire de ces 
structures (Figure 3.12, flèches). Le traitement à la SLO conduit donc à un recrutement de 
l’AnxA5 au sarcolemme, probablement au niveau des pores membranaires. En réponse à ce 
traitement, le sarcolemme bourgeonne au niveau des sites membranaires où s’accumule 
l’AnxA5. Ce mécanisme de bourgeonnement est probablement le processus mis en place par 
le myotube pour éliminer les pores membranaires, comme observé pour les cellules HEK293 
(E. B. Babiychuk et al. 2009). Pour le vérifier, il est indispensable de localiser les pores 










C. Conséquence de la diminution de l’expression d’Annexine-A5 endogène 
sur la réparation membranaire des myotubes LHCN-M2 : 
 
Afin d’analyser les conséquences éventuelles d’une déficience en AnxA5 endogène pour la 
réparation membranaire des myotubes LHCN-M2, nous avons utilisé une approche basée sur 
la transduction des cellules par des particules lentivirales qui contiennent un plasmide 
intégratif exprimant une séquence shARN ciblant l’ARNm de l’AnxA5. 
 
 
Figure 3.12 : Formation d’extensions membranaires à la 
surface des myotubes traités à la SLO. Image à fort 
grossissement du sarcolemme d’un myotube traité à la SLO 
pendant 90s, en présence de Ca2+, puis incubé en présence de 
5µg/ml de FM1-43. Le marquage au FM1-43 des extensions 










La production de ces particules lentivirales a été réalisée par la plateforme de vectorologie de 
Bordeaux (Véronique Guyonnet Dupérat et Alice Vimeney, INSERM U1035, Université de 
Bordeaux). Les myotubes LHCN-M2 déficients en AnxA5 ont ensuite été soumis à des 
ruptures mécaniques par irradiation laser ou soumis à un traitement à la SLO. En guise de 
contrôle, les myoblastes ont été transduits par des particules lentivirales contenant un 
plasmide exprimant une séquence ARNsh aspécifique de leur génome. Pour simplifier la 
lecture, les particules lentivirales contenant le plasmide exprimant la séquence ARNsh ciblant 
l’ARNm de l’AnxA5 ont été abrégées ci-dessous en particules A5-shARN, et celles contenant 
la séquence aspécifique, particules contrôles.   
 
C1. Knock-down de l’expression de l’Annexine-A5 endogène 
   
Plusieurs stratégies ont été employées afin d’établir des myotubes LHCN-M2 déficients en 
AnxA5. Nous avons tout d’abord tenté de transduire des myoblates LHCN-M2 avec les 
particules A5-shARN et, de façon subséquente, d’induire la différenciation/fusion des 
myoblastes en myotubes. Nous avons observé, par western-blot, que le contenu en AnxA5 
endogène des myoblastes ainsi traités chute de 80 (±5) %, comparé aux myoblastes transduits 
avec les particules contrôles (Figure 3.13A). Nous avons estimé que la concentration résiduelle 
en AnxA5 dans les myoblastes traités est alors en moyenne de 1.2 (±0.05) ng/µg de protéines 
totales. L’analyse par immunocytofluorescence montre que toute la population de myoblastes 




transduits est affectée par la baisse en AnxA5, mais que les cellules expriment des taux 
résiduels variables (Figure 3.13B, A5-shARN). De façon remarquable, nous avons observé que 
les myoblastes LHCN-M2 déficients en AnxA5 étaient incapables de fusionner même après 6 
jours en condition de différenciation (images non montrées). Cette observation indique que 
l’AnxA5 pourrait jouer un rôle dans la différenciation et/ou la fusion des myoblastes 
squelettiques humains, comme il a été proposé pour les myoblastes murins (Leikina et al. 
2013). Nous avons donc dû nous résoudre à transduire directement les myotubes LHCN-M2 
avec les particules A5-shARN. Nous avons observé par immunocytofluorescence que le 
contenu en AnxA5 endogène des myotubes transduits par les particules A5-shARN chute en 
























Figure 3.13 : Atténuation de l’expression de l’Annexine-A5 endogène par transduction lentivirale dans les 
myoblastes et myotubes  LHCN-M2. Les myoblastes et myotubes (J3) LHCN-M2 ont été transduits par des 
particules lentivirales contenant une séquence shARN ciblant l’AnxA5 (A5-shARN). Les expériences contrôles 
(ctrl) ont été réalisées par transduction à l’aide de particules lentivirales contenant une séquence shARN 
aspécifique. Les myoblastes ont été analysés soit par western-blot (A) soit par immunocytofluorescence (B). 
Pour le western-blot, L’AnxA5 a été détectée avec un anticorps monoclonal de souris à partir de 10µg d’extraits 
protéiques totaux. La protéine GAPDH a été utilisée comme témoin de charge. Les myotubes ont été analysés 
par immunocytofluorescence (C). Les immunocytofluorescences des myoblastes (B) et myotubes (C) ont été 
réalisées comme décrit dans la légende de la Figure 3.2. La quantification de la fluorescence intracellulaire a été 








C2. Cas des ruptures mécaniques par irradiation laser 
 
Les myotubes LHCN-M2 déficients en AnxA5 ont été soumis à une rupture de leur 
sarcolemme par irradiation laser, en présence de 1mM Ca2+. Nous avons observé deux types 
de réponses. La plupart des myotubes irradiés (85%) montrent une entrée forte de FM1-43 
(Figure 3.14, ligne du haut), caractérisée par une augmentation importante et continue de 
l’intensité de fluorescence intracellulaire (Figure 3.15, cercles pleins). Ce résultat indique 
que ces cellules sont incapables de réparer leur sarcolemme. Les 15% de cellules restantes 
(Figure 3.14, ligne du bas et Figure 3.15, cercles vides) se comportent comme des 
myotubes non-transduits (Figure 2.4, cercles pleins) ou comme des myotubes transduits par 
les particules contrôles (Figure 3.15, cercles bleus), avec une entrée de FM1-43 limitée à une 
zone proche de la membrane plasmique et une cinétique d’intensité de fluorescence 
intracellulaire atteignant une phase de plateau après environ 70s. Le fait que 15% des 
myotubes au sein de la population de cellules transduites maintiennent des capacités de 
réparation membranaire est probablement associé au fait que le taux de transduction des 
cellules n’est pas de 100% et certaines cellules conservent une concentration résiduelle 
d’AnxA5 suffisante pour assurer la réparation membranaire. Nous avons conclu de cette 
expérience que l’absence d’AnxA5 endogène conduit à un défaut de réparation membranaire 
dans les myotubes LHCN-M2 endommagés mécaniquement. 
 
 
Figure 3.14 : Réponses des myotubes LHCN-M2 déficients en Annexine-A5 aux dommages membranaires 
par irradiation laser. Les séquences d’images sont représentatives des réponses observées pour les myotubes 
LHCN-M2 déficients en AnxA5 soumis à une irradiation laser d’une puissance 110mW  (+/-5mW). Dans toutes 
les images, la zone irradiée est indiquée avec une flèche rouge avant irradiation et une flèche blanche après 
irradiation. Les temps indiqués dans les cases correspondent au temps en secondes avant (-) et après (+) 
irradiation respectivement. Deux types de réponse ont été observés : 85% des cellules ont un défaut de réparation 
(ligne du haut) alors que 15% des cellules se comportent comme les cellules sauvages (ligne du bas). 
 
 




Nous avons de plus observé que, parmi les myotubes n’ayant pas la capacité de réparer des 
ruptures mécaniques de leur membrane plasmique, 40% se déchirent après rupture. Ce résultat 
traduit une fragilité accrue de la membrane plasmique en absence d’AnxA5 endogène. 
 
C3. Cas des ruptures avec perforation de la membrane par la SLO 
 
Nous avons également étudié les conséquences de la déficience en AnxA5 endogène sur la 
réponse des myotubes LHCN-M2 à la perforation de la membrane par la SLO. Comme pour 
les expériences sur les cellules sauvages, les myotubes ont été incubés 2 minutes à 
température ambiante en présence de SLO, avant d’être mis en présence de FM1-43. Avec 
1mM Ca2+, nous n’avons pas observé d’augmentation de la fluorescence intracellulaire au 
















Figure 3.15 : Courbes représentant l’intensité de  fluorescence moyenne du FM1-43 dans les myotubes 
LHCN-M2 déficients en Annexine-A5 endommagés. Les données présentées correspondent aux moyennes 
observées pour les myotubes LHCN-M2 transduits par les particules A5-shARN (cercles pleins et vides) ou par 
des particules contrôles (cercles bleus). 85% des myotubes transduits par les particules A5-shARN présentent 
une intensité de fluorescence qui augmente continuellement (cercles pleins), indiquant une absence de réparation 
membranaire sur la durée d’enregistrement. 15% de ces mêmes cellules (cercles vides) se comportent comme les 
cellules transduites par les particules contrôles (cercles bleus), avec la présence d’un plateau environ 70s après 
l’irradiation laser. Ces cellules ont donc la capacité de se réparer. 
 
 
pour les myotubes déficients en AnxA5 (Figure 3.16A), indiquant la capacité de ces cellules 
à éliminer les pores membranaires créés par la polymérisation et insertion de la SLO. En 
contrôle, nous avons réalisé cette expérience avec les mêmes cellules, en absence de Ca2+ 
(Figure 3.16B). Dans ce cas nous avons observé une augmentation importante de la 
fluorescence intracellulaire. La quantification des variations de l’intensité de fluorescence 
intracellulaire au cours du temps montre qu’en absence de Ca2+ l’intensité de fluorescence 
augmente de façon linéaire sur toute la durée de l’enregistrement (Figure 3.17, cercles 




pleins), alors qu’en présence de Ca2+ l’intensité de fluorescence est maintenue à sa valeur 
initiale (Figure 3.17, cercles vides). 
Nous avons donc conclu que la déficience en AnxA5 n’entrave pas le processus de réparation 
membranaire des myotubes LHCN-M2 endommagés par perforation avec la SLO. Il semble 
donc que les mécanismes qui se mettent en place dans le cas de ces perforations 
soientdifférents de ceux intervenant lors de rupture mécanique.  
  
 
Figure 3.16 : Réponses des myotubes  de la lignée LHCN-M2, sous exprimant l’Annexine-A5, aux 
dommages membranaires par utilisation de SLO. Les séquences d’images sont représentatives des réponses 
observées pour les myotubes de la lignée LHCN-M2 transduites par une séquence ARNsh anti-AnxA5,  après 
incubation dans un tampon fait de D-PBS-/- (condition sans calcium) ou D-PBS+/+ 1mM CaCl2 (condition avec 
calcium) supplémenté de 10mM DTT, 20mM D-glucose en présence de  300ng/ml de SLO à température 
ambiante. Après incubation les cellules ont été lavées 2 fois avec du D-PBS+/+ 1mM Ca2+ (condition avec 
calcium ; première ligne) ou du D-PBS-/- (condition sans calcium ; seconde ligne) et incubées dans du D-PBS-/- 
5µg/ml FM1-43 (condition sans calcium) ou D-PBS+/+ 5µg/ml FM1-43 1mM CaCl2 (condition avec calcium). 
Les temps indiqués dans les cases correspondent au temps en secondes  T0 = au moment de l’incubation en 















Figure 3.17 : Courbes représentant l’intensité 
de fluorescence moyenne du FM1-43 
intracellulaire des myotubes LHCN-M2 
déficient en AnxA5 endommagés par la SLO. 
Les données présentées correspondent aux 
moyennes (+/- écart-type) observées pour les 
myotubes déficients en AnxA5 traités à la SLO en 
présence (cercles vides) ou en en absence (cercles 
pleins) de 1mM Ca2+. Les cellules ont été traitées 






D. Effet de l’ajout d’Annexine-A5 extracellulaire sur la réparation 
membranaire des myotubes déficients en Annexine-A5 :  
 
L’équipe a montré précédemment que l’ajout d’AnxA5 extracellulaire permettait de restaurer 
une capacité de réparation membranaire dans les cellules périvasculaires « knock-out » pour 
l’AnxA5 (Bouter et al. 2011). D’autre part, elle avait montré que l’ajout d’un mutant 
d’AnxA5, incapable de former des trimères et donc de réseau bidimensionnel, ne permettait 
pas de restaurer cette capacité de réparation. Nous avons étudié le comportement des 
myotubes LHCN-M2 déficients pour l’AnxA5 et endommagés par irradiation laser, en 
présence d’AnxA5 extracellulaire sauvage et du mutant d’AnxA5. 
 
D1. En présence d’Annexine-A5 extracellulaire sauvage 
 
Les myotubes déficients en AnxA5 ont été irradiés en présence de 5µg/ml de FM1-43, de 
1mM Ca2+ et de 10µg/ml d’AnxA5 recombinante de rat. Dans ces conditions, nous avons 
observé que la courbe de cinétique des variations d’intensité de fluorescence intracellulaire du 
FM1-43 pour la majorité des myotubes (75%) atteignait une phase de plateau environ 70s 
après irradiation laser (Figure 3.18, cercles vides). Ce résultat indique que l’ajout d’AnxA5 
extracellulaire permet de restaurer les capacités de réparation des ruptures mécaniques pour 
les myotubes déficients en AnxA5. Une minorité de myotubes (25%) ne répare pas leur 
sarcolemme avec une augmentation continue de l’intensité de fluorescence (Figure 3.18, 
cercles pleins). Néanmoins, nous avons, dans ce cas, observé une courbe avec une évolution 
logarithmique qui indique un ralentissement de l’entrée de FM1-43 dans les cellules au cours 
du temps. Ce profil de courbe est très différent de ce que nous avions observé pour les 
myotubes déficients en AnxA5, en absence d’AnxA5 extracellulaire (Figure 3.14, cercles 
pleins), caractérisés par une augmentation linéaire de l’intensité de fluorescence. Ce résultat 
indique que l’AnxA5 extracellulaire compense, au moins partiellement, le défaut d’expression 
de l’AnxA5 endogène dans les myotubes. 




Figure 3.18 : Courbes représentant l’intensité 
de  fluorescence moyenne du FM1-43 dans les 
myotubes LHCN-M2 après irradiation laser 
en présence d’Annexine-A5 extracellulaire. 
Les données présentées correspondent aux 
moyennes (+/- l’écart-type) observées pour les 
myotubes LHCN-M2 déficients en AnxA5 en 
présence de 10µg/ml d’AnxA5 extracellulaire. 
Deux types de réponse sont observés : 25% des 
myotubes (cercles pleins) ont une augmentation 
continue de l’intensité de fluorescence, indiquant 
un défaut de réparation et 75% présentent une 
faible augmentation suivie d’un plateau environ 





D2. En présence du mutant d’Annexine-A5  
 
En interaction avec une membrane lipidique exposant des PS, l’AnxA5 s’auto-assemble 
spontanément en trimères qui s’associent pour former des réseaux bidimensionnels très 
structurés (Pigault et al. 1994), (Mosser et al. 1991) et (Andree et al. 1992). Nous avons étudié 
l’effet d’un quintuple mutant d’AnxA5, incapable de s’auto-assembler en trimères pour 
former des réseaux bidimensionnels (Bouter et al. 2011), sur le comportement des myotubes 
déficients en AnxA5 et endommagés par irradiation laser. Les cinétiques des variations 
d’intensité de fluorescence intracellulaire se sont avérées très similaires à celles observées en 
absence d’AnxA5 extracellulaire (Figure 3.14), avec une majorité de cellules ayant une 
augmentation continue de l’intensité de fluorescence (83%, Figure 3.19, cercles pleins) et 
une minorité affichant un plateau environ 70s après rupture de la membrane plasmique (17%, 
Figure 3.19, cercles vides). 
 
E. Conclusion : 
 
Dans le cas d’une rupture mécanique du sarcolemme, les myotubes LHCN-M2 rendus 
déficients en AnxA5 endogène sont incapables de réparer la lésion du sarcolemme. Ce défaut 
de réparation peut être restauré par ajout d’AnxA5 extracellulaire, indiquant que l’AnxA5 est 
indispensable dans le processus de réparation membranaire. L’AnxA5 endogène, comme 
l’AnxA5 extracellulaire, sont spécifiquement recrutées au site de rupture, en quelques 
secondes et de façon dépendante du Ca2+. L’AnxA5 endogène est retenue au site de rupture 
pendant plusieurs minutes après le dommage membranaire, probablement bien après la 
réparation du sarcolemme, qui, dans nos conditions expérimentales, se réalise en moyenne en 
70 secondes. Etant donné que l’AnxA5 se détache de la membrane lipidique lorsque la 
concentration en Ca2+ est inférieure à 0.2 mM (Richter et al. 2005), sa présence au site de 
lésion plusieurs minutes après le colmatage de la rupture signifie qu’elle est piégée dans un 
environnement, qui restait à identifier. Les expériences de microscopie électronique montrent 




que l’AnxA5 interagit avec des vésicules lipidiques dans la lumière de l’ouverture du 
sarcolemme endommagé, où la concentration en Ca2+ est de l’ordre du mM. Le rôle joué par 
l’AnxA5 ainsi exposée à la surface des vésicules lipidiques, dans le processus de réparation 
membranaire, reste à découvrir.   
Cet agrégat d’AnxA5 endogène finit néanmoins par se désagréger, sans que nous ayons pu 
déterminer s’il était rejeté dans le milieu extracellulaire ou restitué au cytoplasme. Nous avons 
observé que l’ajout dans le milieu extracellulaire d’un mutant d’AnxA5, incapable de former 
de réseaux bidimensionnels, ne permet pas de restaurer la réparation membranaire des 
myotubes déficients en AnxA5. L’auto-assemblage de l’AnxA5 au site de rupture du 
sarcolemme joue probablement un rôle central dans la réparation membranaire des myotubes. 
Ces observations sont en accord avec le modèle proposé pour la réparation des cellules 
périvasculaires murines (Bouter et al. 2011). Sous l’effet de l’augmentation locale en Ca2+, 
l’AnxA5 se lie aux PS exposées sur les bords de la région membranaire endommagée, où elle 
s’auto-assemble en réseaux-2D. Cette liaison aux bords de la zone de rupture a été démontrée 
dans cette étude, par l’analyse de la distribution subcellulaire de l’AnxA5 endogène par 
microscopie électronique à transmission. La formation de réseau-2D permet de rigidifier la 
membrane, de s’opposer aux forces de tension exercées par le cytosquelette cortical et ainsi 














Figure 3.19 : Courbes représentant l’intensité de  fluorescence moyenne du FM1-43 dans les myotubes 
LHCN-M2 endommagés par irradiation laser, en présence d’un mutant d’Annexine-A5 extracellulaire. 
Les données présentées correspondent aux moyennes (+/- l’écart-type) observées pour les myotubes LHCN-M2 
déficients en AnxA5 en présence de 10µg/ml de mutant d’AnxA5 extracellulaire. Deux types de réponse sont 
observés : 83% des myotubes (cercles pleins) présentent une augmentation continue de l’intensité de 
fluorescence, indiquant un défaut de réparation et 17% présentent une faible augmentation suivie d’un plateau 
environ 70s après irradiation laser (cercles vides). 
 
 
Nous avons observé que l’AnxA5 est également recrutée au sarcolemme des myotubes 
LHCN-M2 endommagés par exposition à la SLO, mais que la déficience en AnxA5 endogène 
n’empêche nullement une complète restauration de ce sarcolemme. Plusieurs hypothèses 




peuvent expliquer ce résultat. La perforation par la SLO, qui conduit à des ouvertures 
membranaires de petites tailles et donc à des flux calciques entrants modérés, requiert peut-
être l’intervention de moins d’AnxA5 endogène, comparé à la rupture mécanique. Les taux 
résiduels d’AnxA5 dans les myotubes transduits par les particules A5-shARN sont alors peut-
être suffisants pour l’élimination des pores nucléaires. On peut également postuler que la 
déficience en AnxA5 est compensée par la présence d’autres Anx. En effet, il a été montré par 
exemple que, dans les cellules HEK293, l’AnxA6 et l’AnxA1 sont recrutées au niveau des 
pores formés par la SLO, où elles participent de manière complémentaire la formation de 
bourgeons membranaires permettant l’élimination de la SLO (Potez et al. 2011). Sans 
présager du rôle de l’AnxA5 dans ce processus de réparation, l’AnxA6 et l’AnxA1 pourrait 
tout à fait compenser son absence. La dernière hypothèse est basée sur l’existence éventuelle 
de mécanismes de réparation membranaire différents, dépendants du type de dommage. 
L’AnxA5 pourrait jouer un rôle crucial pour la réparation des ruptures membranaires 
mécaniques et ne pas appartenir à la machinerie protéique intervenant lors des processus de 
perforation par la SLO. Dans ce cas, son recrutement au sarcolemme endommagé par la SLO, 
comme nous l’avons observé, ne correspondrait qu’à une conséquence collatérale liée à 
















Chapitre 4 : Comportement de l’Annexine-A5 dans la réparation 
membranaire de cellules musculaires striées squelettiques dans 
deux contextes pathologiques différents : 
 
 
Nous avons mis en évidence que l’AnxA5 joue un rôle important dans la réparation 
membranaire des myotubes sains LHCN-M2 endommagés par des ruptures mécaniques. Afin 
d’étudier l’impact des déficiences en dysferline et en cavéoline-3 sur l’AnxA5, nous nous 
sommes intéressés à son expression, sa localisation  et  son comportement après des 
dommages membranaires dans les contextes pathologiques caractérisant les lignées 578 
(LGMD2B) et 650 (LGMD1C).  
 
A. Cas de la lignée 578 : 
 
Contrairement aux cellules LHCN-M2, les myotubes et les myoblastes de la lignée 578, 
établie à partir d’un patient atteint de LGMD2B, n’expriment pas la dysferline (cf Figure 
1.11). De nombreuses études ont mis en évidence que l’altération de l’expression ou de la 
localisation de la dysferline peut avoir un effet sur la localisation et l’expression d’autres 
protéines comme la caveoline-3 (Walter et al. 2003) ou MG53 (Cai, Weisleder, Ko, 
Komazaki, et al. 2009a). Nous avons cherché à déterminer si l’absence de cette protéine 




Figure 4.1 : Expression et distribution subcellulaire de l’Annexine-A5 endogène dans les myoblastes et les 
myotubes 578.  (A) Le contenu cellulaire en AnxA5 des myoblastes et myotubes 578 a été quantifié par western 
blot. 10µg d’extraits protéiques totaux de myoblastes et myotubes à J3 ont été analysés. L’AnxA5 a été détectée 
avec un anticorps monoclonal de souris. La protéine GAPDH a été utilisée comme témoin de dépôt. (B) et (C) 
Les myoblastes (B) et myotubes (C) ont été fixées 5min à -20°C avec du méthanol et marqués à l’aide d’un 
anticorps monoclonal de souris anti-AnxA5, 1h à température ambiante. Les complexes anticorps primaires-
AnxA5 ont été mis en évidence à l’aide d’un anticorps secondaire polyclonal de chèvre conjugué au 
fluorochrome Alexa 488 (vert). Dans les myoblastes (B), l’AnxA5 est localisée dans le cytosol ainsi que dans le 
noyau. Dans les myotubes (C), l’AnxA5 est uniquement cytosolique. 
 




A1. Expression et distribution subcellulaire de l’Annexine-A5 endogène dans les cellules 
578 intactes 
 
Nous avons analysé, par western-blot, le taux d’expression de l’AnxA5 dans les myoblastes et 
myotubes 578. De façon similaire aux cellules LHCN-M2, l’AnxA5 est exprimée de manière 
équivalente dans les myoblastes et myotubes 578 (Figure 4.1A). Par comparaison avec des 
extraits totaux issus de cellules LHCN-M2, nous avons observé que la quantité d’AnxA5 
endogène dans les cellules 578 est également de l’ordre de 10µg/ml d’extraits totaux et 
qu’elle possède une masse moléculaire apparente de 32kDa (données non montrées). 
Nous avons ensuite analysé la distribution subcellulaire de l’AnxA5 endogène dans les 
myoblastes et myotubes 578 par immunocytofluorescence. Dans les myoblastes, l’AnxA5 est 
localisée dans le cytosol et le noyau (Figure 4.1B), alors qu’elle est présente uniquement dans 
le cytosol des myotubes (Figure 4.1C), comme pour la lignée LHCN-M2.   
 
A2. Distribution subcellulaire et trafic de l’Annexin-A5 dans les cellules 578 
endommagées 
 
A2.a. Cas des ruptures mécaniques par irradiation laser 
 
Nous avons étudié la localisation subcellulaire de l’AnxA5 endogène après rupture mécanique 
de la membrane plasmique des myoblastes et des myotubes de la lignée 578. Les cellules ont 
été irradiées en présence de 1mM Ca2+ et en absence de FM1-43 afin d’assurer un 
immunomarquage spécifique de l’AnxA5. Comme pour la lignée LHCN-M2, nous avons 
étudié la localisation de l’AnxA5 endogène pour deux intervalles de temps moyens entre 
l’irradiation laser et la fixation : 7 minutes et 28 minutes.  
La majorité des myoblastes (Figure 4.2A) et des myotubes 578 (Figure 4.2B) observés 7 
minutes après le dommage membranaire, montrent une accumulation d’AnxA5 endogène au 
niveau de la zone de rupture. Comme pour la lignée LHCN-M2, la présence de l’assemblage 
d’AnxA5 n’a pas été observée systématiquement. Afin de déterminer précisément la 
proportion de cellules présentant, ou non, cette accumulation d’AnxA5, cette expérience 
devra être reproduite. 
 
 
Figure 4.2 : Distribution subcellulaire de 
l’Annexine-A5 endogène dans les myoblastes et 
myotubes 578 endommagés par irradiation laser. 
Les myoblastes (A) et myotubes (B) ont été irradiés 
avec un laser d’une puissance de 110mW (+/- 5mW) 
en présence de 1mM Ca2+. Après irradiation, les 
cellules ont été fixées au méthanol pendant 5 min à -
20°C puis immunomarquées pour l’AnxA5 (blanc). 
L’intervalle de temps entre l’irradiation et la fixation 
est estimé à 7 minutes. La majorité des myoblastes et 
myotubes ont une accumulation d’AnxA5 au site de rupture. 




De façon remarquable, nous avons observé que la grande majorité des cellules fixées 28 
minutes après la rupture membranaire n’était plus présente sur le support après 
immunomarquage (images non montrées). Ce résultat indique que l’absence de réparation 
membranaire des myoblastes et myotubes 578 conduit à la mort des cellules, qui se détachent 
du support en moins de 30 minutes. Nous avons conclu de ces expériences que l’AnxA5 
préserve la capacité de se lier au site de rupture dans les cellules 578. Son recrutement est 
indépendant de la présence de la dysferline. 
Afin de préciser la cinétique de recrutement de l’AnxA5 à la membrane endommagée, des 
myotubes 578 ont été irradiés en présence de 5µg/ml d’AnxA5 extracellulaire couplé au 
fluorophore Cy3 (AnxA5-Cy3). Immédiatement après la rupture, nous avons observé un 
recrutement d’AnxA5-Cy3 exactement au niveau de la zone de rupture (Figure 4.3, +1,6s). 
Ce recrutement s’est poursuivi tout au long de l’enregistrement. Le plus souvent, nous avons 
observé une déchirure des myotubes 578 conduisant à l’entrée de l’AnxA5-Cy3 plus 
profondément dans le cytoplasme (Figure 4.3, +65,6s). Ce résultat indique que l’AnxA5 se 
fixe au site de rupture en quelques secondes. Contrairement aux myotubes LHCN-M2, 
l’agrégat d’AnxA5 augmente continuellement en taille autour du site de rupture, au fur et à 




Figure 4.3 : Localisation de l’Annexine-A5-Cy3 extracellulaire après rupture de la membrane plasmique 
des myotubes de la lignée 578 par irradiation laser. Les myotubes ont été irradiés en présence de 5µg/ml 
d’AnxA5-Cy3 et de 1mM Ca2+ et observés simultanément en microscopie à contraste de phase (ligne du haut) et 
de fluorescence (ligne du bas). La zone irradiée est indiquée avec une flèche rouge avant irradiation et une flèche 
blanche après irradiation. Les temps indiqués correspondent au temps en secondes avant (-) et après (+) 
irradiation, respectivement. Dès la première seconde suivant la rupture de la membrane, l’AnxA5-Cy3 
extracellulaire est mobilisée à la zone de rupture. Elle continue de s’accumuler au cours du temps, alors que le 








A2.b. Cas des perforations membranaires par la SLO 
 
Nous avons ensuite étudié la distribution subcellulaire de l’AnxA5 endogène par 
immunocytofluorescence dans des myotubes 578 traités à la SLO pendant 2 minutes en 
présence de 1mM Ca2+. Dans ces conditions, l’AnxA5 endogène forme des assemblages au 
niveau du sarcolemme (Figure 4.4A, flèches blanches). Nous avons systématiquement 
observé pour ces cellules une diminution de l’intensité de fluorescence cytoplasmique (Figure 
4.4A) ainsi qu’un fort marquage de l’enveloppe nucléaire (Figure 4.4A, flèches rouges). La 
baisse d’intensité de fluorescence intracellulaire traduit une mobilisation forte de l’AnxA5 
endogène aux sites endommagés. L’interaction de l’AnxA5 à l’enveloppe nucléaire traduit 
une entrée massive de Ca2+ dans les myotubes, consécutive à l’absence de réparation 
membranaire. Nous avons vérifié que ce recrutement de l’AnxA5 endogène est strictement 
dépendant de la présence de Ca2+ (Figure 4.4B) et de SLO (Figure 4.4C). En présence de 
SLO et en absence de Ca2+, nous avons également observé une baisse de l’intensité de 




Figure 4.4 : Localisation de 
l’Annexine-A5 endogène après 
traitement des myotubes 578 
avec la SLO. Les myotubes 578 
ont été traités (A et B) ou non (C) 
avec 300ng/ml de SLO pendant 2 
min à température ambiante, en 
présence (A et C) ou non (B) de 
1mM Ca2+. Les cellules ont 
ensuite été fixées au méthanol 
pendant 5 min à -20°C et 
immunomarquées pour l’AnxA5 
(vert), comme décrit dans la 
légende de la Figure 4.1. Un 
marquage au DAPI a été réalisé 
afin de visualiser les noyaux 
(bleu). Les cellules ont été 
observées par microscopie à 
épifluorescence à faible (x6.3, 
colonne de gauche) et à fort 
(x37.8, colonne de droite) 
grossissement. Le traitement à la 
SLO en présence de 1mM Ca2+ 
conduit à la formation 
d’assemblages d’AnxA5 (flèches 
blanches) à la membrane des 
myotubes. Il conduit également 
au recrutement d’AnxA5 








L’AnxA5 endogène préserve donc la capacité d’être recrutée au sarcolemme des myotubes 
578 endommagés par la SLO. En revanche, ce recrutement au sarcolemme s’est 
systématiquement accompagné d’un recrutement à l’enveloppe nucléaire, dû à l’absence de 
réparation membranaire dans ces cellules. 
 
B. Cas de la lignée 650 : 
 
Contrairement aux cellules LHCN-M2, les myotubes et les myoblastes de la lignée 650, 
établie à partir d’un patient atteint de LGMD1C, expriment peu de cavéoline-3. Nous avons 
cherché à déterminer si l’absence de cette protéine pouvait avoir une influence sur la 
localisation ou le comportement de l’AnxA5 dans les cellules de cette lignée. 
  
B1. Expression et distribution subcellulaire de l’Annexine-A5 endogène dans les cellules 
650 intactes 
 
Nous avons analysé par western-blot le taux d’expression de l’AnxA5 dans les myoblastes et 
myotubes 650. Nous avons observé que l’AnxA5 endogène est exprimée à des taux 
comparables à ceux présents dans les myoblastes et myotubes de la lignée saine LHCN-M2 
(Figure 4.5A). Sa masse moléculaire apparente est également inchangée, à une valeur 
d’environ 32kDa. 
Nous avons ensuite analysé la distribution subcellulaire de l’AnxA5 endogène dans les 
myoblastes et myotubes 650 par immunocytofluorescence. Dans les myoblastes, l’AnxA5 est 
localisée dans le cytosol et le noyau (Figure 4.5B), alors qu’elle est présente uniquement dans 
le cytosol des myotubes (Figure 4.5C), de façon identique à ce qui a été observé pour les 










Figure 4.5 : Expression et distribution subcellulaire de l’Annexine-A5 endogène dans les myoblastes et les 
myotubes 650.  (A) Le contenu cellulaire en AnxA5 des myoblastes et myotubes 650 a été quantifié par western 
blot et comparé à la lignée LHCN-M2. 10µg d’extraits protéiques totaux de myoblastes et myotubes à J3 ont été 
analysés. L’AnxA5 a été détectée avec un anticorps monoclonal de souris. La protéine GAPDH a été utilisée 
comme témoin de dépôt. (B) et (C) Les cellules ont été fixées 5min à -20°C avec du méthanol et marquées à 
l’aide d’un anticorps monoclonal de souris anti-AnxA5 1h à température ambiante. Les complexes anticorps 
primaires-AnxA5 ont été mis en évidence à l’aide d’un anticorps secondaire polyclonal de chèvre conjugué au 
fluorochrome Alexa488 (vert). Dans les myoblastes (B), l’AnxA5 est localisée dans le cytosol ainsi que dans le 
noyau. Dans les myotubes (B), l’AnxA5 est également cytosolique, mais peu ou pas présente dans les noyaux. 




B2. Distribution subcellulaire et trafic de l’Annexine-A5 dans les cellules 650 
endommagées 
 
B2.a. Cas des ruptures mécaniques par irradiation laser 
 
Nous avons étudié la localisation de l’AnxA5 endogène après rupture mécanique de la 
membrane plasmique des myoblastes et des myotubes de la lignée 650. Les cellules ont été 
irradiées en présence de 1mM Ca2+ et en absence de FM1-43 afin d’assurer un 
immunomarquage spécifique de l’AnxA5. Nous avons une nouvelle fois étudié la localisation 
de l’AnxA5 endogène pour deux intervalles de temps moyens entre l’irradiation laser et la 
fixation : 7 minutes et 28 minutes. Pour la majorité des myoblastes observés 7 minutes après 
le dommage membranaire, nous avons observé une accumulation d’AnxA5 endogène autour 
du site de rupture (Figure 4.6A). Une grande partie du marquage est cytoplasmique. Dans les 
myotubes 650 (Figure 4.6B), l’AnxA5 est recrutée au site de rupture où elle forme un 
assemblage de taille importante. Ce fort recrutement est probablement associé à l’absence de 
réparation membranaire, qui génère une entrée importante de Ca2+. Comme pour les cellules 
578, nous avons observé que la grande majorité des cellules de la lignée 650, fixées 28 
minutes après la rupture membranaire, n’était plus présente sur le support après 
immunomarquage (images non montrées). Ce résultat indique que l’absence de réparation 
membranaire des myoblastes et myotubes 650 conduit à la mort des cellules, qui se détachent 
du support en moins de 30 minutes. Nous avons conclu de ces expériences que, comme pour 
les cellules 578, l’AnxA5 préserve la capacité de se lier au site de rupture dans les cellules 
















Figure 4.6 : Distribution subcellulaire de l’Annexine-A5 endogène dans les myoblastes et myotubes 650 
endommagés par irradiation laser. Les myoblastes (A) et myotubes (B) ont été irradiés avec un laser d’une 
puissance de 110mW (+/- 5mW) en présence de 1mM Ca2+. Après irradiation, les cellules ont été fixées au 
méthanol pendant 5 min à -20°C puis immunomarquées pour l’AnxA5 (blanc). L’intervalle de temps entre 
l’irradiation et la fixation est estimé à 7 minutes. La majorité des myotubes présente une accumulation d’AnxA5 
au site de rupture. 




Afin de préciser la cinétique de recrutement de l’AnxA5 à la membrane endommagée, des 
myotubes 650 exprimant la protéine de fusion EGFP-AnxA5 ont été irradiés. Immédiatement 
après la rupture, nous avons observé un recrutement de l’EGFP-AnxA5 au site de rupture de 
la membrane plasmique (Figure 4.7, +6.4s, flèche). Contrairement au comportement observé 
dans les myotubes LHCN-M2, l’agrégat d’AnxA5 augmente continuellement en taille et en 
intensité, même plusieurs minutes après le dommage membranaire (Figure 4.7, +160s, 
flèche). Nous avons observé au cours du temps une baisse de l’intensité de fluorescence 
intracellulaire traduisant une mobilisation importante de l’AnxA5 au site de rupture et/ou à 




Figure 4.7 : Localisation subcellulaire de l’EGFP-
Annexine-A5 au cours du temps dans les myotubes 
650 après irradiation laser. Les myotubes 650 
transfectés par le plasmide pDEST14-EGFP-AnxA5 
ont été irradiés avec un laser d’une puissance de 110 
(+/- 5) mW en présence de 1mM Ca2+. L’EGFP-
AnxA5 (vert) a été imagée avant (0s) et après (+) 
l’irradiation laser. Les flèches blanches indiquent la 
zone membranaire irradiée. Les temps correspondent 
aux délais après irradiation laser. Dans les myotubes, 
l’EGFP-AnxA5 est recrutée au niveau du site de 
rupture en quelques secondes. L’agrégat d’AnxA5 

























L’AnxA5 endogène préserve donc la capacité de se lier au site de rupture dans les myotubes 
650, malgré l’absence de la cavéoline-3 et l’absence de réparation membranaire. Comme pour 
les cellules 578, l’absence de réparation membranaire est la cause d’une entrée importante de 
Ca2+ qui conduit à une accumulation continue de l’AnxA5 au niveau du site membranaire 
endommagé. 
 
B2.b. Cas des perforations membranaires par la SLO 
 
Alors que les myotubes 650 sont incapables de réparer des ruptures mécaniques du 
sarcolemme, nous avons montré qu’ils peuvent restaurer l’intégrité de leur membrane 
plasmique suite aux dommages générés par l’insertion de la SLO (cf Figure 2.17). Afin de 
déterminer, le comportement de l’AnxA5 endogène dans ces conditions, nous avons étudié sa 
distribution subcellulaire par immunocytofluorescence dans des myotubes 650 traités à la 
SLO pendant 2 minutes en présence de 1mM Ca2+. En présence de Ca2+, le traitement des 
myotubes avec la SLO entraine la formation d’agrégats d’Anx-A5 ainsi qu’une baisse de 
l’intensité de fluorescence intracellulaire (Figure 4.8A, flèche). Cette baisse provient sans 
doute de la forte mobilisation de l’AnxA5 aux membranes exposant des PS. L’accumulation 
d’AnxA5 endogène n’est pas observée ni en absence de Ca2+ (Figure 4.8B), ni en absence de 
SLO (Figure 4.8C). Nous avons observé que l’enveloppe nucléaire est plus rarement et plus 
faiblement marquée, comparé à ce que nous avions observé pour les myotubes 578. Ce 
résultat est probablement dû à la présence de mécanisme de réparation de la membrane 
endommagée par la SLO, qui limite la propagation du Ca2+ dans la cellule. 
 
C. Conclusion : 
 
Dans les contextes pathologiques de LGMD2B ou de LGMD1C, la localisation subcellulaire 
et le recrutement de l’AnxA5 après rupture de la membrane plasmique ne semblent pas être 
affectés. Son taux d’expression dans les cellules 578 et 650 est très similaire à celui observé 
dans les cellules saines LHCN-M2. D’autre part, elle a une distribution subcellulaire 
comparable aux cellules saines. Lors d’un dommage membranaire mécanique, elle conserve la 
capacité de se lier à la zone de rupture en quelques secondes. En revanche, contrairement aux 
cellules saines où nous avons observé une disparition progressive de l’assemblage d’AnxA5, 
nous avons observé, pour les cellules 578 et 650, une accumulation continue de l’AnxA5. 
Cette accumulation est probablement due à l’absence de réparation membranaire dans ces 
cellules, qui conduit à une entrée ininterrompue de Ca2+. Nous avons observé que ces cellules 
finissent par mourir et se décrocher du support dans les 30 minutes suivant la rupture 
membranaire. 
Les dommages créés par l’insertion de la SLO dans le sarcolemme des cellules 578 et 650, 
conduisent à la formation de multiples agrégats d’AnxA5 endogène, majoritairement à la 
membrane plasmique. Ce résultat est tout à fait similaire à celui observé dans les cellules 
LHCN-M2. Pour les myotubes 578, qui sont incapables de restaurer l’intégrité de leur 
sarcolemme lors d’un traitement à la SLO, nous avons observé une forte baisse de l’intensité 




de fluorescence cytoplasmique. Cette baisse est probablement due à l’entrée importante de 
Ca2+ dans les cellules qui conduit à la séquestration de l’AnxA5 aux membranes. Nous avons 
d’ailleurs observé fréquemment un marquage de l’enveloppe nucléaire.  
La fonction principale de l’AnxA5 dans la réparation membranaire, consistant à se lier au site 
de rupture afin de stabiliser la membrane endommagée, ne semble donc pas être altérée dans 
ces contextes pathologiques. Le recrutement de l’AnxA5 au site de rupture est donc 
totalement indépendant de la dysferline et de la cavéoline-3. 
 
 
Figure 4.8 : Localisation de l’AnxA5 endogène 
après traitement des myotubes 650 avec  la SLO. 
Les myotubes 650 ont été traitées (A et B) ou non (C) 
avec 300ng/ml de SLO pendant 2 min à température 
ambiante, en présence (A et C) ou non (B) de 1mM 
Ca2+. Les cellules ont ensuite été fixées au méthanol 
pendant 5 min à -20°C et immunomarquées pour 
l’AnxA5 (vert), comme décrit dans la légende de la 
Figure 4.5. Un marquage au DAPI a été réalisé afin de 
visualiser les noyaux (bleu). Le traitement à la SLO 
en présence de 1mM Ca2+ conduit à la formation 
d’agrégats d’AnxA5 (flèches blanches) à la 



















Partie B : Rôle de l’Annexine-A5 dans la réparation 
membranaire des cellules trophoblastiques humaines 
 
Le trophoblaste est la première barrière séparant le sang maternel du sang fœtal. Il forme une 
couche à deux feuillets cellulaires recouvrant la totalité des villosités placentaires. Le feuillet 
le plus externe de cette structure est le syncytiotrophoblaste. Il est composé de cellules 
plurinucléées, appelées syncytiotrophoblastes (ST). Ce sont des cellules post-mitotiques dont 
la pérennité est assurée par le recrutement et la fusion des cellules mononucléées du feuillet 
sous-jacent, appelées cytotrophoblastes (CT). Les ST ont un rôle essentiel dans le 
fonctionnement du placenta pour la croissance et le développement embryonnaire, via la 
production d’hormones placentaires (Gude et al. 2004). Directement en contact avec le sang 
maternel, les ST assurent aussi le rôle de filtre pour les échanges gazeux, ioniques et de 
nutriments, par l’intermédiaire de microvillosités présentes à leur surface apicale (Burton et 
Jones 2009).  
Les ST bordent l’ensemble de l’espace intervilleux dans lequel le sang maternel se déverse 
par saccades, depuis les artérioles spiralées du système vasculaire maternel. L’espace 
intervilleux (ou chambre intervilleuse) représente 40% du volume placentaire total, soit 250 
ml (Stave 2013) à terme. Il a été estimé qu’il se remplit 2 à 3 fois par minute. Un flux sanguin 
constant est donc généré dans la chambre intervilleuse par l’arrivée de sang maternel, à une  
pression de 70 à 80mm de mercure (Y. Wang et Zhao 2010). Ce flux sanguin heurte la plaque 
choriale, formée par les ST, puis diffuse et ressort par les veines utéroplacentaires. Les ST 
sont par conséquent soumis en permanence à des contraintes de cisaillement.  
Le nombre de CT fusionnant avec les ST excède le nombre requis pour leur régénération et 
leur croissance cellulaire (Huppertz et al. 1998). Les ST éliminent l’excès de matériel 
membranaire par émission dans le sang maternel de particules de plusieurs dizaines de µm, 
nommées « knots », « sprouts » ou exosomes syncytiaux (Burton et Jones 2009). La quantité 
de matériel membranaire émis par les ST dans le sang maternel est considérable. Lors d’une 
étude sur des explants de placenta âgés de 3 mois, le nombre de particules émises par jour a 
été évalué à 4,7x104 (Abumaree, Stone, et Chamley 2006). Par extrapolation, les auteurs de 
cette étude ont estimé que les ST émettent 8,5x105 particules par jour, pour un placenta à 
terme. Les mécanismes moléculaires régulant ces émissions de particules restent peu connus. 
L’émission intensive de ces particules fragilise la membrane apicale des ST. Cette fragilité 
membranaire, associée aux contraintes de cisaillement exercées par le flux sanguin maternel, 
sont des facteurs favorisant la formation de rupture mécanique de la membrane apicale des 
ST. 
Vandré et collaborateurs ont récemment révélé la présence de la dysferline dans les ST  
(Vandré et al. 2007). La dysferline est une protéine majeure de la machinerie de réparation 
membranaire, particulièrement dans les fibres musculaires (Bansal et al. 2003). La présence 
de la dysferline majoritairement au pôle apical des ST a conduit Vandré et ses collaborateurs à 
postuler sur l’existence d’une machinerie dédiée à la réparation membranaire. Cette hypothèse 
restait à démontrer.  




Nous avons initié cette étude en 2012, dans le cadre d’un projet intitulé PlacentaA5, financé 
par l’ANR (ProjetANR-2011-BLAN-BSV1-03501, 2012-2015). En collaboration avec 
l’équipe dirigée par Danièle Evain-Brion (INSERM U1139, Université Paris Descartes, 
Paris), ce projet avait pour objectif d’étudier le rôle de l’AnxA5 dans la réparation et la 
régénération du placenta humain. Le premier objectif de notre étude a consisté à analyser 
la capacité de réparation membranaire des CT et ST. 
Dans les ST, Vandré et collaborateurs ont observé que la dysferline n’est pas associée aux 
cavéolines (Vandré et al. 2007). Dans le muscle strié squelettique, la dysferline et la 
cavéoline-3 agissent de concert pour assurer une réparation membranaire efficace (C. 
Matsuda et al. 2001) (Cai, Weisleder, Ko, Komazaki, et al. 2009b). L’absence d’association 
entre la dysferline et les cavéolines a donc suggéré l’existence de mécanismes de réparation 
différents dans les ST. Le second objectif de notre étude a consisté à chercher à préciser 
le(s) mécanisme(s) mis en jeu pour assurer la réparation membranaire dans les CT et 
ST. 
Le placenta est l’un des organes les plus riches en AnxA5. Elle a d’ailleurs été identifiée pour 
la première fois dans le placenta, et initialement nommée PAP-1, pour « placental anti-
coagulant protein-1 » (Funakoshi et al. 1987). L’équipe ayant démontré la fonction essentielle 
de l’AnxA5 dans la réparation membranaire des cellules périvasculaires murines (Bouter et al. 
2011), le troisième objectif de ce travail a consisté à analyser le rôle joué par l’Anx-A5 
dans les trophoblastes humains. 
Les résultats de ces travaux ont été publiés début 2015 dans le journal Biochimica et 
Biophysica Acta, dans un article intitulé « Annexin-A5 promotes membrane resealing in 
human trophoblasts ». Cet article décrit la réponse des CT et ST suite à une rupture 
mécanique de leur membrane plasmique. Il décrit également le rôle joué par l’AnxA5 dans les 
processi de réparation membranaire de ces cellules. Enfin, il propose des mécanismes assurant 
les étapes de colmatage de la rupture membranaire puis de restauration de la membrane 
plasmique. Il soulève également la question de la relation pouvant exister entre un défaut de 
réparation membranaire et la pré-éclampsie, une pathologie placentaire sévère pouvant 
conduire à la mort du fœtus.  
Fort des connaissances acquises sur le rôle joué par l’AnxA5 dans la réparation membranaire 
des cellules périvasculaires murines et des trophoblastes humains, nous avons publié une 
mini-revue intitulée « Annexin-A5 and cell membrane repair », dans le journal Placenta. Cette 
mini-revue présente de façon synthétique l’ensemble des connaissances sur les mécanismes de 
réparation membranaire et sur les caractéristiques structurales et fonctionnelles de l’AnxA5. Il 
propose également un modèle décrivant comment, de façon universelle, l’AnxA5 intervient 
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Annexin-A5 (AnxA5) is the smallestmember of the annexins, a group of soluble proteins that bind tomembranes
containing negatively-charged phospholipids, principally phosphatidylserine, in a Ca2+-dependent manner.
AnxA5 presents unique properties of binding and self-assembling onmembrane surfaces, forminghighly ordered
two-dimensional (2D) arrays. We showed previously that AnxA5 plays a central role in the machinery of cell
membrane repair of murine perivascular cells, promoting the resealing of membrane damages via the formation
of 2D protein arrays at membrane disrupted sites and preventing the extension of membrane ruptures. As the
placenta is one of the richest source of AnxA5 in humans, we investigatedwhether AnxA5was involved inmem-
brane repair in this organ. We addressed this question at the level of human trophoblasts, either mononucleated
cytotrophoblasts or multinucleated syncytiotrophoblasts, in choriocarcinoma cells and primary trophoblasts.
Using established procedure of laser irradiation and ﬂuorescence microscopy, we observed that both human
cytotrophoblasts and syncytiotrophoblasts repair efﬁciently a μm2-size disruption. Compared to wild-type
cells, AnxA5-deﬁcient trophoblasts exhibit severe defect of membrane repair. Through speciﬁcally binding to
the disrupted site as early as a few seconds after membrane wounding, AnxA5 promotes membrane resealing
of injured human trophoblasts. In addition, we observed that a large membrane area containing the disrupted
site was released in the extracellular milieu. We propose mechanisms ensuring membrane resealing and subse-
quent lesion removal in human trophoblasts. This article is part of a Special Issue entitled: 13th European
Symposium on Calcium.
© 2015 Elsevier B.V. All rights reserved.
1. Introduction
Plasma membrane disruption is a general phenomenon induced by
mechanical stress in physiological conditions, which leads to the entry
into cells of extracellular Ca2+ at mM concentration. Increase of intra-
cellular Ca2+ concentration activates the repair protein machinery in
eukaryotic cells ensuring a rapid resealing of large plasma membrane
ruptures and preventing cell death [1–3]. Several models of membrane
repair have been proposed, their occurrence probably depending on the
size and the type of rupture [2,4]. The classical model of membrane re-
pair is based on the formation of a lipid patch built by the fusion of intra-
cellular vesicles, followed by the recruitment of this patch at the
wounded site, which reseals the plasma membrane [5–8]. Recently it
has been proposed that membrane repair relies primarily on exocytosis
of lysosomal sphingomyelinase, which hydrolyses phosphorylcholine
head group of sphingomyelin and induces the formation of ceramide-
driven membrane invaginations, thus triggering lesion removal by an
endocytic pathway [4,9]. Other groups have proposed that cell mem-
brane repair occurs by removingmembrane lesion through bleb forma-
tion [10] or shedding [11] using notably the ESCRT complex [12].
According to the classicalmodel ofmembrane repair, mM-Ca2+ sen-
sitive proteins, like dysferlin [13–15], MG-53 [16], AHNAK [17], calpains
[18,19] and annexins [20–23], allow cytoplasmic vesicles to fuse and
form a lipid patch, which is recruited to the damaged site of the plasma
membrane. The membrane repair machinery starts to be identiﬁed, yet
remains largely unknown. As defect in membrane repair is responsible
for the development of muscular dystrophies such as limb–girdle mus-
cular dystrophy type-2B andMiyoshimyopathy [13,14] and limb–girdle
muscular dystrophy type-1C [24], major attention on membrane repair
focused on skeletalmuscle cells. Little is yet known onmembrane repair
in other tissues.
The human placental trophoblast is the primary barrier separating
maternal blood from fetal blood. This epithelium-like tissue covering
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the placenta is a two-layered structure, the outer layer forming syncytia
[25], named syncytiotrophoblasts (ST), which expands by fusion of un-
derlying progenitor mononucleated cytotrophoblasts (CT) throughout
pregnancy (Scheme 1). ST are the site of numerous placental functions
including gas, ion and nutrient exchange and hormone synthesis re-
quired for fetal growth and development [26,27]. The trophoblastic
layers protrude as ﬁnger-shaped villi in the intervillous space where
the maternal blood circulates from the beginning of the second trimes-
ter. The apical membrane of ST is formed of very abundant but fragile
microvilli bathing in maternal circulation. Surface expansion of the ST
increases from 0.3-m2 at 12 weeks of pregnancy to about 13-m2 at
term [25]. The number of CT fusing with preformed ST along pregnancy
exceeds the required number for cell maintenance and growth [28]. The
excess of material is shed from the syncytial surface into the maternal
blood as ST-derived particles, named knots, sprouts or syncytial
exosomes [29,30]. A very large amount of syncytial particles is shed
per day, estimated at 4.7 × 104 and 8.5 × 105 particles for a 12-weeks
and a 9-months placenta, respectively [25,31]. The molecular mecha-
nisms leading to ST-derived particles shedding and the required pro-
cesses of membrane repair at the site where a syncytial knot/sprout
breaks away, are poorly understood. The revelation of the unexpected
presence in ST of dysferlin, a major component of the muscle cell mem-
brane repair machinery, hitherto supposed being speciﬁc to skeletal
muscle, highlighted the existence of a machinery enabling an efﬁcient
plasma membrane repair in trophoblasts [32].
Disturbances of ST formation or functions are observed in patholog-
ical conditions. Preeclampsia, eclampsia and other pregnancy diseases
are associated with exacerbated trophoblast deportation into maternal
blood [33–37]. The deportation of trophoblast knots induces inﬂamma-
tory response of maternal endothelial cells, directly involved in the
physiopathology of preeclampsia [29]. As placental dysferlin expression
drops by 38% in severe preeclampsia [38], a defect in membrane repair
in preeclamptic ST may be hypothesized.
The annexins (Anx), a protein family presenting 12 members in
humans, share the property of binding to negatively-charged lipid
membranes, primarily those containing phosphatidylserine (PS) in a
Ca2+-dependent manner [39]. Several of their properties argue for
their contribution inmembrane repair processes such as their participa-
tion in numerous endo- and exo-cytic events by interaction with
ﬁlamentous actin [40,41] and their ability to aggregate membranes
[42,43]. During the last decade,many annexins have been shown to par-
ticipate in membrane repair processes. AnxA1 and AnxA2 trigger intra-
cellular vesicles fusion during the lipid patch formation and promote its
attachment to the plasma membrane, by interacting with dysferlin at
sarcolemma in normal muscle [20,21]. The absence of interactions be-
tweenAnxA1-A2 and dysferlin is associated to a defect inmembrane re-
pair in dysferlinopathic mouse [20]. Recently, it has been shown that
membrane repair of zebraﬁsh skeletal musclemay be based on building
of a highly ordered scaffold involving dysferlin, AnxA6, AnxA2 and
AnxA1, in a chronological order [23]. Our group demonstrated that
AnxA5 plays a critical role in membrane repair of murine perivascular
cells by forming a two-dimensional (2D) array at the level of the torn
membrane edges. This 2D array prevents wound expansion, which is
due to the tension exerted by cytoskeleton, and promotes membrane
resealing [22].
As the placenta is one of the richest source of AnxA5 in humans, we
investigated whether AnxA5 was involved in membrane repair in this
organ. First we assessed the ability of human trophoblasts to repair
their plasmamembrane and subsequently examined the role of endog-
enous and extracellular AnxA5 in this process. We addressed this ques-
tion at the level of thehuman trophoblastic BeWocell line andof human
primary trophoblasts, either mononucleated CT or multinucleated ST.
Using established procedures of laser irradiation and ﬂuorescence mi-
croscopy, we compared the response of wild-type trophoblastic cells,
which express constitutively AnxA5, and cells rendered deﬁcient in
AnxA5 by RNA interference. We found that endogenous AnxA5 pro-
motes membrane resealing in both CT and ST, by interacting with plas-
ma membrane at the injured site. The results achieved through this
study led us to proposemechanisms for membrane resealing and lesion
removal after membrane injury in human trophoblasts.
2. Materials and methods
2.1. Cell culture
Cell culture media and reagents were from Invitrogen (Thermo
Fisher Scientiﬁc, Waltham, MA, USA) except when otherwise stated.
Scheme 1. Simpliﬁed scheme displaying trophoblasts localization in the placenta. A.F.: amniotic ﬂuid; F.B.V.: fetal blood vessels; I.V.S.: intervillous space; M.B.V.: maternal blood vessels;
U.C.: umbilical cord; U.W.: uterine wall.
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All cell cultures were kept under standard conditions (37 °C, humidiﬁed
atmosphere, 5% CO2).
2.1.1. Placental tissue collection and culture of primary trophoblasts
Term placentas were obtained after Caesarean section from healthy
mothers with uncomplicated pregnancies delivered at 37–41 weeks of
gestation. These biological samples were obtained following informed
patient written consent and approval from local ethics committee
(CCPPRB, Paris Cochin, N°18-05, Paris, France). Term villous CT were
isolated from chorionic villi by differential sequential trypsin digestion
and further puriﬁed on percoll gradient as previously described [44].
Cells were maintained in culture over 72 h in complete DMEM to form
ST.
2.1.2. Culture of BeWo cells
The choriocarcinomaBeWo cell linewas cultured inHam's F12Kme-
dium supplemented with 20% fetal bovine serum, 5-mM L-glutamine,
100-units/mL penicillin and 100-μg/mL streptomycin and passaged
twice a week to keep them in logarithmic growth. Differentiation and
fusion of BeWo cells were induced by incubating the cells with 100-
μM 8-Br-cAMP (Sigma) for 48-h in growth condition.
2.2. Western blotting
2.106 cells were trypsinized, pelleted and re-suspended in 300 μL of
Dulbelcco's phosphate buffer saline (D-PBS) depleted in Ca2+ and sup-
plementedwith 1-mMEGTA. Protein extractswere obtained by sonicat-
ing the ice-cold cell solution with a Branson digital soniﬁer (amplitude
20%, duration 2-min, interval 5-s and pulse 5-s). Two successive centri-
fugations at 13,000-g for 1-min allowed to remove cell debris. 10-μg
protein extracts were separated on a 10% SDS-PAGE. Semi-dry electro-
phoretic transfer (Bio-Rad) onto PVDF membrane was performed for
1-h at 100-V. The cellular content of AnxA5 and GAPDH (loading con-
trol) was detected with a mouse anti-AnxA5 monoclonal antibody
(Sigma) and a rabbit anti-GAPDH polyclonal antibody (Santa Cruz), re-
spectively. Both antibodies were diluted 1:1000 in saturation solution
composed by Tris buffer saline (10-mMTris, 150-mMNaCl, pH8.0) sup-
plemented with 0.1% Tween20 and 5% non-fat dry milk. Revelation was
performed using secondary antibodies coupled to horse-radish peroxi-
dase (Amersham) diluted 1:2000 in saturation solution and Opti-
4CN™ colorimetric kit (Bio-Rad).
2.3. Membrane rupture and repair assay
BeWo cells and primary trophoblasts were cultured in complete
growth medium without red phenol on 8-well Ibidi-treat μslideTM
(Biovalley). Cells were incubated 5-min before acquisition with 5-
μg/mL FM1−43FX (referred to hereafter as FM1−43 (Invitrogen)) in
D-PBS and maintained over ice. To induce membrane damage, cells
were irradiated at room temperature (20–21 °C), at 820-nm with a
Chameleon-Vision™ mode-locked Titanium:Saphire laser (Coherent
Inc, CA, USA) of a two-photon confocal scanning microscope (TCS SP2
AOBS, Leica) equipped with an HCX PL APO CS 63.0 × 1.40 oil-
objective lens. Irradiation consisted of 3 successive scans (1.6 s per
scan) of a 1-μm × 1-μm area with a power of 110-mW. 512 × 512 im-
ages were acquired at 1.6-s intervals with pinhole set to 1 Airy unit.
For each condition, at least 100 cells from three independent experi-
ments were analyzed. Two independent experiments are – conducted
on different days,− performed on cells with different passage numbers
and performed with freshly prepared FM1−43 and D-PBS solutions.
Membrane rupture and repair processes were monitored by mea-
suring the variations in ﬂuorescence intensity of FM1−43. FM1−43
was excited by the 488-nm laser line (intensity set at 40% of maximal
power) and ﬂuorescence emission was measured between 520-nm
and 650-nm. For quantitative analysis, the ﬂuorescence intensity was
integrated over thewhole cell surface and corrected for theﬂuorescence
value recorded before irradiation, using ImageJ program. In order to
characterize the magnitude and the rate of FM1−43 uptake, the ﬂuo-
rescence intensity changes were ﬁtted according to the following
“mono-exponential rise to maximum” equation [45]: Fluorescence In-
tensity = (1− exp(−B * t)) * A, where A corresponds to the maximal
intracellular ﬂuorescence intensity and B is equal to Ln2/τ½. This
model implying the existence of a plateau, only repairing cells were
therefore analyzed. Curve ﬁtting was performed using Sigmaplot soft-
ware (Systat Software inc., San Jose, USA).
2.4. Localization of endogenous AnxA5 in intact and damaged BeWo cells
For analysis in damaged BeWo cells, 2.105 cells were cultured in a
35-mm glass bottom dish equipped with a square-patterned coverslip
(MatTek, Ashland, USA). Cellmembrane rupturewasperformed accord-
ing to the protocol described above, but in the absence of FM1−43 to
avoid ﬂuorescence cross-talk. Cells were ﬁxed in 4% paraformaldehyde
at room temperature after laser irradiation was completed. Fixation
was terminated by adding 50-mMNH4Cl. All subsequent steps (perme-
abilization, incubation with antibody and washes) were performed
using 0.1% Triton X-100 and 1% BSA in D-PBS solution. Mouse anti-
AnxA5 monoclonal antibody (Sigma) and secondary Alexa488-
coupled anti-mouse goat antibody (Invitrogen) were successively incu-
batedwith cells for 1-h at 37 °C. Finally, cells werewashed in D-PBS and
a nuclear counterstaining was performed with DAPI (Sigma). For each
condition, about 10 cells from three independent experiments were
analyzed.
For analysis of intact cells, 2.104 cells/cm2 were cultured in 8-well
Ibidi-treat μslideTM. Cells were immunostained employing the same
protocol as described above for damaged cells from the step of parafor-
maldehyde ﬁxation.
2.5. Localization of extracellular AnxA5 in damaged BeWo cells
Cells were incubated over ice in the presence of 3-μg.mL−1 Cy5-
AnxA5 in D-PBS containing 1 mM Ca2+ for 5-min before irradiation.
Cell membrane rupture was performed according to the protocol de-
scribed above, but in the absence of FM1−43 to avoid ﬂuorescence
cross-talk. Cy5-AnxA5 was excited by the 633-nm laser line (intensity
set at 60% maximal power) and its emission recorded between 650-
and 750-nm.
2.6. Immunodetection of AnxA5 at the surface of undamaged trophoblastic
cells
2.104/cm2 primary trophoblasts or BeWo cells were cultured in 8-
well Ibidi-treat μslideTM. Live cells were incubated in the presence of
anti-AnxA5 antibody coupled to Alexa488 for 45 min à 4 °C in D-PBS
supplemented with 1-mM Ca2+. After D-PBS washes, cells were ﬁxed
by 4% paraformaldehyde. As control, some cells were immunostained
in the same conditions but after 4%-paraformaldehyde ﬁxation and Tri-
ton X-100 permeabilization.
2.7. AnxA5-targetting siRNA transfection in BeWo CT
Reverse and forward siRNA transfection protocols were successively
applied on 2.104 BeWo cells/cm2. AnxA5-targetting siRNAs were from
Invitrogen and consisted in a mix of two sequences: siRNA_A5_1 5′
GGGCUGAUGCAGAAACUCUUCGGAA3′and siRNA_A5_2 5′GAGGAAAC
CAUUGACCGCGAGACUU3′. Transfection protocol (for 2.104 cells)
consisted in incubating 2-pmol of AnxA5-targetting siRNAs and 0.6-μL
RNAimaxTM lipofectant solution (Invitrogen) in 50 μL Optimem, for
30-min at room temperature. The mixture was added drop-by-drop
on trypsinized cell suspension (Reverse method) or adherent cells
(Forward method) maintained in growth medium depleted in antibi-
otics. After 4-h incubation at 37 °C, transfection medium was replaced
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by growth medium. Cells were analyzed 48 h after the forward
transfection.
2.8. AnxA5-targetting shRNA lentiviral particle transduction in BeWo ST
The following shRNA sequences, cloned into the pLKO.1 puro-vector





Lentiviral-based particles containing shRNAswere produced by Bor-
deaux University Lentiviral Vectorology Platform (US005, Bordeaux,
France) by transient transfection of 293 T cells. Bewo cells were plated
at 2.104 cells per well in 8-well Ibidi-treat μslideTM and incubated for
24-h in completemedium. Transductionwas carried out by adding con-
centrated lentiviral particles to the cells at multiplicity of infection of 30
in complete medium depleted in antibiotics for 24-h. The medium was
then replacedwith fresh completemediumsupplementedwith 100-μM
8-BrcAMP for 24-h. Cells were subsequently incubated with complete
medium containing1-μg/ml puromycin (Sigma) in order to select trans-
duced cells. 24-h after antibiotic treatment, membrane repair assays
were performed as described above.
3. Results
3.1. Membrane repair assay in human trophoblasts
In order to examinemembrane repair ability of human trophoblasts
at the level of CT and ST, BeWo cells were cultured either in the absence
or in the presence of 100-μM8-Br-cAMP for 48 h, respectively.Whereas
BeWo cells remain as mononucleated cells (hereafter referred as BeWo
CT) in free-cAMP growth condition, they differentiate and fuse in the
presence of cAMP, forming large multinucleated cells (hereafter
referred as BeWo ST). Typical images of BeWo CT and BeWo ST are
presented in Figure S1.
We applied a well-established protocol of cell membrane disruption
based on near infra-red laser irradiation [14,22]. By focusing the laser on
plasmamembrane for a few seconds, a μm2-sizemembrane rupturewas
created in a controlled and highly reproducible way. To assess mem-
brane disruption and repair, cells are irradiated in the presence of
FM1–43, awater-soluble dyewhichbecomesﬂuorescent upon inserting
into lipidmembranes, yet is unable to crossmembranes. Therefore, cells
with damagedplasmamembrane exhibit an increase of ﬂuorescence in-
tensity due to the passive entrance of FM1–43 molecules into the cyto-
sol and their incorporation into intracellularmembranes. The process of
membrane repair is monitored by time-lapse imaging of cytoplasmic
FM1–43 ﬂuorescence intensity after irradiation. Membrane resealing
leads to a stop in the entry of FM1–43 molecules into the cytosol and
therefore to a stop in the increase of the intracellular ﬂuorescence
intensity.
Membrane repair assaywasﬁrst performed on BeWoCT in the pres-
ence of 1-mM Ca2+ (Fig. 1A). Irradiation conditions were adjusted
(110-mW) to cause mild membrane injury to cells, as indicated by the
absence of a large disruption at the irradiated site (Fig. 1A-frame 2,
arrow). The cytoplasmic ﬂuorescence intensity increased locally as
early as a few seconds after irradiation (Fig. 1A-frames 2–3), indicating
the presence of amembrane rupture. 120-s after plasmamembrane dis-
ruption (Fig. 1A-frame 4), we observed that entry of FM1–43 remained
limited to an area close to the disruption site. Analysis of the kinetics of
intracellular ﬂuorescence intensity variations showed that ﬂuorescence
increased for about 80-s and then reached a plateau (Fig. 1D, blue ﬁlled
circles). The plateau indicated that entrance of FM1–43 molecules
stopped and therefore that plasma membrane had resealed. Ca2+ is
known to be a crucial component of membrane repair processes by ac-
tivatingmost, if not all, of the steps of membrane resealing. As a control
experiment, BeWo CT were irradiated in the absence of Ca2+ (Fig. 1B).
In this condition, damaged BeWo CT exhibited a large entry of FM1–
43 within the cell, characterized by a continuous and large increase of
intracellular ﬂuorescence intensity (Fig. 1D, blue ﬁlled triangles). This
result indicated the absence of membrane resealing and validated the
assay. When BeWo ST were submitted to the same irradiation condi-
tions in the presence of 1-mM Ca2+, these cells exhibited an increase
of intracellular ﬂuorescence limited to an area of a few μm2 around
the disruption site (Fig. 1C). The FM1–43 ﬂuorescence intensity was ob-
served to increase for a few seconds and then to reach a plateau (Fig. 1D,
blue empty circles), indicating that cell membrane resealed rapidly. In
the absence of Ca2+, BeWo ST are unable to reseal their plasma mem-
brane (Fig. S2), indicating that membrane resealing is also strictly
Ca2+-dependent in these cells. In order to characterize the membrane
resealing process, the magnitude (A) and the rate (τ1/2) of FM1–43 up-
take were determined (Fig. 1E). A and τ1/2 are respectively about eight
and ﬁfteen times lower for BeWo ST compared to BeWo CT. These two
parameters indicate an enhanced ability of BeWo ST to reseal damaged
plasma membrane.
The membrane repair assay was applied to human primary tropho-
blastic cells isolated from term placenta of healthymothers. Primary CT
differentiate and fuse spontaneously over three days of culture. Mem-
brane repair ability of primary CT and ST were therefore investigated
24 h and 72 h after seeding, respectively. Primary trophoblasts behaved
like BeWo cells, both of them are able to reseal their plasmamembrane,
with a more efﬁcient repair for ST (Fig. 1D, black empty circles, and
Fig. S3) compared to CT (Fig. 1D, black ﬁlled circles, and Fig. S3).We ob-
served that the A and τ1/2 parameters are higher for primary cells com-
pared to BeWo cells (Fig. 1E), indicating a faster process of resealing in
BeWo cells. Many cell debris were observed in the medium during the
assay (Fig. S3, arrowheads), suggesting a high fragility of primary cells.
For this reason, we performed most of the further experiments with
BeWo cells.
3.2. AnxA5 expression in human trophoblasts
By Western-blot analysis, we examined the relative expression of
AnxA5 in BeWo cells and in human primary trophoblasts at the cyto-
and syncytio-trophoblastic levels. AnxA5 is expressed at a similar level
in BeWo CT and BeWo ST (Fig. 2A, left-hand lanes). The amount of en-
dogenous AnxA5 was estimated at 3.5-ng/μg protein extract in both
cell states. Primary CT and ST also expressed AnxA5 in a similar level
with a concentration about three times higher than BeWo cells
(Fig. 2A, middle lanes). We conclude therefore that AnxA5 is expressed
at similar level in human CT and ST.
3.3. Subcellular distribution of endogenous AnxA5 in human trophoblasts
As we previously proposed that the formation of AnxA5 2D array at
plasma membrane damaged sites was responsible for a strengthening
of the membrane preventing the expansion of membrane tears [22],
we investigated the subcellular localization of endogenous AnxA5 in in-
tact and membrane-damaged BeWo cells. In intact cells, we observed
that AnxA5 localizes in the nucleus and in the cytoplasm of BeWo CT
(Fig. 2B, upper line) and BeWo ST (Fig. 2B, bottom line), in agreement
with previous studies in BeWo cells [46] and other cell lines [47]. Prima-
ry CT and ST displayed the same subcellular localization of AnxA5
(Fig. S4). The homogenous distribution of AnxA5 within the cytoplasm
supposes that it localizes in the cytosol. Some BeWo CT exhibited a
stronger staining along the plasma membrane, exclusively localized at
the cell–cell contacts (Fig. 2B, top left, arrowheads). This result corre-
lates with a pleated shape of plasmamembrane, as observed in DICmi-
croscopy (Fig. 2B, top right, arrowheads). This stronger staining most
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likely corresponds to a larger thickness at the contact region between
two cells rather than a membrane localization.
We then assessed the subcellular localization of AnxA5 in laser-
injured BeWo cells. Most previous studies dealing with the dynamics
of intracellular proteins during cell membrane rupture and repair,
have been based on the use of ﬂuorescent fusion proteins [12,16,23].
Nevertheless, it remains elusive how an endogenous protein coupled
to a 30-kDaﬂuorescent proteinmay fully conserve its trafﬁc and protein
interaction properties within the cell. Here we opted for studying resi-
dent endogenousAnxA5using tools developed for correlativemicrosco-
py. BeWo cells were cultured in glass bottom dishes equipped with a
square-patterned coverslip displaying an alphanumerical code in each
square, thus enabling accurate tracking of irradiated cells. After irradia-
tion, cellswereﬁxed, permeabilized and immunostained for AnxA5. The
localization of AnxA5 was studied for various time intervals (from 5 to
15-min) between irradiation and ﬁxation. 5-min after laser injury, en-
dogenous AnxA5 was found to accumulate speciﬁcally at the disruption
site of BeWo CT and ST (Fig. 2C, upper frames). Strikingly, the presence
of AnxA5 at the rupture site was retained in about 50% of cells ﬁxed 15-
min after plasmamembrane disruption (Fig. 2C, bottom frames).When
similar experiments were performed in buffer devoid of Ca2+, we did
not detect the presence of AnxA5 at the disrupted site, indicating its re-
cruitment is strictly Ca2+-dependent (data not shown). It has been re-
ported that intracellular Ca2+ concentration drops rapidly to its initial
Fig. 1. Responses of human trophoblasts to membrane injury by laser irradiation. (A) Sequence of representative images showing the response of a BeWo CT to 110-mW infrared laser
irradiation in the presence of 1 mM Ca2+. (B) Sequence of representative images showing the response of a BeWo CT to 110-mW infared laser irradiation in the presence of 1 mM
EGTA. Before irradiation, cells were washed 3 times in D-PBS devoid of Ca2+ and subsequently incubated in D-PBS supplemented with 1 mM EGTA for 5-min. (C) Sequence of represen-
tative images showing the response of a BeWo ST to 110-mW infrared laser irradiation in the presence of 1 mM Ca2+. In all Figures, the area of membrane irradiation is marked with a
white arrow before irradiation and a red arrow after irradiation. Image frames 1 and 2were recorded 1.6 s before and 1.6 s after irradiation, respectively; Image frames 3–4were recorded
64 s and 120 s after irradiation, respectively, as indicated. Scale bars= 20 μm. (D) Kinetic data represent the FM1−43 ﬂuorescence intensity integrated over whole cell sections, averaged
for 30 cells (+/−SD) and100 cells (+/−SD) for primary and BeWocells, respectively. In the presence of 1-mMCa2+ (+Ca), theﬂuorescence intensities reach a plateauwithin the time of
experiment for BeWo CT (blue ﬁlled circles), BeWo ST (blue empty circles), primary CT (black ﬁlled circles) and primary ST (black empty circles) indicating cell membrane reseals. In the
absence of Ca2+ (−Ca), the ﬂuorescence intensity measured in BeWo CT (blue ﬁlled triangles) increases continuously and is signiﬁcantly larger than for the four other conditions. This
result indicates the absence of membrane resealing. (E) Fluorescence intensity changes (mean values from (D)) were ﬁtted according to the “mono-exponential rise to maximum” equa-
tion. A and τ1/2 refer respectively to themaximal ﬂuorescence intensity and the time required to observe the half-maximum ﬂuorescence intensity. N.A. and a.u. stand for “not applicable”
and “arbitrary unit”, respectively. A and τ1/2 are systematically lower for ST compared to CT, indicating an enhanced ability of ST to reseal damaged plasma membrane.
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level (μMrange) as early as a few seconds aftermembrane resealing [11,
12]. Given that AnxA5 is known to be released from the membrane
when Ca2+ concentration falls below 0.2-mM [48], its presence at dam-
aged membrane site several minutes after resealing suggests that it is
trapped in poorly accessible environments. The size of the ﬂuorescent
area where AnxA5 accumulated remained constant with time, estimat-
ed at 4 (±2)-μm2 and 6 (±3)-μm2 for BeWo CT and BeWo ST, respec-
tively. As we did not observe interaction between AnxA5 and plasma
membrane anywhere else in the irradiated cells, we conclude that resi-
dent endogenous AnxA5 binds exclusively to the disruption site of
laser-injured plasma membrane.
When laser-injured BeWo CT and BeWo ST (data not shown) were
immunostained for AnxA5 without the permeabilization step, we ob-
served that a signiﬁcant part of AnxA5 was accessible to antibodies at
the level of disruption site (Fig. 3). The possibility that antibodies en-
tered the cell due to the action of paraformaldehyde was ruled out by
the absence of staining at other places than the disrupted site. We ob-
served that the size of ﬂuorescent areas formed by endogenous
AnxA5 at disrupted sites in permeabilized (Fig. 2C) and non-
permeabilized cells (Fig. 3, around 4-μm2) were similar. This result indi-
cates that, among the AnxA5 molecules accumulating at the disrupted
site, a large part of them either interacts with the outer leaﬂet of the
plasma membrane as soon as the disruption occurs or interacts with
the inner leaﬂet when rupture is occurring and is excluded from the cy-
tosol when membrane reseals.
3.4. Binding of extracellular AnxA5 to human intact and damaged
trophoblasts
Some studies have reported the existence of AnxA5 in the extracel-
lular milieu [49,50]. In the human placenta, it has been suggested that
extracellular AnxA5may cover the ST layer [51], preventing blood coag-
ulation [52]. We investigated therefore whether AnxA5molecules were
constitutively associatedwith the outer leaﬂet of the plasmamembrane
in non-injured BeWo and primary CT and ST. Live cells were incubated
Fig. 2. Expression and subcellular distribution of endogenous AnxA5 in intact and damaged human trophoblasts. (A) The cellular content of AnxA5 in BeWo CT, BeWo ST, primary CT and
primary ST was quantiﬁed throughWestern blot analysis, by comparison with 50-ng puriﬁed recombinant AnxA5 (Pure A5). 10-μg protein extract were separated on a 10% SDS-PAGE.
AnxA5 and GAPDH (loading control) were respectively detected with a mouse anti-AnxA5 monoclonal antibody and a rabbit anti-GAPDHmonoclonal antibody. The amount of endoge-
nousAnxA5was estimated at 3.5 ng/μg protein extract and 10ng/μg protein extract in BeWo cells and primary trophoblasts, respectively. (B) Subcellular localization of endogenousAnxA5
in intact BeWo CT (upper line) and intact BeWo ST (bottom line) was analyzed by immunocytoﬂuorescence. Cells were observed by ﬂuorescence microscopy for AnxA5 (green) and by
differential interference contrast microscopy (DIC). Scale bar= 50 μm. (C) Subcellular localization of endogenous AnxA5 in damaged BeWo CT (left-hand column) and damaged BeWo ST
(right-hand column) was analyzed by immunocytoﬂuorescence. Cells were irradiated with a 110-mW infrared laser in D-PBS containing 1-mM Ca2+ and ﬁxed in 4% paraformaldehyde
solution 5-min (upper panels) and 15-min (bottom panels) after laser irradiationwas completed. Cells were immunostained for AnxA5 (green) and counterstainedwith DAPI (blue). The
area of membrane irradiation is marked with a red arrow. Scale bar = 10 μm.
Fig. 3. Subcellular localization of endogenous AnxA5 in un-permeabilized laser-injured
BeWo cells. Subcellular localization of endogenous AnxA5 in damaged BeWo CT was ana-
lyzed by immunocytoﬂuorescence without the permeabilization step. Cells were irradiat-
ed with a 110-mW infrared laser in D-PBS containing 1-mM Ca2+ and ﬁxed in 4%
paraformaldehyde solution 5-min (left-hand column) and 15-min (right-hand column)
after laser irradiation was completed. Cells were immunostained for AnxA5 (green) and
counterstained with DAPI (blue). The area of membrane irradiation is marked with a
red arrow. Scale bar = 20 μm.
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45-min with ﬂuorescent monoclonal antibody directed against AnxA5
in the presence of 1-mM Ca2+. Incubation was performed at 4 °C in
order to prevent, or slow down, endocytosis and to reduce unspeciﬁc
entry of antibody into the cell. In these conditions, most BeWo CT
showed no ﬂuorescence at all (Fig. 4A). The only few BeWo CT that
were labeled displayed an altered morphology, characteristic of an apo-
ptotic or necrotic state (Fig. 4A, arrow). Control experiment conﬁrmed
the capacity of anti-AnxA5 antibody to interact with AnxA5 in these
conditions of incubation (Fig. 4B). Similar results were found with pri-
mary CT (Fig. 4C) and ST (Fig. 4D), which allow us to conclude that
AnxA5 is not constitutively present ex vivo at the surface of non-
injured CT and ST.
In order to analyze the behavior of extracellular AnxA5 during cell
membrane rupture, we irradiated BeWo cells in the presence of
exogenously-added Cy5-AnxA5. Before membrane rupture, no AnxA5
staining was observed, indicating the absence of free PS exposed at
the cell surface (Fig. 5, frame 1). As soon as 1.6-s after laser-injury of
BeWo CT, extracellular AnxA5 was observed localizing exclusively at
the disrupted site (Fig. 5, frame 2). Extracellular AnxA5 continued to ac-
cumulate at the disruption site for at least 1-min after laser irradiation
(Fig. 5, frame 3–4). Similar results were obtained with BeWo ST
(Fig. S5).
Since intact ST and CT do not expose PS at the cell surface, we con-
clude that binding of exogenous AnxA5 to membrane damaged areas
in laser-irradiated cells reﬂects the transient and local exposure of PS
molecules present in the inner leaﬂet of the plasma membrane.
We conclude also that both endogenous and exogenous AnxA5
molecules are able to be recruited at disruption site within 2‐ s after
membrane injury.
3.5. Membrane repair ability of human AnxA5-deﬁcient trophoblasts
In order to investigate the possible consequences of the absence of
endogenous AnxA5 for membrane repair in trophoblastic cells, BeWo
CT were transfected with AnxA5-targetting siRNAs. 48-h after two suc-
cessive siRNA transfections, the content of endogenous AnxA5 in BeWo
CT dropped by 90 ± 6% (n = 7), reaching a residual concentration of
0.3 (±0.08) ng/μg total protein extract (Fig. S6A). Immunocytochemis-
try analysis showed that transfected BeWo CT population was
homogenously affected by AnxA5 knock-down (Fig. S6B).
When siRNA-transfected BeWo CT were submitted to cell mem-
brane disruption, two types of response were observed. Most of
transfected BeWo CT (67%) exhibited a large and deep entry of FM1–
43 (Fig. 6A, upper panel), characterized by a strong and continuous in-
crease of intracellular ﬂuorescence intensity during the time of
experiment (Fig. 6B, empty circles). This result indicates a defect of
membrane resealing. The remaining 33% of cells behaved like un-
transfected BeWo CT with an entry of FM1–43 limited to an area close
to the plasmamembrane (Fig. 6A, bottompanel), and a plateau of intra-
cellular ﬂuorescence intensity after about 100-s (Fig. 6B, ﬁlled circles);
the repair kinetic parameters of these cells (Fig. 6C) were similar to
those measured for un-transfected cells (Fig. 1E). The fact that about
one third of cells within transfected cell population showed an efﬁcient
repair is likely to reﬂect the fact the transfection yield is not 100% and
that some cells conserve a residual concentration of AnxA5 sufﬁcient
for achieving membrane resealing. We conclude therefore that the ab-
sence of endogenous AnxA5 leads to a defect of membrane repair in
BeWo CT.
Several strategies were developed in order to establish AnxA5-
deﬁcient BeWo ST. We ﬁrst tried to transfect BeWo CT with AnxA5-
targetting siRNAs and subsequently to induce cell fusion by the addition
of 8-BrcAMP. These cells were unable to fuse (data not shown). This ob-
servation indicates that AnxA5may play a role in fusion of trophoblastic
cells as it was proposed for myoblasts [53]. We also tried to transfect
BeWo ST directly. However, the short lifetime of BeWo ST, together
with their relative fragility, prevented us from obtaining a signiﬁcant
amount of viable cells. In addition BeWo ST surviving transfection
steps exhibited a low decrease (inferior to 5%) of endogenous AnxA5
amount (data not shown). In order to overcome this problem,we decid-
ed to use shRNA lentiviral transduction strategy, which is particularly
adapted for non-dividing cells. When BeWo ST were transduced with
AnxA5-targetting shRNA lentiviral particles, we observed that most
cells (75%) were unable to reseal laser-injured plasma membrane
(Fig. 7A, upper panels and Fig. 7B, blue empty circles).Membrane repair
was observed for the remaining 25% of cells (Fig. 7A, bottom panels and
Fig. 7B, blue ﬁlled circles), which nevertheless exhibited a slower
resealing characterized by kinetic parameters with A = 24.9 a.u. and
τ1/2 = 11.5 s (Fig. 7C, A5-shRNA, 25%) instead of 9.8 a.u. and 10.2 s for
BeWo ST transduced with lentiviral particles containing a scrambled
shRNA sequence (Fig. 7B, black ﬁlled circles and Fig. 7C, ctrl).
We conclude that the absence of endogenous AnxA5 in human tro-
phoblasts, at both CT and ST levels, leads to a defect inmembrane repair.
3.6. Which mechanism ensures lesion removal in human trophoblasts?
During the course of this study we made the following observation
that provides novel insight on the process of lesion removal. We ob-
served with about half of BeWo and primary ST that the lipid material
accumulated at the disrupted sitewas released from the cell aftermem-
brane resealing (Fig. 8). Two modus operandi were observed: either a
Fig. 4. Assessment of the presence of AnxA5 at the surface of human trophoblasts. Living BeWo CT (A and B) and primary CT (C) and ST (D) were incubated with monoclonal anti-AnxA5
antibody coupled to Alexa-488 for 45-min at 4 °C in the presence of Ca2+ (A, C andD). As control, a batch of BeWo CTwas ﬁxed, permeabilized and immunostained for AnxA5 in the same
conditions (B).White arrows point out two cells and/or cell debrisﬂoating in themedium. No AnxA5was detectable at the surface of human trophoblasts ex vivo (A, C and D). Scale bar=
40 μm.
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large fragment (about 100-μm2) containing the wounding site moved
away from the cell (Fig. 8A) or the area containing the disrupted site
crumbled through membrane debris (about 5-μm2) release (Fig. 8B
and C). We observed that release of lipid material from the disrupted
area began from 1-min or later after membrane disruption (Fig. 8, see
also Fig. 1C), indicating that this process may correspond, not to
Fig. 5. Binding of extracellular AnxA5 to the disrupted site of injuredmembrane. Simultaneous recording in ﬂuorescence microscopy (upper panels) and bright ﬁeld microscopy (bottom
panels) of a BeWo CT submitted to 110-mW laser-induced membrane rupture in the presence of 3-μg/ml Cy5-AnxA5 (white) diluted in D-PBS containing 1-mM Ca2+. The area of mem-
brane irradiation ismarkedwith awhite arrowbefore irradiation and a red arrow after irradiation. Image frames 1 and 2were recorded 1.6 s before and 1.6 s after irradiation, respectively;
Image frames 3 and 4were recorded 64 s after irradiation. Image frame 4 is a high-magniﬁed image from frame 3. Extracellular AnxA5 binds exclusively at the disrupted site of the injured
membrane. Scale bars = 20 μm.
Fig. 6. Responses of AnxA5-deﬁcient BeWo CT to cell membrane injury. (A) Sequences of representative images showing the response of BeWo CT transfected with AnxA5-targetting
siRNA to 110-mW infared-laser irradiation in the presence of 1-mM Ca2+. Image series show two types of response: a minor fraction (about 33%, bottom panels) responds as observed
for un-transfected cells with an entry of FM1–43 limited to a small area near the disruption site. A major fraction (about 67%, upper panels) presents a large increase of intracellular ﬂuo-
rescence intensity indicating the absence ofmembrane resealing. The area ofmembrane irradiation ismarkedwith awhite arrowbefore irradiation and a red arrow after irradiation. Image
frames 1 and 2 were recorded 1.6 s before and 1.6 s after irradiation, respectively; Image frames 3–4 were recorded 64 s and 120 s after irradiation, respectively. Scale bars = 20 μm.
(B) Kinetic data represent the FM1–43 ﬂuorescence intensity integrated over whole cell sections, averaged for about 100 cells (+/−SD). For the minor fraction (33%, ﬁlled circles), the
ﬂuorescence intensity reaches a plateau within the time of experiment indicating cell membrane reseals. For themajor fraction (67%, empty circles), the ﬂuorescence intensity measured
in AnxA5-targetting siRNA transfected BeWo CT increases continuously indicating the absence of membrane resealing. Fluorescence intensity changes (data from (B))were ﬁtted accord-
ing to the “mono-exponential rise tomaximum” equation.Mean values frommembrane repair assayswere used for this curve ﬁtting. N.A. and a.u. stand for “not applicable” and “arbitrary
unit”, respectively.
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resealing mechanism, but to lesion removal. The 50% of remaining
BeWo ST and all BeWo CT exhibited no beginning of wounded mem-
brane release within the 2-min range of the membrane repair assay.
Further investigations are required to determine what happens for
these cells over a longer period.
4. Discussion
4.1. Human trophoblasts present an efﬁcient repair machinery
The present study shows that ST reseal cell membrane disruption of
μm2-size within 30-s. This fast membrane resealing highlights the criti-
cal role of membrane repair processes for ST. Indeed, these syncytial
cells, which form the outer layer of the trophoblastic tissue and pro-
trude asﬁnger-shaped villi inmaternal blood, require protection and re-
pair mechanisms in order to counteract the mechanical constraints
induced by the shearing forces exerted bymaternal circulation. Further-
more, ST are submitted to the continuous supply of cellular material
provided by the fusion of underlying CT. Aging cytoplasmic content
and nuclei are clustered and shed into thematernal circulation through
ST-derived particles in 3–4 weeks [28,54]. It has been estimated that
around 1 × 108 ST-derived particles are shed over the entire gestational
period [25,29,31]. The molecular mechanism ensuring the formation of
these particles and the required process of membrane repair after shed-
ding, are poorly understood. A particular aspect to consider is that the
various types of damages that may affect the ST plasma membrane
will result in the exposure of PS-containing membranes to maternal
blood. In view of the pro-coagulant properties of PS-exposing mem-
branes, efﬁcient mechanisms of membrane repair must operate in the
placenta to prevent onset of blood coagulation, which could be life-
threatening for the fetus.
The present study shows also that CT, although they are not in con-
tact with maternal blood, reseal cell membrane disruption of μm2-size
within 100-s. The development and regeneration of ST require the fu-
sion of underlying CT. By providing ST with a large part of their cellular
content, CTmay offer themain components of the repairmachinery. It is
noteworthy that dysferlin, a major membrane repair protein in skeletal
muscle, may be lacking in CT [32]. This ﬁnding raises the essential issue
of the role played by dysferlin in membrane repair in these cells. The
possibility that the absence of dysferlin may be compensated by the
presence of myoferlin [55] should be investigated.
4.2. AnxA5 promotes membrane resealing in human trophoblasts
Annexins have been shown to participate in membrane repair pro-
cesses in numerous studies [20–23]. In this study, we focused our atten-
tion on AnxA5, because it is expressed at high level in the placenta, and
because we reported previously its role in membrane resealing in mu-
rine perivascular cells [22]. CT and ST, rendered deﬁcient in AnxA5 by
RNA interference, suffer from a severe defect inmembrane resealing, in-
dicating that AnxA5 is a crucial component of the repair machinery in
human trophoblasts. In a few seconds after membrane injury,
Fig. 7.Responses of AnxA5-deﬁcient BeWo ST to cellmembrane injury. (A) Sequences of representative images showing the response of BeWo ST transducedwith lentiviral particles con-
tainingAnxA5-targetting shRNA to 110-mWinfared-laser irradiation in thepresence of 1-mMCa2+. Image series show two types of response: aminor fraction (about 25%, bottompanels)
exhibits an increase of intracellular ﬂuorescence, which stops within 1-min, indicating cell membrane reseals. A major fraction (about 75%, upper panels) presents a large increase of in-
tracellular ﬂuorescence intensity indicating the absence of membrane resealing. The area of membrane irradiation is marked with a white arrow before irradiation and a red arrow after
irradiation. Image frames 1 and 2 were recorded 1.6 s before and 1.6 s after irradiation, respectively; Image frames 3–4 were recorded 64 s and 120 s after irradiation, respectively. Scale
bars= 20 μm. (B) Kinetic data represent the FM1–43 ﬂuorescence intensity integrated over whole cell sections, averaged for about 30 cells (+/−SD). For the minor fraction of BeWo ST
transduced with AnxA5-shRNA (A5-shRNA) lentiviral particles (25%, blue ﬁlled circles), the ﬂuorescence intensity reaches a plateau within the time of experiment indicating cell mem-
brane reseals. For the major fraction (75%, blue empty circles), the ﬂuorescence intensity increases continuously indicating the absence of membrane resealing. Kinetic data representing
the response of BeWo ST transducedwith lentiviral particles containing a scrambled shRNA are displayed (ctrl, blackﬁlled circles). (C) Fluorescence intensity changes (data from (B))were
ﬁtted according to the “mono-exponential rise to maximum” equation. The parameters were calculated for kinetic data of BeWo ST transduced with AnxA5-shRNA (A5-shRNA, 25%) and
scrambled shRNA (scr-shRNA, ctrl) lentiviral particles, which exhibitedmembrane resealing.Mean values frommembrane repair assayswere used for this curve ﬁtting. N.A. and a.u. stand
for “not applicable” and “arbitrary unit”, respectively.
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endogenous AnxA5 is speciﬁcally recruited, in a Ca2+-dependent man-
ner, to the disruption site, where it is retained several minutes after
membrane resealing. This result is consistent with the model we have
proposed previously [22]. AnxA5, triggered by the local increase in
Ca2+ entering the cell at mM-concentration, binds to PS molecules ex-
posed at the edges of torn membranes, where it may self-assemble
into 2D arrays. The formation of AnxA5 2D array may strengthen the
membrane and prevent the expansion of the tear, by counteracting
membrane tension due to the cortical cytoskeleton. The intracellular
Ca2+ concentration has been found to drop rapidly after membrane
resealing [11,12], at a level that is incompatible with AnxA5 binding to
PS. The presence of AnxA5 several minutes after membrane resealing,
suggests therefore it is trapped in a lipid environment where Ca2+ re-
mains at mM concentration.
4.3. Which mechanisms ensure membrane resealing and lesion removal?
Inwounded human trophoblasts, a large amount of lipidmaterial ac-
cumulating at the disrupted site is detected as early as a few seconds
aftermembrane disruption. Even if the nature of accumulating lipidma-
terial is not determined in our experiments, the variation of intracellular
FM1–43ﬂuorescence intensity (see for instance Fig. 1C) suggests the cy-
toplasmic origin of this lipid material. Two main models of cell mem-
brane repair are currently proposed. The classical model relies on
Ca2+-triggered fusion of intracellular vesicles, which may form a lipid
patch enabling membrane resealing via an exocytosis-like process [5,
7,8]. Besides, a new model has been recently proposed: Ca2+ entry
through membrane disruption triggers exocytosis of lysosomes, which
secrete acid sphingomyelinase in the extracellularmilieu. Subsequently,
hydrolysis of phosphorylcholine head group of sphingomyelin activates
endocytosis, which mediates lesion removal [56,57]. It is unlikely that
the fast membrane resealing observed in ST may be accomplished
through ceramide-driven invagination induced by exocytosis of lyso-
somal enzymes. For instance, it was observed that secretion of signiﬁ-
cant amount of acid sphingomyelinase can take up to several minutes
[57], inconsistent with a fast membrane resealing, in the second range.
In addition, through speciﬁc binding to the disrupted site as early as a
few seconds after membrane disruption, AnxA5 is a good reporter of
the lesion fate. In most trophoblasts, AnxA5 is retained at the irradiated
membrane region several minutes after membrane resealing. All to-
gether, these results prompt to propose that the formation of a lipid
patch is likely responsible for membrane resealing in human
trophoblasts.
Concerning the lesion removal in injured human trophoblasts, we
frequently observed the shedding either of a large piece (about 100-
μm2) including the disrupted site or of burst of μm2-size membrane de-
bris from the lesion. This lesion removal begins at the earliest 1-min
after membrane wounding. If released particles were already detected
from SLO-perforated HEK293 cells [58], we report here, to our knowl-
edge, the ﬁrst direct evidence of the release of the plasma membrane
wound.
5. Concluding remarks
Here we show that AnxA5 plays a central role in trophoblast mem-
brane repair by promoting membrane resealing. We propose that the
resealing process is primarily based on the formation of a lipid patch
and that the lesion removal is managed through the release into the ex-
tracellular milieu of membrane material containing the wounded site.
Whatever the membrane repair mechanism, we propose that AnxA5
achieves a universal and ubiquitous function, strengthening wounded
plasma membrane through an early binding to the disrupted site after
membrane injury. This binding prevents the extension of the tear by
counteracting membrane tension due to the cortical cytoskeleton.
Fig. 8. Lesion removal of BeWo ST after cell membrane injury. (A) and (B) display two sequences of representative images showing two types of lesion removal from the disruption site of
laser-injured BeWo ST. Cell membrane injury was performed through 110-mW infrared laser irradiation in the presence of 1 mM Ca2+. In all ﬁgures, the area of membrane irradiation is
markedwith awhite arrow before irradiation and a red arrow after irradiation. Image frames 1 and 2were recorded 1.6 s before and 1.6 s after irradiation, respectively; Image frames 3–4
were recorded 64 s and 120 s after irradiation, respectively. In (A) the white arrowhead point out the removal of a large membrane fragment containing the disrupted site. In (B) the red
square surrounds the area displayed in (C). Scale bar= 20 μm. (C) Two different time lapses showing the shedding of two successivemembrane-derived debris (white arrowheads) from
the disrupted site of the laser-injured BeWo ST displayed in (B). Scale bar = 10 μm.
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Several annexins have been shown to participate in plasma membrane
repair [20–23,59], suggesting the annexin family forms an emergency
team that orchestrates the cell membrane repair machinery, by
protecting cells against the direct and collateral effects of plasma mem-
brane rupture. Implication of other annexins, apart from AnxA5, in tro-
phoblast membrane repair remains to be investigated. Furthermore,
similarities and differences in mechanisms ensuring membrane repair
in trophoblasts and other cell types remain elusive.Most studies dealing
withmembrane repair have focused until now on skeletal muscle, since
it has been demonstrated that defect in membrane repair leads to mus-
cular dystrophy [13,14,24]. Although a relationship between defective
membrane repair and placental pathologies has not yet been clearly
established, it is noteworthy that severe pre-eclampsia is associated
with an expression of the trophoblastic dysferlin, a major component
of the muscle repair machinery, dropped by 38% [38].
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a b s t r a c t
Annexins are soluble proteins that bind to biological membranes containing negatively charged phos-
pholipids, principally phosphatidylserine, in a Ca2þ-dependent manner. Annexin-A5 (AnxA5), the
smallest member of the annexin family, presents unique properties of membrane binding and self-
assembly into ordered two-dimensional (2D) arrays on membrane surfaces. We have previously re-
ported that AnxA5 plays a central role in the machinery of membrane repair by enabling rapid resealing
of plasma membrane disruption in murine perivascular cells. AnxA5 promotes membrane repair via the
formation of a protective 2D bandage at membrane damaged site. Here, we review current knowledge on
cell membrane repair and present recent ﬁndings on the role of AnxA5 in membrane resealing of human
trophoblasts.
© 2015 Published by IFPA and Elsevier Ltd.
1. Annexin-A5
Annexins are soluble proteins present in eukaryotes andabsent in
yeasts and prokaryotes [1]. Vertebrates have in common twelve
annexins, named annexin A1eA13 (AnxA1eAnxA13, the number 12
being non-assigned). Annexins share the property of binding to
membranes exposing negatively charged phospholipids in a Ca2þ-
dependent manner [1,2]. They are formed by a four-fold repeat
(eight-fold for AnxA6) of a 70 amino-acid domain, highly conserved
in sequence, and by a variable amino-terminal (Nt) domain which
contains phosphorylation sites and binding sites for various molec-
ular partners and is assumed to be responsible for the functional
speciﬁcity of annexins [2]. Following the determination of AnxA5
structure by X-ray crystallography [3], atomic models have been
obtained for many other annexins [4]. Annexins present a common
membrane-binding core formed by the cyclic arrangement of the
four conserved 70 amino-acid-longdomains (Fig.1). Themembrane-
binding core has the shape of a slightly curved rhomboid with a
convex membrane-binding face where Ca2þ-binding loops are
exposed, and a concave face fromwhich protrudes the Nt domain.
Membrane binding is mediated via four to eight Ca2þ-binding
sites located on the convex face. Annexin binding presents little
speciﬁcity for anionic lipid head-groups, yet the Ca2þ concentration
required for binding varies considerably between annexins [5,6].
Most in vitro membrane binding studies on annexins have been
performed with membrane systems containing phosphatidylserine
(PS), which is the major negatively charged phospholipid in
eukaryotic cell membranes [7]. Binding of annexins to membrane
surfaces is very tight and depends on the content in negatively
charged phospholipids and the Ca2þ concentration [8e10]. Equilib-
riumbinding constants of the order of 10 fMhave beenmeasured for
AnxA5 and membrane vesicles containing 25% PS at 1 mM Ca2þ [9].
At the functional level, annexins have been shown to participate
in numerous membrane-related processes, including exo- and
endo-cytosis, vesicle trafﬁcking, regulation of blood coagulation
and inﬂammation, membrane aggregation and fusion, or the
regulation of membrane dynamics and organization [2,11]. Strik-
ingly, although annexins do not possess a secretory signal peptide,
several of them have been found both intracellularly and extra-
cellularly. Actually, the best deﬁned functions of annexins concern
extracellular AnxA1, AnxA2 and AnxA5, which possess anti-
inﬂammatory [12], pro-ﬁbrinolytic [13] and anti-thrombotic
[14,15] activities, respectively.
A remarkable property of several members of the annexin
family -including AnxA5, AnxB12 (from hydra), AnxA4, AnxA6 and
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the (AnxA2-p11)2 tetramer complex-is to self-organize into two
dimensional (2D) arrays at the level of biological membranes
[16e19]. This property has been mostly investigated in the case of
AnxA5, which is the smallest annexin and consists only of the
conserved membrane-binding core of annexins. Extensive studies
by electron microscopy [16e19] and atomic force microscopy
[10,20,21] have revealed the successive steps involved in the for-
mation of AnxA5 2D crystals on a membrane surface (Fig. 2). When
soluble AnxA5 molecules encounter a membrane containing
negatively charged phospholipids in the presence of Ca2þ, mono-
meric AnxA5molecules bind to the membrane surface, membrane-
bound AnxA5 assemble rapidly into trimers [22] which self-
organize into 2D ordered arrays, even at low surface density [10].
Two main types of crystals are formed by AnxA5 depending on the
PS content and the Ca2þ concentration. At low and medium PS
content (5e20%), open hexagonal arrays with p6 symmetry form
and are stable, while crystals with p3 symmetry predominate at
high PS-content (40%) and high Ca2þ concentration [10,23,24].
Given the central roles played by self-assembly processes in the
construction of supra-molecular structures essential for cell's life,
e.g. cell membranes, microtubules or virus capsids to name a few,
the unique tendency of AnxA5 to self-assemble into 2D arrays on
membranes in the presence of mM Ca2þ opened the hypothesis
that these 2D arrays could support a cellular function. This has led
ultimately to the discovery of the role of AnxA5 2D arrays in cell
membrane repair, as described below.
2. Cell membrane repair
Cells frommany tissues, such as skeletal or cardiac muscle, skin,
gut epithelium or vascular endothelium, are exposed to mechanical
stress in physiological conditions. This results often in the forma-
tion of tears in cell membrane [25]. Membrane rupture is followed
by a rapid increase in the intracellular Ca2þ concentration, which is
in the mM range in cell resting state while the extracellular Ca2þ
concentration is in the mM range. The rise in intracellular Ca2þ
concentration activates a repair machinery that ensures a rapid
resealing and repair of membrane ruptures [26]. Failure in mem-
brane resealing may lead to cell death and contribute to the
development of degenerative diseases, such as muscular dystro-
phies [27]. According to current models of cell membrane repair
[25,28], membrane resealing is an active process that requires
extracellular Ca2þ, intracellular vesicles and a step of Ca2þ-depen-
dent exocytosis [26]. Although small disruptions may be resealed
spontaneously in synthetic liposomes, the presence of a cortical
cytoskeleton in cells creates considerable membrane tensionwhich
prevents passive resealing (Fig. 3A).
Three main mechanisms of membrane repair have been pro-
posed, which include the steps of membrane resealing and lesion
removal. The classical model from McNeil and collaborators in the
late 1990s proposed that the increase of intracellular Ca2þ con-
centration triggered the fusion of intracellular vesicles and the
formation of a lipid patch enabling the membrane to reseal via an
exocytosis-like process (Fig. 3B) [29,30]. McNeil and coworkers
Fig. 1. Structure of soluble AnxA5. (Top) 3D structure of an AnxA5 molecule observed
from the concave side, along a direction perpendicular to the membrane plane. AnxA5,
the smallest annexin, presents four a-helical domains, numbered I to IV [3]. (Bottom)
Side view of an AnxA5 molecule. Four Ca2þ ions are represented, one per a-helical
domain (red dot). The approximate position of the membrane surface is indicated (blue
line). These ﬁgures were created with PyMOL (http://pymol.org) from PDB code 1AVR.
Fig. 2. 2D self-assembly of AnxA5 on a negatively charged phospholipid surface. Three successive steps take place when soluble AnxA5 molecules encounter a membrane con-
taining negatively charged phospholipids, mainly phosphatidylserine (PS), in the presence of Ca2þ: 1) monomeric AnxA5 molecules bind to the membrane in a Ca2þ-dependent
manner; 2) membrane-bound AnxA5 molecules form trimers; 3) trimers self-assemble into 2D ordered arrays, of p6 or p3 symmetry. This model is mainly based on electron
microscopy and atomic force microscopy studies. The three upper panels display the nucleation, the crystal growth and the p6/p3 transition steps, as observed in atomic force
microscopy.
Adapted from Ref. [10].
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Fig. 3. Models of cell membrane repair. (A) In synthetic liposomes small disruptions is resealed spontaneously (upper panel). In contrast, considerable membrane tension due to the
cortical cytoskeleton prevents passive resealing in nucleated cell (lower panel). Adapted from Ref. [40]. (B) The lipid patch hypothesis. Ca2þ inﬂux triggers fusion of intracellular
vesicles, which form a lipid patch. Through an exocytic-like process, the patch reseals the disrupted site. Adapted from Ref. [28]. (C) Lesion removal through ceramide-driven
invagination. Bacterial toxins insert into cell plasma membranes and form pores (red) leading to the entry of Ca2þ which activates lysosome exocytosis and secretion of acid
sphingomyelinase (ASM). The hydrolysis of sphingomyelin head groups induces ceramide-driven invagination and lesion removal via an endocytic process. Adapted from Ref. [34]
(©2010 Tam et al. Journal of Cell Biology. 189:1027e1038. doi:10.1083/jcb.201003053). (D) Lesion removal by membrane shedding. Ca2þ inﬂux through a toxin-induced pore ac-
tivates annexins (blue diamonds) translocation to the plasma membrane. Annexins induce membrane folding which leads to the formation of an outward curvature and the release
of microparticles into the extracellular milieu.
Adapted from Ref. [65].
Fig. 4. AnxA5 promotesmembrane repair in perivascular cells. Responses of wild-type (A) and AnxA5-null (B)murine perivascular (PV) cells after laser irradiation in the presence of 2mM
Ca2þ. (A) Image series showing the response of a wild-type (wt) PV cell. The cell presents an increase of cytoplasmic ﬂuorescence intensity limited to an area closed to the wounding site.
Bar ¼ 10 mm. (B) Response of an AnxA5-null PV cell. The cell presents a macroscopic membrane rupture at the irradiated area and a large increase of cytoplasmic ﬂuorescence intensity.
Bar¼ 10 mm. In all frames, the area ofmembrane irradiation ismarkedwith awhite arrowbefore irradiation and a red arrowafter irradiation. Image frames1 and2were recorded 1.6 s before
and1.6safter irradiation, respectively, as indicated. (C)KineticsofFM1-43ﬂuorescence intensity increase forwt-PVcells (ﬁlledcircles) andAnxA5-null PVcells (emptycircles) aftermembrane
damage.Forwt-PVcells, theﬂuorescence intensity reachesaplateauafterabout90s, indicatingcellmembranehas resealed stopping furtherentranceof FM1-43molecules. ForAnxA5-null PV
cells, the ﬂuorescence intensity increases continuously, indicating the absence of membrane resealing.
Adapted from Ref. [49].
hypothesized that several fusion pores formed between the edges
of the patch and the plasma membrane surrounding the disruption
site, similarly to the “vertex” fusion process observed when two
yeast vacuoles fuse [31]. Complete connection between the patch
and the plasma membrane may be created by lateral expansion of
the fusion pores. While membranes of the patch, together with the
residual wounded plasma membrane, are mostly released into the
extracellular milieu, the lower membrane portion of the patch may
restore cell membrane at the wounded site [28]. Most early in-
vestigations that led to the ‘lipid patch’ hypothesis did not use
speciﬁc markers ensuring the identiﬁcation of injury-induced
intracellular vesicles [29,30], preventing the determination of
their endo- or exo-cytic origin. Lysosomes were the ﬁrst intracel-
lular vesicles proposed to participate in membrane resealing [30].
They were thought to contribute to the lipid patch formation until
the detection of lysosomal marker Lamp1 revealed a punctate
distribution surrounding the disrupted site, inconsistent with the
localization of lysosomes in the patch [32]. Actually, the entry of
Ca2þ into wounded cells triggers not only lysosome exocytosis but
also a form of endocytosis [33], which is induced by the secretion of
lysosomal acid sphingomyelinase [34]. Exogenously-added acid
sphingomyelinase enables plasma membrane repair even in the
absence of Ca2þ [35]. Based on this, a new model has emerged
according to which Ca2þ entry through a membrane disruption
activates the exocytosis of lysosomes, which secrete acid sphingo-
myelinase in the extracellular milieu. Subsequently, hydrolysis of
the phosphorylcholine head groups of sphingomyelin trigger
ceramide-driven membrane invagination giving rise to the lesion
removal by endocytosis (Fig. 3C) [33,34,36].
In addition, the processes of membrane resealing and lesion
removal can also be achieved by microvesicule shedding (Fig. 3D)
[37e39]. These processes may involve the ESCRT machinery [39] or
neutral sphingomyelinase that triggers ceramide production in the
inner leaﬂet of plasma membrane giving rise to an outward cur-
vature (Fig. 3D) [40].
The implementation of one or a combination of membrane
repair mechanisms depends probably on the size and the type of
injury. It is noteworthy that the emerging models based on the
lysosomal enzyme-induced endocytosis rely mostly on the obser-
vation of toxin-treated cells, whilemost studies that led to the ‘lipid
patch’ hypothesis have been conducted on cells submitted to me-
chanical tears. Major differences are expected with regards to
molecular consequences induced by these two types of injury,
which may explain the various operating processes of membrane
repair.
Several proteins of the membrane repair machinery have now
been identiﬁed. Dysferlin has been shown to participate in the
membrane fusion step of the repair process [41,42]. Mutations of
the dysferlin gene are responsible for muscular dystrophies [41,43].
Several dysferlin-binding proteins have also been identiﬁed,
including MG53, AHNAK, calveolin-3, calpain-3, as well as several
annexins [42,44,45]. In mouse primary muscle cells, AnxA1 and
AnxA2 have been proposed to trigger the recruitment and fusion of
intracellular vesicles during the lipid patch formation and promote
its attachment to the plasma membrane, by interacting with dys-
ferlin [42]. On the other hand, in dysferlinopathic mice that present
a defect in membrane repair, it has been shown that AnxA1eAnxA2
do not interact with dysferlin. In the zebraﬁsh skeletal muscle,
membrane repair has been shown to involve the controlled and
sequential assembly of a highly ordered scaffold comprising dys-
ferlin, AnxA6, AnxA2 and AnxA1 [46]. The membrane repair ma-
chinery is therefore becoming unraveled, although the speciﬁc role
of each component and their interplay remain largely to be eluci-
dated. Unlike dysferlin, which has been found to facilitate the
secretion of acid sphingomyelinase [47], most proteins of the repair
machinery were analyzed solely according to the lipid patch model.
Future investigations might consider their participation in mem-
brane repair in the light of the emerging models.
3. Discovery of the role of AnxA5 in membrane repair
In view of the 2D self-assembly properties of AnxA5, we
wondered whether AnxA5 and its 2D arrays could play a role in
membrane repair. This question was ﬁrst addressed at the level of
mouse perivascular cells, for which an AnxA5 knock-out cell line
had been established [48]. We compared the responses to mem-
brane damage of wild-type cells expressing AnxA5 and cells lacking
AnxA5 [49]. A well-established procedure of membrane rupture by
laser irradiation was applied, while membrane repair was assessed
by measuring the entrance within the cell of FM1-43, a dye that
becomes ﬂuorescent upon inserting into intracellular membranes
[41]. Wild-type cells were able to repair membrane ruptures
spontaneously and rapidly. In contrast, cells lacking AnxA5
exhibited a defect in their machinery of membrane repair (Fig. 4).
The addition of exogenous AnxA5 was shown to restore membrane
repair ability, while an AnxA5 mutant lacking the property of 2D
self-assembly failed to promote membrane resealing. This study
established that AnxA5 plays a central role in the membrane repair
machinery by forming a 2D bandage at the level of torn membrane
edges, thus preventing the expansion of membrane wound and
facilitating the ﬁnal steps of membrane resealing (Fig. 5) [49].
Fig. 5. Model of the function of AnxA5 in membrane repair. (A) Intact cell membrane.
The extracellular and intracellular milieus differ by their high versus low Ca2þ con-
centrations, and the absence versus presence of AnxA5 (red rods) and PS (green
spheres), respectively. (B) Local rupture of a cell membrane. Forces resulting from
membrane tension tend to expand the tear laterally (black arrows). (C, D) The for-
mation of AnxA5 2D arrays at the torn membrane edges stops the expansion of the
wound. Upon membrane rupture, a microenvironment is formed where the intra- and
extra-cellular milieus mix, providing optimal conditions for the formation of tight
complexes between Ca2þ, PS and AnxA5. AnxA5 molecules bind to PS molecules
exposed at ruptured membrane edges, form trimers and 2D arrays. These AnxA5 2D
self-assemblies stabilize the membrane and stop expansion of the rupture. (D) Top
view of a membrane disruption with AnxA5 2D arrays surrounding the rupture.
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4. AnxA5 promotes membrane resealing in human
trophoblasts
Annexins are abundant in the placenta where they represent
about 1% of total proteins [50e52]. AnxA5 was discovered in the
placenta and named initially PAP-1, for placental anti-coagulant
protein-1 [53].
The multinucleated syncytiotrophoblast (ST) layer covering the
surface of the placenta and bathing in maternal blood is the site of
numerous placental functions and plays a major role throughout
pregnancy [54e56]. The ST layer expands through the continuous
recruitment by fusion of underlying progenitor cytotrophoblasts
(CT), and is therefore regenerated along pregnancy. The ST apical
membrane that faces maternal blood is made of abundant but
fragile microvilli. These microvilli are subjected to shear stresses
from the maternal blood ﬂux within the intervillous space, which
result in numerous events of membrane rupture. In addition, the
syncytial surface delivers into the maternal blood numerous ST-
derived particles named either syncytial knots or sprouts [57]. An
exacerbated deportation of trophoblast knots and sprouts into
maternal blood is observed in preeclampsia, which is responsible
for an inﬂammatory response of maternal endothelial cells directly
involved in the physiopathology of preeclampsia [58,59]. The un-
expected presence in STof dysferlin, a cell membrane repair protein
hitherto considered speciﬁc to skeletal muscle, suggested the ex-
istence of a plasma membrane repair machinery in the placenta
[60]. The molecular mechanisms leading to the shedding of ST-
derived particles and the required processes of membrane repair
in the placenta are yet poorly understood.
In view of the role of AnxA5 in membrane repair and the high
amount of AnxA5 in human placenta, we hypothesized that AnxA5
may also play a role in membrane repair of human trophoblasts
[61]. We showed that wild-type ST reseal mm2-size membrane
disruptions rapidly, within 30 s, whereas cells lacking AnxA5 fail to
reseal membrane ruptures (Fig. 6A). Similar results were obtained
for CT [61]. It is unlikely that the fast membrane resealing observed
in ST is accomplished through ceramide-driven invagination
induced by exocytosis of lysosomal enzymes. For instance, it was
observed that secretion of signiﬁcant amount of acid sphingo-
myelinase can take up to several minutes [34], which is inconsistent
with membrane resealing occurring in the second range. Our re-
sults suggest that membrane resealing in human trophoblasts oc-
curs via the formation of a lipid patch.
Wild-type ST express AnxA5, which is homogenously
distributed within the cell, in both the cytoplasm and the nu-
cleus. Few seconds after membrane injury, cytosolic AnxA5 -as
well as extracellular AnxA5-is recruited to the disruption site,
where it is retained several minutes after membrane resealing
(Fig. 6B). The intracellular Ca2þ concentration has been found to
drop rapidly after membrane resealing [37,39], at a level that is
inconsistent with AnxA5 binding to PS. The presence of AnxA5 at
the disrupted site several minutes after membrane resealing
suggests therefore that it is trapped in a lipid environment where
Ca2þ remains at mM concentration. Frequently, the lipid material
accumulated at the disruption site of ST was found to detach
from the cell, either as a large fragment (about 100-mm2, Fig. 6C)
or as membrane debris (about 5-mm2 [61]). Importantly, this
process was observed to start after completion of membrane
Fig. 6. AnxA5 promotes membrane resealing in human trophoblasts. (A) Representative images showing the response of a wild-type BeWo ST (left-hand panel) and an AnxA5-
deﬁcient BeWo ST (middle panel) 120 s after 110-mW infrared-laser irradiation in the presence of 1 mM Ca2þ. Whereas the human choriocarcinoma BeWo cell line remains as
mononucleated cells in free-cAMP growth condition, cell differentiation and fusion occur in the presence of 100-mM 8-Br-cAMP for 48 h, forming large multinucleated cells (referred
as BeWo ST). AnxA5-deﬁcient BeWo ST were obtained by transductionwith lentiviral particles containing AnxA5-targetting shRNA [61]. The area of membrane irradiation is marked
with a red arrow (also in B, C). Bars ¼ 20 mm (right-hand panel) For wild-type cells (ﬁlled circles) the FM1-43 ﬂuorescence intensity reaches a plateau after about 30 s, indicating cell
membrane resealing. For AnxA5-deﬁcient cells (empty circles), the ﬂuorescence intensity increases continuously, indicating the absence of membrane resealing. (B) Subcellular
localization of endogenous AnxA5 in a damaged wild-type ST (left-hand panel) analyzed by immunocytoﬂuorescence. Cells were irradiated, ﬁxed with paraformaldehyde,
immunostained for AnxA5 (green) and counterstained with DAPI (blue). Endogenous AnxA5 binds exclusively to the disrupted site of the injured membrane. Bar ¼ 20 mm. (C) Lesion
removal in a wild-type ST after cell membrane injury. The image was recorded 120 s after irradiation in the presence of FM1-43 (green). The white arrowhead points to the removal
of a large membrane fragment containing the disrupted site. Bar ¼ 20 mm.
A. Bouter et al. / Placenta 36, Supplement 1, Trophoblast Research, Vol. 29 (2015) S43eS49 S47
resealing, which suggests that the release of lipid material cor-
responds to the removal of the lesion.
5. Conclusions
Cell membrane rupture creates a microenvironment where
extracellular and intracellular components mix; in particular, the
high intracellular concentrations of PS and AnxA5 mix with the
high extracellular concentration of Ca2þ. Upon binding to PS mol-
ecules at the wounding site of injured cell, AnxA5 self-assembles
into 2D arrays. The formation of AnxA5 2D arrays at a ruptured
cell membrane strengthens the membrane [62,63] by counter-
acting membrane tension due to cytoskeleton attachment. AnxA5
may thus prevent the expansion of the tear and facilitate mem-
brane resealing. By participating in the earliest step of membrane
repair, according to a process based only on the Ca2þ inﬂux and the
presence of PS at the plasmamembrane, AnxA5 functions likely in a
universal and ubiquitous way whatever the subsequent membrane
resealing and lesion removal mechanisms.
The human trophoblast, which is the primary barrier separating
maternal blood from fetal blood, is a fragile tissue. Various types of
damages may affect the ST plasma membrane and result in the
exposure of PS-containing membranes to maternal blood. In view
of the pro-coagulant properties of PS-exposing membranes, efﬁ-
cient mechanisms of membrane repair must operate in the
placenta to prevent onset of blood coagulation, which could be life-
threatening for the fetus.
Extracellular -as well as cytosolic- AnxA5 binds to the disrupted
site of injured plasma membrane as early as few seconds after
membrane wounding and promotes membrane resealing. Rand
and collaborators have proposed that extracellular AnxA5 forms a
2D anti-thrombotic shield covering the surface of placental ST in
physiological conditions [64]. They proposed also that this protec-
tive shield was disrupted by anti-phospholipid antibodies and that
the correlated exposure of pro-coagulant phospholipids was
responsible for recurrent pregnancy losses observed in patients
presenting the anti-phospholipid antibody syndrome [14,64]. It
would be relevant to revisit this interesting hypothesis in the
context of membrane repair.
The presence of many annexins in the placenta [50e52],
together with the participation of several members of the annexin
family in membrane repair processes, raise the question of a col-
lective role of these proteins in the protection and repair of mem-
brane injuries in trophoblasts.
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Au démarrage de ce projet de thèse, le laboratoire souhaitait répondre à trois questions 
majeures : 
4) Le rôle joué par l’AnxA5 dans la réparation membranaire, mis en évidence pour les 
cellules périvasculaires murines, s’étend-il à d’autres systèmes cellulaires ? 
5) Quel est le mode d’action de l’AnxA5 dans la réparation membranaire ? 
6) Quel(s) est (sont) le(s) mécanisme(s) de réparation membranaire des fibres 
musculaires et des trophoblastes humains ? 
Si des zones d’ombre persistent, ce travail a permis d’apporter un certain nombre de réponses 
à ces questions. 
1) Le rôle joué par l’Annexine-A5 dans la réparation membranaire, mis en évidence au 
niveau des cellules périvasculaires murines, s’étend-il à d’autres systèmes cellulaires ? 
La mise en évidence du rôle joué par l’AnxA5 dans le processus de réparation membranaire 
des péricytes murins, constituait une découverte tout à fait originale (Bouter et al. 2011). 
Aucune étude n’avait attribué cette fonction à l’AnxA5 jusque-là. Afin de déterminer si 
l’AnxA5 pouvait jouer un rôle similaire dans d’autres cellules, nous nous sommes intéressés 
aux trophoblastes humains, car le placenta est l’un des organes les plus riches en AnxA5 
(Funakoshi et al. 1987). Les trophoblastes ont, de plus, été montré comme exprimant la 
dysferline, un acteur majeur de la réparation membranaire (Vandré et al. 2007). Notre choix 
s’est également porté vers le tissu musculaire strié squelettique humain pour des raisons 
physiopathologiques évidentes. Une défaillance du processus de réparation membranaire 
conduit au développement de certaines dystrophies musculaires, telles que la LGMB2B et la 
LGMD1C. L’existence de lignées cellulaires établies à partir de patients souffrant de 
LGMD2B ou de LGMD1C a également orienté ce choix. Elles constituent effectivement un 
outil cellulaire important pour la réalisation de cette étude. 
Pour faire partie de la machinerie protéique de réparation membranaire de façon ubiquitaire, 
l’AnxA5 doit être présente en quantité suffisante dans les cellules soumises à des contraintes 
mécaniques importantes. Elle a été décrite comme étant une protéine abondante dans les 
péricytes murins, les trophoblastes placentaires et les fibroblastes humains, dans lesquels elle 
peut représenter jusqu’à 1% de la masse protéique totale (Bouter et al. 2011) (Schlaepfer et 
Haigler 1987; Jennifer L. Barwise et Walker 1996; Rambotti, Spreca, et Donato 1993). Nos 
résultats permettent de valider la présence d’AnxA5 en forte quantité dans les trophoblastes 
humains. L’AnxA5 représente environ 0.35% de la masse protéique totale dans les CT et ST 
de la lignée BeWo et 1% dans des CT et ST primaires (Carmeille et al. 2015) . Nos résultats 
montrent, de plus, que l’AnxA5 représente 1% de la masse protéique totale dans les cellules 
musculaires striées squelettiques humaines. Ces données suggèrent que l’AnxA5 est une 
protéine ubiquitaire et présente de façon abondante dans de nombreux tissus. 
Pour pouvoir participer à la réparation de la membrane plasmique, l’AnxA5 doit être 





1996), les cellules trophoblastiques primaires, les trophoblastes de la lignée Bewo (Carmeille 
et al. 2015) ou les myoblastes et myotubes LHCN-M2, un pool important d’AnxA5 est 
présent dans le cytoplasme. La distribution homogène que nous avons observée dans 
l’ensemble des cellules analysées, suggère qu’elle se localise principalement dans le cytosol. 
L’AnxA5 est ainsi libre de diffuser vers le site de rupture en cas de dommage membranaire. 
De façon intéressante, nous avons observé que l’AnxA5 co-localise avec des filaments 
d’actine dans la région péri-nucléaire des myotubes LHCN-M2. Actuellement, nous n’avons 
aucune explication sur la signification biologique d’une interaction potentielle entre l’AnxA5 
et les microfilaments. Une action coordonnée de ces deux acteurs essentiels de la machinerie 
protéique de réparation pourrait être postulée. Nous n’avons non plus aucune explication sur 
la localisation nucléaire de l’AnxA5 dans la majorité des cellules étudiées, à l’exception des 
myotubes. 
Les trophoblastes et les myotubes humains, rendus déficients en AnxA5, sont incapables de 
réparer des lésions mécaniques de leur membrane plasmique. Pour les myotubes, l’ajout 
d’AnxA5 recombinante permet de restaurer la capacité de réparation de ces cellules 
déficientes en AnxA5. Ceci n’est pas permis avec l’AnxA5 mutante qui ne possède pas la 
propriété de former des réseaux-2D à la surface des membranes. Ces résultats permettent de 
conclure que l’AnxA5 est un composant indispensable à la machinerie de réparation dans ces 
deux types cellulaires.  
2) Quel est le mode d’action de l’Annexine-A5 dans la réparation membranaire ? 
Il est nécessaire à ce stade de distinguer les dommages mécaniques de la membrane 
plasmique des dommages créés par l’insertion de PFTs. L’AnxA5 ne semble effectivement 
pas avoir un mode d’action commun pour ces deux types de dommage. 
 
2.a) Cas de dommages mécaniques 
 
Dans les péricytes murins, il a été proposé que l’AnxA5 se lie aux PS accessibles au niveau de 
la zone endommagée de la membrane plasmique, où elle s’auto-assemble pour former un 
réseau-2D. Ce réseau-2D s’opposerait aux forces de tension exercées par le cytosquelette, et 
rigidifierait localement la membrane lésée afin d’éviter une extension de la déchirure. La 
limitation de l’expansion de la rupture et la formation d’une plateforme stable, autour de la 
région membranaire lésée, serait essentielle pour la mise en place des processus de réparation.  
Dans les trophoblastes et cellules musculaires striées squelettiques, l’AnxA5 s’accumule en 
quelques secondes au site de rupture. Dans les myotubes LHCN-M2 endommagés, nous 
avons mis en évidence, par imagerie en microscopie électronique à transmission, la présence 
d’AnxA5 endogène en interaction avec la membrane plasmique, aux bords de la zone de 
rupture. Ces observations vont dans le sens du modèle proposé pour les péricytes murins. Le 





indiquant que ce recrutement n’est pas dépendant de la présence de la cavéoline-3 et de la 
dysferline.   
Dans les deux types cellulaires étudiés, l’AnxA5 reste localisée au site de rupture bien au-delà 
de la période nécessaire pour la réparation membranaire, suggérant qu’elle est piégée dans un 
environnement lipidique où la concentration reste à une valeur proche du mM. L’imagerie par 
microscopie électronique à transmission a permis de mettre en évidence que de l’AnxA5 est 
également présente dans la lumière de la zone endommagée. L’AnxA5 est alors liée à la 
surface de vésicules lipidiques. Elle reste ainsi exposée à une concentration en Ca2+ de l’ordre 
du mM.    
Nous avons observé que l’ajout d’AnxA5 recombinante, mais pas d’une AnxA5 mutée, 
permet de restaurer la capacité de réparation membranaire des myotubes déficients en AnxA5. 
Ce résultat confirme que la formation de réseaux-2D est cruciale dans le mode d’action de 
l’AnxA5 pour la réparation membranaire.  
Pour les trophoblastes, comme pour les myotubes, l’AnxA5 extracellulaire est capable de se 
lier en quelques secondes au site de rupture. Plusieurs études ont rapporté l’existence 
d’AnxA5 extracellulaire en condition physiologique (Flaherty et al. 1990; Tait et al. 1988). 
Présente dans le milieu extracellulaire, l’AnxA5 pourrait participer à la réparation 
membranaire dans de nombreux types cellulaires. Toutefois, la présence d’AnxA5 
extracellulaire demeure le sujet de débat. 
 
L’ensemble des observations faites lors de ce travail valide le mécanisme proposé pour les 
péricytes murins. La présence d’AnxA5 à la surface des vésicules lipidiques, présentes dans la 
lumière du dommage membranaire, est un élément nouveau à ajouter à ce modèle. Nous 
n’avons pour le moment aucune hypothèse à formuler sur le rôle joué par ce pool d’AnxA5. 
 
2.b) Cas de dommages créés par des PFTs 
 
Les myotubes rendus déficients en AnxA5, par une stratégie d’interférence par ARN, 
conservent la capacité de restaurer leur sarcolemme endommagé par des PFTs. Plusieurs 
hypothèses peuvent expliquer ce résultat. Il est tout d’abord possible que l’AnxA5 n’ait aucun 
rôle dans la réparation de ce type de dommage. Les myotubes de la lignée 650 sont également 
capables de restaurer leur sarcolemme endommagées par les PFTs, suggérant que la 
cavéoline-3 ne participe pas au processus de réparation de ce type de dommage. Il est donc 
possible qu’un mécanisme de réparation spécifique se mette en place, sans implication de 
l’AnxA5 ni de la cavoline-3. Le recrutement de l’AnxA5 au sarcolemme endommagé par les 
PFTs, ne correspondrait alors qu’à une conséquence collatérale de l’élévation locale de la 
concentration en Ca2+.   
Une autre hypothèse, d’ordre expérimental, est également envisageable. Les taux résiduels 





nucléaires. La perforation par la SLO conduit, en effet, à des ouvertures membranaires de 
petite taille et donc à des flux calciques entrants modérés. Elle requiert probablement 
l’intervention de moins d’AnxA5 endogène, comparée à la rupture mécanique. Des stratégies 
plus efficaces d’extinction de l’expression de l’AnxA5 sont à envisager pour éclaircir ce 
point. Il est enfin possible que la déficience en AnxA5 soit compensée par la présence 
d’autres Anx. En effet, il a été montré que l’AnxA6 et l’AnxA1 assurent de manière 
complémentaire l’élimination des régions membranaires endommagées par la SLO (Potez et 
al. 2011). L’AnxA6 et l’AnxA1 pourraient ainsi compenser l’absence d’AnxA5. 
 
3) Quel(s) est (sont) le(s) mécanisme(s) de réparation membranaire des fibres 
musculaires et des trophoblastes humains ? 
 
Plusieurs mécanismes de réparation membranaire ont été proposés à ce jour. Nous pouvons 
les résumer en trois grands principes : 1) colmatage de la rupture par du matériel membranaire 
d’origine cytoplasmique, 2) bourgeonnement de la région membranaire contenant le site lésé 
et élimination dans le milieu extracellulaire sous forme de microparticule et 3) endocytose de 
la région membranaire contenant le site lésé et formation de corps multivésiculaires 
permettant la dégradation de cette région. 
Il est également nécessaire à ce stade de distinguer les dommages mécaniques de la 
membrane plasmique des dommages créés par l’insertion de PFTs. 
 
3.a) Cas des dommages mécaniques 
 
Cette étude montre que, pour une rupture mécanique d’environ 1µm², les ST, les myotubes 
LHCN-M2 et les CT sont capables de réparer la membrane en 30s, 70s et 100s, 
respectivement. Les myoblastes sont en revanche incapables de réparer une lésion 
macroscopique du sarcolemme. L’absence de protéines impliquées dans la machinerie de 
réparation, telles que la cavéoline-3 et MG53 (Cai, Masumiya, Weisleder, Pan, et al. 2009a), 
est la cause la plus probable de cette déficience. La dysferline est exprimée de façon similaire 
dans les myoblastes et myotubes LHCN-M2.  
Les ruptures mécaniques du sarcolemme des myotubes LHCN-M2, par irradiation laser, n’ont 
jamais conduit à l’observation de bourgeonnements membranaires. Nous avons en revanche 
observé, par microscopie électronique à transmission, la présence de vésicules lipidiques, 
agrégées les unes avec les autres, au niveau du site de rupture. Même si l’origine de ces 
vésicules n’a pas été déterminée, leur présence suggère fortement un mécanisme de colmatage 
par formation d’un « patch » lipidique. De futures expériences par imagerie en microscopie 
électronique à transmission, en utilisant des marqueurs vésiculaires variés, devraient 





agrégat lipidique au niveau du site de rupture demeure inconnu. Nous ne savons donc pas à 
l’heure actuelle comment le sarcolemme retrouve sa structure originelle. 
Dans les ST endommagés, une grande quantité de matériel lipidique s’accumule au site de 
rupture quelques secondes après le dommage membranaire. Même si la nature de ce matériel 
lipidique n’a pas été déterminée, les variations de fluorescence associées au FM1-43 
suggèrent une origine cytoplasmique. Il est peu probable que le processus très rapide de 
réparation observé dans les ST puisse reposer sur un mécanisme d’endocytose induit par 
sécrétion de sphingomyélinases. En effet, il a été observé que la sécrétion de quantité 
significative de sphingomyélinases requiert plusieurs minutes (Tam et al. 2010). Le 
mécanisme le plus probable pour la réparation membranaire dans les ST est donc une 
nouvelle fois le « patch » lipidique. 
Concernant l’élimination de la région membranaire lésée et la restauration de la membrane 
plasmique, nous avons observé, après réparation, le rejet dans le milieu extracellulaire de la 
région membranaire contenant le site de rupture. Ce rejet se réalise soit par l’élimination en 
une étape de l’ensemble de la région contenant l’agrégat lipidique et le site endommagé, soit 
par le rejet successif de débris membranaires à partir de la région endommagée. Un processus 
très similaire a depuis été observé dans les cellules MCF-7 endommagées de façon mécanique 
(Jaiswal et al. 2014). 
 
3.b) Cas des dommages créés par des PFTs 
 
Dans les myotubes LHCN-M2 exposés à la SLO, nous avons observé la formation de 
protrusions membranaires de forme tubulaire. L’accumulation d’AnxA5 au niveau de ces 
protrusions suggère une concentration en Ca2+ localement élevée, induite probablement par la 
présence des pores membranaires. Nous pouvons donc postuler que l’élimination des régions 
membranaires endommagées se réalise via un mécanisme de bourgeonnements. Aucune 
observation ne permet de conclure sur le devenir de ces protrusions. Nous n’avons par 
exemple jamais observé leur rejet dans le milieu extracellulaire.  
Comme indiqué précédemment, avec toutes les réserves susmentionnées, le mécanisme de 
réparation semble indépendant de la présence d’AnxA5 et de cavéoline-3. La machinerie 
protéique de réparation pourrait donc être spécifique à ce type de dommage. De futures 




L’AnxA5 est un des membres d’une famille de 12 protéines. Il est aujourd’hui établi que 
plusieurs membres sont impliqués dans la réparation membranaire, telles que l’AnxA1, 





modèles cellulaires différents, d’espèces différentes. Fort des travaux réalisés sur l’AnxA5, le 
laboratoire souhaite entamer des études sur le rôle des Anx dans la réparation membranaire 
des cellules musculaires striées squelettiques humaines. 
Pour les trophoblastes humains, une des questions majeures à laquelle le laboratoire 
souhaiterait apporter une réponse, concerne la relation potentielle entre une défaillance du 
processus de réparation membranaire au niveau placentaire et la pré-éclampsie. Il a en effet 
été observé que les cas sévères de pré-éclampsie sont associés à une chute de l’expression de 
la dysferline trophoblastique. Des cellules « pré-éclamptiques » modèles sont en cours 
d’obtention. 
Enfin, afin de confirmer l’hypothèse du rôle général de l’AnxA5 dans la réparation 
membranaire, des projets sur d’autres types cellulaires vont voir le jour. Le laboratoire 
s’intéresse notamment aux rôles joués par les Anx dans la réparation membranaire des 
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